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1. INTRODUCTION 
 Le sel est le plus ancien conservateur alimentaire utilisé pour conserver les denrées 
alimentaires et notamment les produits carnés. Depuis 2002, les autorités sanitaires font état 
d’une consommation excessive de sel (Agence Française de Sécurité Sanitaire des Aliments, 
AFSSA, 2002). En France, la consommation quotidienne moyenne de sel est de 8,7 g pour les 
hommes et 6,7 g pour les femmes, sans compter les 1 à 2 g provenant du sel ajouté lors de la 
consommation des produits. Ces apports sont excessifs puisque l’Organisation Mondiale de la 
Santé (OMS) recommande un apport quotidien inférieur à 5 g. Les risques associés à une 
surconsommation de sel sont bien connus (hypertension artérielle, maladies cardiovasculaires, 
ostéoporose). La réduction de la consommation en sel est un enjeu majeur de santé publique 
et cette réduction peut être en partie attribuable à la diminution des teneurs en sel dans les 
aliments. Parmi les aliments fortement contributeurs à ces apports, les produits de charcuterie 
sont en deuxième position (15 % des apports sodés) après le secteur de la panification et des 
biscottes (31 % des apports sodés). Dans les produits de charcuterie, le sel est utilisé pour ses 
propriétés organoleptiques et technologiques (amélioration de la couleur et de la saveur des 
produits, augmentation de la rétention d’eau) ainsi que pour ses propriétés bactériostatiques 
[diminution de l’aw (activité de l’eau) et inhibition du développement microbien].  
 Dans ce contexte, nous nous sommes interrogés sur les impacts de la réduction de la 
teneur en sel sur la conservation des produits de charcuterie. Ne pouvant prétendre à une 
étude exhaustive des produits de charcuterie, nous avons porté notre étude sur les chipolatas 
de porc. Pour apporter des réponses à cet objectif général, nous avons abordé deux aspects de 
la conservation : la conservation d’un point de vue de la qualité organoleptique et la 
conservation des produits d’un point de vue de la qualité sanitaire. Pour le premier aspect, 
nous avons étudié les conséquences de la réduction de la teneur en sel sur l’altération des 
chipolatas en lien avec la diversité et les activités métaboliques bactériennes. Pour le 
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deuxième aspect, nous avons focalisé notre attention sur Salmonella ser. Typhimurium, le 
premier agent bactérien pathogène impliqué dans les Toxi-Infections Alimentaires (TIA) et 
fréquemment isolé de viande de porc. C’est ainsi que nous avons construit nos travaux de 
recherche présentés dans ce manuscrit comportant six chapitres principaux.  
 Après ce premier chapitre introductif, nous avons recensé dans le deuxième chapitre à 
travers la revue bibliographique, les connaissances actuelles et les données nécessaires à la 
réalisation de ce travail. La première partie replace l’importance du sel dans les produits de 
charcuterie et expose le contexte des recommandations nutritionnelles. La deuxième partie est 
consacrée à la description des connaissances actuelles sur les communautés bactériennes des 
produits carnés et sur les agents bactériens impliqués dans l’altération de ces produits. La 
troisième partie présente l’évolution des techniques utilisées pour caractériser la diversité et 
les activités métaboliques d’une communauté bactérienne. 
Ensuite, le troisième chapitre présente de manière plus exhaustive les hypothèses et les 
objectifs de ce travail.  
Le quatrième chapitre décrit l’ensemble des matériels et des méthodes utilisés pour répondre à 
notre problématique.  
Les résultats et les discussions de ces travaux sont présentés dans le cinquième chapitre. La 
première partie présente les résultats de caractérisation de l’altération et de la diversité 
bactérienne des chipolatas sous l’effet de la réduction de la teneur en sel. La deuxième partie 
présente les analyses transcriptionnelles qui traduisent les activités métaboliques de la 
communauté bactérienne des chipolatas altérées. La troisième partie porte sur les résultats de 
croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans les chipolatas.  
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Enfin, dans un sixième chapitre, nous proposerons une discussion générale qui synthétise 
l’apport de ces travaux pour une meilleure connaissance des interactions entre la communauté 
bactérienne et l’environnement dans lequel elle se trouve.  
Ce travail a été réalisé dans le cadre d’une convention CIFRE entre le Centre de Ressources 
Technologiques Aérial (Illkirch-Graffenstaden) et l’équipe FME (Food Microbial Ecology), 
UMR1319, Institut Micalis (INRA Jouy en Josas). Il a été réalisé grâce aux supports 
financiers de l’Agence Nationale de la Recherche et Technologie (ANRT), de la Direction 
Régionale de l’Alimentation, de l’Agriculture et de la Forêt (DRAAF) de la région Alsace, 
actuellement Région Grand Est et de l’Unité Micalis (département MICA, INRA). 
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2. REVUE BIBLIOGRAPHIQUE 
2.1. Le sel et les produits de charcuterie 
2.1.1. L’importance économique de l’industrie des produits de charcuterie 
 L’industrie des produits carnés représente, en chiffre d’affaires, le premier secteur des 
industries agro-alimentaires en France (20,5 % du chiffre d’affaires global en 2012) devant 
l’industrie laitière (19,2 %). La viande de porc, y compris sous forme transformée est la 
viande la plus consommée en France (32,5 kg/hab/an en 2014) devant la viande de volaille 
(26,3 kg/hab/an) et la viande bovine (24,2 kg/hab/an) (FranceAgriMer, 2015).  
 En 2015, 23,1 millions de porcs ont été élevés et abattus en France. Cette production 
représente 2,2 millions de tec (tonnes équivalent carcasses) de viande de porc et place la 
France au troisième rang de l’Union Européenne, derrière l’Allemagne (5,03 millions de tec 
en 2015) et l’Espagne (3,9 millions de tec en 2015). La moitié de la production de viande de 
porc est transformée en produits de charcuterie regroupant une large gamme de produits 
répartis entre les charcuteries salaisons (85 % de la production totale), les produits traiteurs et 
les conserves de viande. Parmi les charcuteries et salaisons, caractérisées par l’utilisation de 
sel (en salage ou en saumure), le jambon cuit ainsi que les saucisses à cuire (dont les 
chipolatas) sont les plus fabriqués, 260 247 tonnes (22 % de la production de charcuterie) et 
185 223 tonnes (16 %) respectivement en 2015 (FICT 2016).  
2.1.2. L’utilisation du sel dans les produits de charcuterie  
 Le sel alimentaire, présent à l’état naturel, est principalement composé de chlorure de 
sodium NaCl [40 %, équivalent masse, de Na (sodium) et 60 %, équivalent masse, de Cl 
(chlore)]. Le sel peut provenir de marais salants, de gisements souterrains de sel de gemme ou 
encore de saumure naturelle ou provoquée par l’homme (solution de chlorure de sodium dans 
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l’eau, à une concentration supérieure à celle de l’eau de mer qui est d’environ 3,5 % de NaCl, 
m/m). Selon la norme adoptée en 1985 par le Codex Alimentarius, la teneur en NaCl dans le 
sel alimentaire doit être supérieure à 97 % d’extrait sec en masse (Codex Alimentarius 1985).  
2.1.2.1. Les propriétés technologiques et bactériostatiques du sel dans les produits 
de charcuterie 
Le sel, NaCl, est l’ingrédient principal des produits de charcuterie et ses propriétés 
sont multiples. D’un point de vue technologique, le NaCl favorise la solubilisation des 
protéines des fibres musculaires, dont les protéines myofibrillaires très présentes dans la 
viande. Cette solubilisation des protéines engendre la formation d’un enduit à la surface de la 
viande qui gélifie à la suite d’un traitement thermique et permet d’améliorer la tenue et 
l’aptitude au tranchage des produits cuits (Bombrun et al., 2015). L’ajout de sel dans les 
produits de charcuterie permet également d’augmenter la capacité de rétention d’eau (eau 
propre ou eau ajoutée lors de certaines préparations) des protéines myofibrillaires. Cette 
rétention d’eau permet de réduire les pertes à la cuisson et ainsi d’augmenter les rendements 
de fabrication, la tendreté et la jutosité des viandes. À titre d’exemple, Ruusunen (2001) a 
rapporté que l’ajout de 2,6 % (m/m) de sel dans du jambon cuit entraînait 3,8 % de perte de 
masse à la cuisson contre 5,5 % de perte avec 1,1 % (m/m) de sel.  
 En plus de cette propriété structurante pour les produits, le sel est un élément essentiel 
à la qualité organoleptique des produits de charcuterie : seul le chlorure de sodium est associé 
au goût salé et intensifie la saveur globale de l’aliment. Il permet également le masquage de 
certains goûts métalliques, amers ou de flaveurs chimiques (Keast et Breslin 2003 ; Liem et 
al.,  2011). Enfin, le sel influence également le développement de la couleur dans des produits 
à longue maturation comme certains jambons secs (jambon de Parme) en favorisant les 
activités enzymatiques permettant la formation du pigment caractéristique à partir de la 
myoglobine (Wakamatsu et al., 2004). 
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 Outre les aspects technologiques et organoleptiques, l’utilisation de sel est le plus 
ancien procédé de conservation des produits alimentaires et notamment des produits carnés 
hautement périssables. L’activité bactériostatique du sel se rapporte essentiellement à son 
effet sur la réduction de l’activité de l’eau (aw), terme introduit par Lewis et Randall (1923), 
qui mesure la disponibilité de l’eau pour les réactions biologiques. Cette valeur d’aw varie 
entre 0 (produit « sec » au point que toute l’eau présente est liée à l’aliment) et 1 (eau pure et 
sans soluté). Par exemple, la valeur d’aw de la viande fraîche est supérieure à 0,99 et celle du 
saucisson sec (produit de salaison) est comprise entre 0,85 et 0,90. L’ajout de sel contribue à 
réduire l’aw des produits alimentaires et ainsi à limiter le développement des micro-
organismes (Tableau 1).  
 Tableau 1 : activité de l’eau des denrées alimentaires et inhibition des micro-
organismes (source : Fontana, 2011) 
Gamme d’aw Exemple d’aliments se trouvant 
dans cette gamme d’aw 
Micro-organismes inhibés par la plus 
petite valeur d’aw de la gamme 
1,00-0,95 
 
Viandes et poissons frais, fruits, 
légumes, lait, produits de 
charcuterie ; produits alimentaires 
contenant jusqu’à 7 % (m/m) de 
sel 
Pseudomonas, Escherichia, Proteus, 
Shigella, Klebsiella, Bacillus, 
Clostridium  
Quelques levures 
0,95-0,91 
 
Certains fromages (cheddar, 
munster, provolone), jambon cru, 
viandes fumées ; produits 
alimentaires contenant jusqu’à 
12 % (m/m) de sel 
Salmonella, Vibrio Clostridium, 
Serratia, Lactobacillus, Pediococcus 
Certaines moisissures 
Quelques levures : Rhodotorula, Pichia 
0,91-0,87 
 
Saucissons secs, fromages secs, 
flancs, margarine ; produits 
alimentaires contenant jusqu’à 
15 % (m/m) de sel 
Micrococcus 
Candida, Torulopsis, Hansenula 
0,87-0,80 
 
La plupart des jus de fruits 
concentrés, légumes secs, lait 
concentré sucré, sirops d’érable et 
de fruits, farines, riz et légumes 
secs 
Staphylococcus  
La plupart des moisissures : Penicillia  
La plupart des Saccharomyces et 
Debaryomyces. 
0,80-0,750 Confitures, marmelades, gelées de 
fruits, pâte d’amande, fruits 
confits 
Bactéries halophiles : Halobacterium 
salinarum, Halococcus spp. 
0,75-0,65 Gelées alimentaires, sucre brut, Moisissures xérophiles : Aspergillus, 
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flocons d’avoine, nougats, 
certains fruits secs, noix 
Wallemia 
Saccharomyces 
0,65-0,60 Caramels, bonbons, fruits secs, 
miel 
Aspergillus, Manoscus 
Levures osmophiles : Saccharomyces  
0,60-0,50 Pâtes alimentaires, épices Pas de prolifération microbienne 
0,50-0,40 Œufs en poudre Pas de prolifération microbienne 
0,40-0,30 Biscuits secs, croûte de pain Pas de prolifération microbienne 
0,30-0,20 Laits en poudre, légumes 
déshydratés 
Pas de prolifération microbienne 
 Selon la teneur en eau disponible dans le produit, ce ne sont pas les mêmes types de 
micro-organismes qui vont être capables de se développer puisque chacun d’eux a des 
tolérances différentes au niveau d’aw. L’ajout de 7 % de NaCl (m/m) dans les produits 
alimentaires permet de réduire leur aw jusqu’à 0,95 (Tableau 1) ; tandis que l’ajout de 15 % de 
NaCl (m/m) permet d’obtenir des aw de l’ordre 0,87. À ce niveau d’aw, la croissance de la 
plupart des bactéries est inhibée. De plus, l’ajout de sel dans les produits alimentaires entraine 
un rapide flux d’eau vers l’extérieur de la cellule bactérienne, qui a pour conséquence une 
diminution de la pression de turgescence, une variation de la concentration cytoplasmique en 
solutés et un changement de volume cellulaire, provoquant ainsi la mort cellulaire ou un 
retard de croissance (Davidson, 2001).  
2.1.2.2. Contribution des produits de charcuterie aux apports sodés des Français  
Usuellement, la dénomination « sel » est utilisée comme synonyme de « chlorure de 
sodium » et environ 90 % de la consommation de sodium est sous forme de chlorure de 
sodium. Les apports en sodium de la population française proviennent du sodium 
naturellement présent dans les aliments, du sel ajouté lors de la transformation des produits et 
du sel ajouté à la cuisson ou lors de la consommation. Il est estimé que 75 à 80 % du sel 
absorbé quotidiennement provient de la consommation de produits industriels transformés 
(Brown et al., 2009). 
  2. Revue bibliographique 
-8- 
 
 En France, le secteur des produits de charcuterie est le deuxième contributeur aux 
apports sodés (15 % des apports sodés - Figure 1) par l’alimentation après le secteur du pain 
et des biscottes (31 % des apports sodés) : 
 
Figure 1 : contributions des produits alimentaires à l’apport sodé en France (source : Lafay, 
2007 : INCA2, Étude Individuelle Nationale sur les Consommations Alimentaires 2006-2007) 
2.1.2.3. La surconsommation de sel : excès et risques pour la santé 
 Les données des apports en sel, basées sur les études de consommation alimentaire, 
soulignent qu’en France la consommation moyenne mesurée de sel, pour les femmes est de 
6,9 g/j (soit l’équivalent de 2 700 mg de sodium) et de 9,1 g/j (3 600 mg de sodium) pour les 
hommes et 20 % de la population est concernée par des consommations excessives de plus de 
12 g/j de sel (Lafay, 2007). À ces apports, provenant des aliments consommés, il faut ajouter 
1 à 2 g/j de sel, dus au salage des plats et de l’eau de cuisson par le consommateur lui-même. 
Bien que le sodium soit un nutriment nécessaire au maintien du volume plasmatique, à 
l’équilibre acido-basique, à la transmission des influx nerveux et au fonctionnement normal 
des cellules, il est difficile de mesurer les besoins réels en sodium. L’Agence Nationale de 
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Sécurité Sanitaire de l’Alimentation, de l’Environnement et du Travail (ANSES) considère 
que ces besoins devraient être de 400 à 800 mg de sodium par jour, soit 1 à 2 g de sel par jour 
pour assurer l’homéostasie (Afssa, 2002). Ainsi, la consommation totale de sel des Français 
est bien supérieure aux recommandations de santé publique. 
 Dès le début des années 1900, les travaux de Ambard et Beaujard (1904) ont souligné 
pour la première fois la relation entre la consommation de sel et la pression artérielle des 
patients souffrant d’hypertension. Depuis, de nombreuses études scientifiques confirment la 
relation directe entre la consommation de sel et la pression artérielle (Sanders, 1996 ; Law, 
2000 ; Ritz, 2010 ; Elijovich et al., 2016). De plus, les excès de sodium augmentent les pertes 
urinaires en calcium ce qui favorise l’ostéoporose (Cappuccio et al., 2000), engendrent des 
phénomènes d’obésité (Cocores et Gold, 2009) et augmentent le risque de cancer de l’estomac 
(Ngoan et Yoshimura, 2003).  
 Il y a donc nécessité à ce que les apports sodés quotidiens soient adaptés aux besoins 
de la population française. Les diminutions d’apports en sodium de la population sont en 
partie attribuables aux diminutions des teneurs en sel ajoutées lors de la transformation des 
produits et cette réduction devient une priorité pour les secteurs les plus contributeurs à ces 
apports et notamment le secteur des produits de charcuterie. 
2.1.3. Les recommandations de réduction de la teneur en sel dans les produits de 
charcuterie 
 Les autorités sanitaires se sont saisies de cette problématique de santé publique liée à 
la surconsommation de sodium et dès 2002, l’AFSSA a proposé des recommandations afin de 
réduire de 20 %, à échéance de 5 ans, l’apport moyen de sel de l’ensemble de la population 
française, pour atteindre un apport moyen de 7 à 8 g/j de sel. Au niveau mondial, l’OMS a 
fixé en 2003 une recommandation de consommation maximale de sel à 5 g/j (Nishida et al., 
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2004). La deuxième étude de consommation alimentaire menée en France entre 2006 et 2007 
(Lafay, 2007) montre une baisse de 4,1 à 6,6 % d’apport moyen en sel, 6,6 g/j de sel pour les 
femmes et 8,6 g/j de sel pour les hommes : l’objectif de réduction de 20 % sur 5 ans n’est que 
partiellement atteint. Depuis, les États Membres de l’OMS ont décidé de réduire de 30 % la 
consommation de sel de la population mondiale d’ici 2025. De ces recommandations, le 
secteur des produits de charcuterie a mis en place une charte collective d’engagements de 
progrès nutritionnels qui a pour objectif de sensibiliser les acteurs de la filière à l’optimisation 
nutritionnelle des produits de charcuteries et plus particulièrement à l’amélioration des profils 
en sel et en gras. Ces recommandations ont été intégrées à la nouvelle version du Code des 
Usages de la Charcuterie (version 2016), guide de référence pour la fabrication des produits 
de charcuterie en France.  
 De plus, les diminutions des apports en sel par l’alimentation passent par la nécessité 
d’informer le consommateur sur la teneur en sel dans les produits alimentaires, et l’étiquetage 
nutritionnel, concernant la teneur en sodium, des produits alimentaires est réglementé 
(Tableau 2).  
Tableau 2 : réglementation européenne applicable à la réduction de la teneur en sel dans les 
produits alimentaires 
Etiquetage et appellation des 
produits  
Teneur en sodium (équivalent en NaCl) 
Réduit en sodium/sel 
Diminution de la teneur en sodium de 25 % par rapport 
à la teneur moyenne des produits équivalents 
Faible en sodium/sel < 0,12 % (m/m) de sodium (0,30 % de NaCl, m/m) 
Très faible en sodium/sel < 0,04 % (m/m) de sodium (0,10 % de NaCl, m/m) 
Sans sodium/sel < 0,005 % (m/m) de sodium (0,013 % de NaCl, m/m) 
 Par ailleurs, en plus de cette réglementation, des seuils minimaux en sel sont fixés 
pour certains produits. C’est le cas notamment en France pour les chipolatas où la teneur 
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minimale en NaCl est de 1,5 % (m/m) pour revendiquer l’appellation chipolatas sur 
l’étiquetage (DGAL 2012).  
 La réduction de la teneur en sel suggère donc le développement de micro-organismes 
indésirables, micro-organismes altérants, où leur développement conduit à la dégradation 
organoleptique des produits, ou des micro-organismes pathogènes qui peuvent entrainer des 
TIA après ingestion de la viande contaminée.  
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2.2. Communautés microbiennes des produits carnés 
2.2.1. La viande : un substrat propice au développement microbien 
 Après l’abattage de l’animal, le muscle est le siège de nombreux changements 
physico-chimiques qui vont modifier sa structure, sa composition et ses propriétés. Après la 
mort de l’animal, le pH proche de la neutralité, chute à 5,5/5,8 résultant de la dégradation 
dans les cellules musculaires du glycogène (polymère de glucose) en acide lactique par les 
enzymes du muscle. La composition chimique du muscle est très variable entre les différentes 
espèces, entre les races et chez un même animal, d’un muscle à l’autre. Lawrie (1991) 
rapporte une composition chimique moyenne du muscle, composée en majorité d’eau (75 % 
m/m). La matière sèche du muscle est constituée de protéines (19 % m/m) et contient peu de 
peptides et d’acides aminés (2,3 % m/m). La teneur en matière sèche est dépendante de la 
teneur en lipides, paramètre variable (de 2,3 à 8,7 % m/m) de la composition des muscles au 
détriment de la partie protéique. Enfin, à l’état brut, la viande contient peu de carbohydrates.   
 Pour leur croissance et le maintien des fonctions métaboliques, les micro-organismes 
ont besoin d’éléments nutritifs qui incluent l’eau (75 % d’eau dans la viande), une source 
d’énergie et d’azote (carbohydrates, protéines), de vitamines et de minéraux (fer). De ce fait, 
la viande est un substrat propice au développement microbien.  
2.2.2. Contaminations microbiennes dans les premières étapes de transformation de 
la viande 
 Ante mortem, il est admis que les muscles des animaux sains sont encore stériles 
(Elmossalami et Wassf, 1971). Au cours de la transformation, la viande va être naturellement 
contaminée par des micro-organismes variés qui peuvent être de trois types : (1) des micro-
organismes inoffensifs pour la santé des consommateurs et qui peuvent parfois être 
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bénéfiques pour le produit, (2) des micro-organismes altérants et (3) des micro-organismes 
pathogènes. Pour cette dernière catégorie, leur présence dans les produits carnés est 
accidentelle et fait l’objet d’une réglementation. Il faut tout de même noter que la frontière 
entre les différentes catégories n’est pas toujours bien délimitée. Ainsi, des espèces 
considérées comme inoffensives peuvent dans certaines conditions, voir selon les souches, 
être altérantes.  
 La charge initiale (taux de population microbienne dans la viande au jour de 
fabrication) de la viande est relativement faible. De nombreuses études (Jääskelainen et al., 
2013 ; Chaillou et al., 2015 ; Nieminen et al., 2015 ; Zhao et al., 2015 ; Jääskeläinen et al., 
2016) rapportent que cette charge se situe entre 10
3
 et 10
5
 UFC.g
-1
 (Unité Formant Colonie 
par gramme de viande). Les espèces retrouvées dans les produits carnés au jour de fabrication 
sont principalement des bactéries lactiques (Cocolin et al., 2004) et des Entérobactéries. 
Parmi les bactéries lactiques, Benson et al., (2014) ont mis en évidence la dominance 
d’espèces de la famille des Leuconostocaceae telles que Weissella confusa ou encore 
Leuconostoc citreum. Nowak et al., (2012) ont également montré la présence de Brochothrix 
thermosphacta dans de la viande de porc et il est bien admis que les Pseudomonas font aussi 
partie intégrante de la flore initialement présente dans les produits carnés (Ercolini et al., 
2007). Dans ces produits, les levures et les moisissures peuvent également être présentes, 
mais à des taux bien inférieurs (< 2log10UFC.g
-1
, Nielsen et al., 2008) à ceux des bactéries. 
Dans la suite de cette étude, nous avons porté notre attention sur la présence des bactéries 
dans les produits carnés.  
 Les principales contaminations bactériennes en surface de la viande proviennent des 
étapes d’abattage. La première contamination de la viande bovine par la flore endogène a lieu 
lors de la dépouille de l’animal. À cette étape, le muscle peut entrer en contact avec le cuir et 
la peau de l’animal expliquant la présence de genres bactériens spécifiques de ces 
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environnements tels que Corynebacterium ou Propionibacterium dans les produits carnés 
(Chaillou et al., 2015). Ceci est en accord avec une autre étude qui a mis en évidence la 
présence des genres Propionibacterium et Staphylococcus dans de la viande de bœuf (De 
Filippis et al., 2013b). De plus, certaines zones des animaux sont plus sujettes à la 
contamination. Par exemple, Reid et al., (2002) ont recherché Escherichia coli O157 et 
Salmonella (prélèvement par application d’une éponge abrasive) sur le cuir de bovins abattus 
dans trois abattoirs de Grande-Bretagne sur trois zones différentes : l’arrière-train, les flancs 
et la pointe de poitrine. Les résultats de cette étude indiquent que la zone de la poitrine porte 
le plus souvent des agents pathogènes du tractus intestinal des animaux et qui sont impliqués 
dans des toxi-infections d’origine alimentaire (22,5 % de prévalence pour E. coli et 10,0 % de 
prévalence pour Salmonella). Lors de l’abattage des volailles, la contamination des carcasses 
par Campylobacter est diminuée après l’échaudage, mais la dissémination de la bactérie peut 
encore se produire, en particulier au cours des processus de plumaison, en raison de la 
capacité de ce pathogène à survivre dans l’eau (Figueroa et al., 2009). Les travaux de Fravalo 
et al., (2009) sont un exemple où il a été possible d’établir une relation linéaire entre la charge 
initiale de Campylobacter jejuni, première cause de gastro-entérites chez l’Homme en 2013 
(EFSA 2015), sur la peau de volaille et la valeur du taux de transfert de cette bactérie vers la 
viande. Bien que les animaux soient contrôlés et nettoyés avant leur abattage, l’état de 
propreté de l’animal (présence de boues) est donc un facteur de risque quant à la présence de 
bactéries et notamment de bactéries pathogènes, sur leur peau.  
 L’éviscération est une étape critique où la contamination bactérienne des carcasses est 
la plus susceptible de se produire (Gill et Bryant, 1993 ; Yu et Palumbo, 2000). Le tractus 
gastro-intestinal des animaux est naturellement colonisé par des micro-organismes et les 
Enterobacteriaceae qui font partie de cet environnement peuvent être transférées à la carcasse 
(McEvoy et al., 2000). Une récente revue sur la présence d’E. coli et d’Enterobacteriaceae à 
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la surface des carcasses bovines met en évidence que les carcasses ayant subi une 
contamination fécale ont une charge bactérienne plus élevée que les carcasses non 
contaminées (Barco et al., 2015). Dans une autre étude sur les carcasses de porc, il a été 
montré qu’après éviscération le taux de population d’Enterobacteriaceae a significativement 
augmenté (de plus d’un log/cm² de surface) et notamment pour les échantillons prélevés au 
niveau des bajoues et de la poitrine (Wheatley et al., 2014). Cette étude souligne de nouveau 
les forts taux de contaminations bactériennes au niveau de la poitrine, aux abords de 
l’ouverture de l’éviscération.  
 Une autre source de contamination de la viande peut être l’environnement de l’abattoir 
et de l’usine de transformation de la viande. Hultman et al., (2015) ont récemment étudié la 
diversité bactérienne au long de la transformation, de la carcasse au produit fini (saucisses de 
porc cuites) en passant par l’environnement de transformation. Ainsi, les espèces du genre 
Yersinia étaient fortement abondantes sur les surfaces de travail (28 % de l’abondance totale), 
mais n’étaient retrouvés dans les produits finis que dans une moindre mesure (< 1% 
d’abondance). Parmi les espèces pathogènes, Listeria monocytogenes est fréquemment 
identifié comme contaminant d’origine environnementale et Gómez et al., (2015) révèlent que 
22,7 % des surfaces de travail testées dans une usine de transformation de viande étaient 
positives à la présence de L. monocytogenes. Ce pathogène a la capacité de former des 
biofilms sur les surfaces de travail (Beresford et al., 2001) et les procédés de nettoyage et 
désinfection pour l’éliminer manquent d’efficacité. La présence de Pseudomonas au niveau 
des chaînes d’abattage et en particulier dans les chambres froides constitue une autre source 
de contamination environnementale connue (Labadie, 1999). Enfin, les étapes de 
transformation (découpe, hachage, conditionnement, etc.) sont aussi des sources de 
contamination par les micro-organismes.  
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 Les ingrédients utilisés lors de la préparation des certains produits carnés transformés 
sont également une source potentielle de contamination bactérienne. Dans leurs récents 
travaux, Chaillou et al. (2015) ont comparé les communautés bactériennes de divers produits 
carnés et de produits de la mer en début de conservation et dans les produits altérés. Les dés 
de lardons (avec 3,1 % de NaCl) avaient une richesse bactérienne initiale supérieure (260 ± 45 
OTU
1
) à celle des autres produits (189 ± 58 OTU). En outre, dans les produits frais, un grand 
nombre d’OTU (20 %) des dés de lardons était affilié à la communauté bactérienne spécifique 
des produits de la mer. La présence de ces OTU a été attribuée à la contamination par le sel 
utilisé lors du procédé de fabrication des lardons. Parmi les 6 espèces de Lactobacillus 
identifiées par Benson et al., (2014) dans les saucisses de porc, Lactobacillus graminis s’est 
révélée être l’espèce dominante dès 30 jours de conservation, et son origine a été attribuée au 
mélange d’épices utilisé dans la formulation. Pothakos et al., (2015) ont cherché à définir 
l’origine de la contamination en bactéries lactiques psychrotrophes dans des plats préparés. 
Pour ce faire, ils ont analysé les communautés bactériennes de toutes les matières premières 
utilisées (légumes, viandes/poissons, sauces, épices, etc.), des surfaces de travail, des 
équipements des lignes de production, de l’eau de nettoyage des lignes ainsi que des produits 
finis. Malgré le faible taux de population initiale en bactéries lactiques, Leuconostoc gelidum 
est le taxon le plus abondant en fin de vie des produits, représentant 18,6 à 81 % (selon les 
échantillons) de la communauté bactérienne des produits altérés. En analysant la prévalence 
de cette bactérie selon les différents points de prélèvement, les auteurs suggèrent que les 
ingrédients utilisés sont une source potentielle de contamination par L. gelidum. Enfin, 
Pisacane et al., (2015) ont pu mettre en évidence que le boyau naturel de porc utilisé dans la 
fabrication du salami traditionnel italien était une source majeure de contamination en 
Lactobacillus sakei, Staphylococcus saprophyticus ou encore B. thermosphacta.  
                                                 
1
 OTU : Operational Taxonomic Unit – Unité taxonomique opérationnelle : regroupement d’espèces à un seuil 
de plus de 97 % d’identité sur la base des séquences nucléiques du gène codant pour l’ARNr 16S. 
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 Les exemples présentés soulignent que ce sont les conditions d’abattage (saignée, 
éviscération, etc.), de transformation (type et hygiène des procédés de transformation) et de 
stockage (conditionnement, température) qui vont conditionner l’évolution microbiologique 
des produits carnés et ainsi impacter la qualité sanitaire (présence de bactéries pathogènes) 
et/ou la durée de vie des produits (présence de bactéries altérantes).  
2.2.3. Les bactéries d’altération des produits carnés 
2.2.3.1. Définition de l’altération 
 L’altération d’un aliment est définie comme une modification indésirable et 
irréversible des propriétés physico-chimiques et organoleptiques du produit qui devient 
impropre à la consommation humaine. L’altération des viandes et des produits carnés
1
 a 
principalement lieu lors de leur conservation et peut se manifester par une modification de la 
couleur, une production de poissage (enduit muqueux en surface) et une libération d’exsudat, 
une production d’odeurs et de saveurs désagréables et un gonflement des emballages de 
conservation par production de gaz (CO2 — dioxyde de carbone et H2S — hydrogène 
sulfuré). L’altération des produits carnés peut avoir une origine chimique naturelle 
(brunissement par oxydation des pigments de la viande, rancissement par oxydation des 
lipides) et/ou une origine microbienne. Cette dernière est la cause majeure de l’altération des 
produits carnés et est principalement attribuée à des bactéries.    
2.2.3.2. Diversité des écosystèmes bactériens altérants 
 Comme il a été décrit précédemment, diverses espèces bactériennes sont initialement 
présentes dans les matières premières des produits carnés. Tout au long des étapes de 
conservation jusqu’à la fin de vie des produits, cette diversité d’espèces bactériennes évolue, 
                                                 
1
 Dans la suite du manuscrit, le terme « produits carnés » sera utilisé pour désigner la viande et les produits 
carnés transformés.  
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en nombre et en abondance (De Filippis et al., 2013b ; Benson et al., 2014 ; Chaillou et al., 
2015 ; Hultman et al., 2015). Benson et al., (2014) ont montré une évolution successive de 
cette diversité bactérienne au cours du stockage. Au jour de fabrication, l’écosystème 
bactérien de saucisses de porc crues était dominé par des espèces appartenant à la classe des 
Bacillus, telles que W. confusa ou L. citreum (respectivement 50 et 20 % de la population 
totale). Dès 15 jours de conservation à 4 °C, ces deux espèces déclinent au profit de deux 
espèces de Pseudomonas, Pseudomonas lini et Pseudomonas psychrophila qui représentaient 
plus de 86 % de la population bactérienne. D’autres espèces, Yersinia mollaretti, Serratia spp. 
ou encore Buttiauxella brennerae, indétectables au jour de fabrication se sont développées au 
cours de la conservation, et sont devenues avec des flores lactiques (L. graminis, 
Carnobacterium divergens) les espèces dominantes après 30 jours de conservation à 4 °C au 
détriment des espèces de Pseudomonas. Cette évolution de population au cours du temps a 
conduit à une altération prononcée des saucisses à partir de 45 jours de conservation à 4 °C. 
Dans leurs travaux, Hultman et al., (2015) soulignent que le point clé qui favorise le 
développement d’espèces bactériennes altérantes dans les produits est la charge bactérienne 
initiale. Or, diverses études, et notamment celles de Benson et al., (2014) et Chaillou et al., 
(2015), mettent en évidence que les espèces bactériennes dominantes au jour de fabrication 
des produits ne sont pas nécessairement celles qui deviennent dominantes en fin de vie de 
conservation ou dans les produits altérés. Ces études soulignent également que ce n’est 
qu’une petite partie de la flore initialement présente qui est capable de se développer lors de la 
conservation. À ce titre, les études de De Filippis et al., (2013b), Chaillou et al., (2015), 
Stoops et al., (2015), mettent en évidence une évolution sélective de la diversité bactérienne. 
L’étude de la diversité bactérienne de dix produits carnés et produits de la mer entre le jour de 
fabrication et l’altération (phénomène identifié et caractérisé à des jours différents selon les 
produits) a mis en évidence une baisse significative de la diversité bactérienne au cours du 
stockage. Cette baisse de richesse était notamment flagrante pour les dés de lardons, produits 
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transformés, où en moyenne 260 OTU étaient détectables après fabrication (pour 
10 échantillons indépendants analysés) et seulement 14 OTU ont été identifiées dans les 
produits altérés après 18 à 43 jours (selon les échantillons) de conservation à 8 °C sous 
atmosphère modifiée (Chaillou et al., 2015). De même, la diversité bactérienne de la viande 
hachée de bœuf, composée de 116 OTU le jour de fabrication, est drastiquement réduite à 
15 OTU après 9 jours de conservation sous atmosphère modifiée (mélange de 66 % d’O2 - 
dioxygène, 25 % de CO2 et 9 % de N2 - diazote) à 5 °C (Stoops et al., 2015). Les conditions 
de fabrication et de stockage des produits sont des paramètres essentiels qui vont façonner 
l’écosystème bactérien. L’altération est ainsi engendrée par le développement d’une petite 
fraction de la flore initialement présente qui devient dominante au cours du stockage (Jay et 
al., 2003 ; Koutsoumanis et Sofos, 2004) et atteint des taux de population supérieurs à 7,0 
log10 UFC.g
-1
. Ce seuil est communément signalé comme seuil bactérien entrainant la 
dégradation organoleptique des produits (Koutsoumanis et al., 2008 ; Degirmencioglu et al., 
2012 ; Stoops et al., 2015).  
 Malgré le poids économique de l’altération pour la filière viande, les espèces 
bactériennes responsables de l’altération des produits sont relativement moins étudiées par les 
microbiologistes que les bactéries pathogènes ou les bactéries d’intérêt technologique. Il est 
tout de même possible d’établir un inventaire des espèces impliquées dans ce phénomène 
(Tableau 3). Ces espèces bactériennes ont principalement été mises en évidence par des 
approches de microbiologie culturale et leur implication dans l’altération a été déterminée en 
corrélant leur présence à des critères sensoriels et physico-chimiques descriptifs de 
l’altération. Cependant, les méthodes de cultures conventionnelles révèlent de nombreuses 
anomalies de comptage et sous-estiment la richesse bactérienne d’un produit altéré ce qui 
apporte un biais à la caractérisation des bactéries impliquées dans ce phénomène. 
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Tableau 3 : espèces répertoriées comme potentiellement altérantes dans les produits carnés 
Groupes et espèces bactériens Caractéristiques bactériologiques 
Origine de la 
contamination de la 
viande 
Conditions d’isolement Potentiel altérant Références 
Pseudomonas 
P. fragi 
P. ludensis 
P. fluorescens 
- Phylum des Proteobacteria, ordre des 
Pseudomonadales et famille des 
Pseudomonadaceae 
- Bactéries à Gram négatif 
- T°C : 10 à 45 °C, avec prolifération 
lente entre 0 °C et 10 °C 
- Croissance ralentie en présence de CO2 
- Présence dans l’usine 
de transformation, et 
notamment les 
chambres froides 
- Sous air (présence d’O2) 
- Sous vide dans une 
moindre mesure (et en 
particulier P. fragi) 
- Activités protéolytiques et 
lipolytiques 
- Poissage 
- Verdissement (P. 
fluorescens) 
Labadie, 1999 ; Bornert, 2000 ; 
Liu et al., 2006 ; Ercolini et al., 
2007 ; Franzetti et Scarpellini, 
2007 ; Doulgeraki et al., 2012 ; 
Casaburi et al., 2015 
Brochothrix thermosphacta 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Bacillales et famille des Listeriaceae 
- Bactéries à Gram positif 
- T°C : 0 à 30 °C, mais thermosensibles 
- Anaérobie facultative 
-  Pas clairement établie 
- Sous air  
- Sous atmosphère 
modifiée (absence d’O2) 
- Activités protéolytiques : 
dégradation des acides aminés 
en amines biogènes : 
histamine et tyramine 
- Activités glycolytiques : 
libération d’acide acétique et 
d’acetoïne (odeur de rance) 
Dainty et Hibbard, 1983 ; Borch 
et al., 1996 ; Russo et al., 2006 ; 
Nowak et al., 2012 ; 
Papadopoulou et al., 2012 ; 
Casaburi et al., 2014 ; Hultman 
et al., 2015 ; Nieminen et al., 
2015 
Lactobacillus 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Lactobacillales et famille des 
Lactobacillaceae   
- Bactéries à Gram positif  
- T°C : 4 °C à 42 °C (< 30 °C pour L. 
algidus) 
- Anaérobies aérotolérants 
- Homofermentaires et hétérofermentaires 
- L. algidus : difficultés de croissance sur 
milieu de laboratoire  
- Présence dans le 
tractus gastro-intestinal 
des animaux 
- Contamination par la 
matière première  
   
L. sakei 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide  
 
 
- Implication controversée 
puisqu’il s’agit d’un ferment 
et est aussi utilisé en tant 
qu’agent de bio-protection 
Champomier-Vergès et al., 
2001 ; Ammor et al., 2005 ; 
Benson et al., 2014 ; 
Jääskeläinen et al., 2016 
L. graminis 
L. curvatus 
L. fuchuensis 
 
 
L. algidus  
Kato et al., 2000 ; Schirmer et 
al., 2009 ; Doulgeraki et al., 
2012 ; Jääskeläinen et al., 2016 
Lactococcus 
L. piscium 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Lactobacillales et famille des 
Streptococcaceae   
- Bactéries à Gram positif 
- T°C : 5 °C à 30 °C  
- Anaérobies aérotolérants 
- Homofermentaires 
 
- Pas clairement établie 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide 
- Implication controversée 
puisqu’il s’agit également 
d’un agent de bio-protection 
Sakala et al., 2002 ; Björkroth 
2005 ; Nieminen et al., 2015 ; 
Jääskeläinen et al., 2016 ; 
Saraoui et al., 2016 
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Leuconostoc 
L. mesenteroides 
L. gelidum 
L. gasicomitatum 
L. carnosum 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Lactobacillales et famille des 
Leuconostocaceae   
- Bactéries à Gram positif  
- T°C : < 15 °C 
- Anaérobies facultatives 
- Hétérofermentaires 
- Présence dans 
l’environnement de 
l’usine de 
transformation 
- Contamination par la 
matière première 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide  
- Production d’acides 
organiques 
- Activités lipolytiques : 
libération d’acides gras 
volatils 
- Poissage (dextrane) 
- Production de gaz 
Björkroth 2005 ; Diez et al., 
2009 ; Doulgeraki et al., 2012 ; 
Jääskelainen et al., 2013 ; 
Pothakos et al., 2015 ; Casaburi 
et al., 2015 ; Jääskeläinen et al., 
2016 
Weissella 
W. viridescens (anciennement 
Lactobacillus viridescens) 
W. hellenica 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Lactobacillales et famille des 
Leuconostocaceae   
- Bactéries à Gram positif 
- T°C : 4 °C à 45 °C 
- Anaérobies facultatives 
- Hétérofermentaires 
- Présence sur la peau 
des animaux 
- Présence dans le 
tractus gastro-intestinal 
des animaux 
- Présence dans l’usine 
de transformation 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide 
- Verdissement  
- Poissage  
- Production de CO2 
- Activité glycolytique : 
production d’ammoniac, 
d’éthanol et d’acétate 
Collins et al., 1993 ; Nychas et 
al., 2008 ; Diez et al., 2009 ; 
Doulgeraki et al., 2010 ; Comi 
et Iacumin, 2012 ; Dušková et 
al., 2013 ; Fusco et al., 2015 ; 
Nieminen et al., 2015 
Carnobacterium 
C. divergens 
C. maltaromaticum 
- Phylum des Firmicutes, ordre des 
Lactobacillales et famille des 
Carnobacteriaceae   
- Bactéries à Gram positif 
- T°C : -1,5 °C à 40 °C 
- Anaérobies aérotolérants 
- Faiblement hétérofermentaires 
- Pas clairement établie 
- Sous air 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide 
- Production d’acétoïne, 
acides, alcools 
- Implication controversée 
puisqu’il s’agit également 
d’un agent de bio-protection 
Leisner et al., 2007 ; Benson et 
al., 2014 ; Casaburi et al., 2015 
; Nieminen et al., 2015 
Enterobacteriaceae 
- Phylum des Proteobacteria, ordre des 
Enterobacteriales 
- Bactéries à Gram négatif 
- T°C : 0 °C à 45 °C 
- Aéro-anaérobies facultatifs 
-  Homofermentaires et 
hétérofermentaires 
- Présence dans le 
tractus gastro-intestinal 
des animaux 
-  Présence dans l’usine 
de transformation  
 
- Sous atmosphère 
modifiée 
- Sous vide 
 
- Activités protéolytiques : 
dégradation des acides aminés 
- Production de gaz 
 
Dainty et al., 1986 ; Borch, et 
al., 1996 ; Lorenzo et al., 2010 ; 
Doulgeraki et al., 2011 ; De 
Filippis et al., 2013a ; De 
Filippis et al., 2013b ; Säde et 
al.,  2013 ; Remenant et al., 
2015 
Serratia 
S. proteamaculans 
S. liquefaciens 
Hafnia 
Rahnella 
Yersinia 
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Les approches moléculaires, s’affranchissant des étapes de culture, permettent d’accéder à une 
description plus précise des espèces bactériennes altérantes. Ainsi, il a récemment été mis en 
évidence la présence d’une cinquantaine d’espèces bactériennes constituant le noyau 
bactérien, réservoir de diverses espèces bactériennes pouvant contribuer à l’altération des 
produits carnés (Chaillou et al., 2015). Ce noyau de bactéries psychrotrophes (Chaillou et al., 
2015) capables de se développer à des températures inférieures à 7 °C (Bornert, 2000) est 
composé de bactéries à Gram positif, et plus spécialement, des bactéries de l’ordre des 
Lactobacillales telles que les Carnobacterium, les Lactobacillus, les Leuconostoc ou encore 
les Lactococcus qui sont dominantes dans les produits carnés altérés (Ercolini et al., 2009 ; 
Benson et al., 2014 ; Chaillou et al., 2015 ; Remenant et al., 2015). Parmi les bactéries à 
Gram positif, B. thermosphacta est une des plus importantes bactéries psychrophiles connue 
comme bactérie altérante de diverses matrices alimentaires (Nychas et al., 2008). Parmi les 
bactéries à Gram négatif, les espèces du genre Pseudomonas sont souvent isolées de produits 
carnés altérés (Casaburi et al., 2015). Enfin, les espèces d’Enterobacteriaceae appartenant 
aux genres Serratia, Hafnia ou encore Rahnella, marqueurs de l’hygiène des procédés de 
fabrication (Nychas et al., 2008), contribuent également à l’altération des produits carnés 
(Doulgeraki et al., 2011 ; Säde et al., 2013 ; Remenant et al., 2015).  
2.2.3.3. Le processus d’altération : le résultat d’activités métaboliques diverses 
 L’altération des produits carnés dépend des bactéries présentes dans la matrice, de la 
disponibilité des substrats pour leur croissance, et surtout des facteurs environnementaux 
(facteurs biotiques et abiotiques). Les défauts d’altération sont la modification de l’aspect des 
produits et/ou la modification olfactive et gustative des produits.  
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2.2.3.3.1. Modification visuelle de l’aspect des produits 
 La myoglobine, dont le noyau est un groupement hème, est le pigment principal de la 
viande fraîche qui lui confère une couleur rouge. La couleur de la viande évolue au cours de 
la conservation et est influencée par deux paramètres principaux : la forme chimique que 
prend la myoglobine et le développement de micro-organismes. La cause microbienne à la 
décoloration de la viande au cours de la conservation est la production de peroxyde 
d’hydrogène (H2O2) par les bactéries altérantes et notamment dans les produits conservés en 
présence d’oxygène. L’H2O2 oxyde le pigment myoglobine ce qui conduit à la formation de 
choleglobine (Seideman et al., 1984) et cause le verdissement de la viande. Différentes études 
ont permis de mettre en évidence l’implication de P. fluorescens (Chan et al., 1998), 
W. viridescens (Diez et al., 2009 ; Dušková et al., 2013), L. mesenteroides (Diez et al., 2009) 
ou encore L. gasicomitatum (Johansson et al., 2011) dans le verdissement de la viande.  
 La présence d’un enduit poisseux en surface des produits est également un défaut de 
qualité. Bien qu’il puisse être observé lors d’une conservation sous air, ce défaut se développe 
principalement quand les produits sont conservés sous vide. La composition chimique et la 
formation de ce poissage sont à ce jour peu connues, cependant, les bactéries du genre 
Leuconostoc (hétérofermentaires) sont particulièrement impliquées dans la production de cet 
enduit par conversion d’un polysaccharide tel que le saccharose en dextrane, polymère ramifié 
de dextrose (Korkeala et al., 1988). D’autres bactéries, telles que Weissella 
(hétérofermentaires également) et Pseudomonas, sont aussi impliquées dans la formation de 
ce poissage à la surface des produits carnés (Bornert, 2000 ; Nychas et al., 2008 ; Dušková et 
al., 2013).  
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2.2.3.3.2. Modifications olfactives et gustatives des produits  
 Les composés organiques volatils sont impliqués dans les odeurs indésirables 
d’altération de la viande, ils comprennent (1) les alcools et les esters aux notes fruitées, (2) les 
cétones et les acides gras volatils contribuant aux odeurs de fromages, d’aigre ou encore 
d’âcre, (3) les aldéhydes associés à des odeurs de gras/rance ou encore (4) les composés 
soufrés.  
 Le glucose, issu de la dégradation du glycogène, est le précurseur de nombreuses 
molécules odorantes responsables de l’altération de la viande (Casaburi et al., 2015). La 
dégradation du glucose par la voie de la glycolyse entraîne la formation d’acide pyruvique 
ainsi que d’acide lactique. Le glucose est le premier substrat utilisé par les 
Enterobacteriaceae ainsi que par les espèces de Pseudomonas (Nychas et al., 2008 ; Casaburi 
et al., 2015). Dans la viande, le glucose est utilisé par voie hétérofermentaire, avec production 
de CO2, d’acide acétique et d’éthanol ou par voie homofermentaire, avec la production de 
deux molécules d’acide lactique à partir d’une molécule de glucose. La production d’acides 
est un marqueur de l’altération de la viande puisqu’il est responsable d’odeurs aigres et de 
goûts acides. L. gasicomitatum (Jääskelainen et al., 2013), L. sakei, L. curvatus (Hernández-
Macedo et al., 2012) ou encore Carnobacterium spp. (Nychas et al., 2008) ont pu être 
identifiés comme producteurs d’acide acétique lors de la conservation de la viande. 
Différentes études ont montré que les concentrations en glucose et en acide lactique 
pourraient ainsi être utilisées pour décrire ou prédire l’altération de la viande (Boers et 
Djikmann, 1994 ; Seymour et al., 1994). 
 L’éthanol est le substrat préférentiel des bactéries pour la production d’esters. Les 
esters majoritaires retrouvés dans les produits carnés altérés sont : l’acétate d’éthyle, le 
butanoate d’éthyle, l’éthyl-3-méthylbutanoate, l’éthyloctanoate, l’éthyle hexénoate et le 
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décanoate d’éthyle (Casaburi et al., 2015). Ces molécules jouent un rôle important dans le 
profil sensoriel des viandes altérées en contribuant au développement d’odeurs fruitées. Dans 
une revue récente, Casaburi et al., (2015) recensent exhaustivement les espèces bactériennes 
associées à la production d’esters, mais dans la viande conservée sous air, Pseudomonas et 
notamment P. fragi sont reconnus comme étant des producteurs majeurs d’esters (Ercolini et 
al., 2010). Les travaux d’Ercolini et al., (2009) mettent en évidence que Serratia 
proteamaculans est également un fort contributeur à la production d’esters. D’autres travaux 
soulignent également le rôle de B. thermosphacta (Casaburi et al., 2014) ou encore 
Carnobacterium spp. (La Storia et al., 2012) dans la production d’esters par estérification de 
groupe alcool.  
 L’acétoïne provient de la fermentation butanediolique du pyruvate en α-acétolactate 
qui sera décarboxylé en acétoïne, elle-même réduite par le NADH en 2,3-butanediol.  
B. thermosphacta (Dainty et Hibbard 1983 ; Casaburi et al., 2015), Carnobacterium spp. 
(Casaburi et al., 2011 ; La Storia et al., 2012),  Phosphobacterium spp. (Nieminen et al., 
2016) ou encore Lactobacillus spp. (Dainty et Mackey, 1992) ont été identifiés comme 
producteurs d’acétoïne. Cette molécule est impliquée dans le développement d’odeurs de 
« fromage », voire de rance dans les viandes altérées. D’autres cétones ont été détectées dans 
les viandes altérées conservées sous air ou sous vide : diacétyle, 2-heptanone, 3-octanone et 2-
butanone (Casaburi et al., 2015) mais l’acétoïne est la cétone la plus fréquemment retrouvée 
dans la viande altérée, quelles que soient les conditions de conservation.  
 Les aldéhydes sont également des molécules odorantes identifiées comme des odeurs 
de beurre, de rance dans les viandes altérées. Ils peuvent provenir de l’hydrolyse des acides 
gras ou de l’oxydation des lipides qui conduisent à la formation d’hexanal, de nonanal, 
d’heptanal, de benzaldéhyde et de 3-methylbutanal pour les principaux aldéhydes produits 
(Jääskelainen et al., 2013 ; Casaburi et al., 2015). Cependant leur détection reste difficile en 
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raison de leur faible concentration dans les produits et de leur rapide oxydation dès les 
premiers jours de stockage. Cette oxydation conduit notamment à la production de divers 
alcools tels que le 3-méthylbutan-1-ol, le 1-octen-3-ol, le 2-éthylhexanol, le 2,3-butanediol, le 
butanol, l’heptanol, l’hexanol ou encore le 3-phenoxy-1-propanol (Casaburi et al., 2015). 
Leroy et al., (2009) ont notamment mis en évidence une augmentation de la concentration de 
ces molécules dans du jambon altéré pendant 40 jours de conservation. Ces molécules ont été 
identifiées dans la viande conservée sous air ou sous vide tandis que le 1-octen-3-ol, odeur de 
champignon, odeur terreuse, a également été retrouvé dans la viande conservée sous 
atmosphère modifiée. De nombreuses bactéries ont été identifiées comme productrices de ces 
molécules alcooliques dans la viande altérée : C. maltaromaticum (Casaburi et al., 2011), 
L. gasicomitatum (Jääskelainen et al., 2013), Pseudomonas spp. (La Storia et al., 2012), 
P. fragi (Ercolini et al., 2010), S. proteamaculans (Ercolini et al., 2009). 
 La plupart des composés volatils produits sont le résultat d’une oxydation chimique ou 
enzymatique des acides gras insaturés de la viande. L’hydrolyse enzymatique (lipolyse) est 
modulée par des enzymes spécifiques : les lipases, les estérases ou encore les phospholipases. 
L’hydrolyse des triglycérides et des phospholipides par les bactéries conduit à la formation 
d’acides gras volatils (Toldrá, 1998 ; Dave et Ghaly, 2011). B. thermosphacta (Dainty et 
Hibbard, 1983) et Carnobacterium spp. (Casaburi et al., 2011) sont les producteurs majeurs 
d’acides gras volatils. L’acide butanoïque est le principal acide carboxylique retrouvé dans la 
viande altérée en condition anaérobie et est principalement associé aux bactéries lactiques 
(Casaburi et al., 2015), par exemple L. gasicomitatum (Jääskelainen et al., 2013) dans la 
viande de porc conservée sous atmosphère modifiée (20 % CO2 + 80 % N2) ou 
C. maltaromaticum (Casaburi et al., 2011) dans de la viande de bœuf conservée sous vide. 
B. thermosphacta est également associée à la production des acides 2-méthyl butanoïque et 3- 
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méthyl butanoïque qui sont respectivement associés à des odeurs âcres/acides et aigres 
(Casaburi et al., 2015).  
 La protéolyse conduit à la formation d’acides aminés libres. Le catabolisme de ces 
derniers est la deuxième source d’énergie pour les micro-organismes dans la viande. La 
décarboxylation des acides aminés conduit à la formation d’amines biogènes. D’après Brillet 
(2005), diverses amines biogènes peuvent être produites dans la viande : putrescine 
(décarboxylation de l’ornithine), tyramine (décarboxylation de la tyrosine), cadavérine 
(décarboxylation de la lysine) et histamine (décarboxylation de l’histidine). Dans les viandes 
et les poissons, ces amines biogènes sont des indicateurs d’altération. Ces mécanismes de 
décarboxylation, induits par des décarboxylases spécifiques, ont été reportés pour de 
nombreuses bactéries altérantes. L. curvatus a été montré comme responsable de la production 
de grandes quantités de tyramine, de putrescine et de cadavérine dans des saucisses de porc 
fermentées (Latorre-Moratalla et al., 2012). Les travaux de Casaburi et al., (2014) ont permis 
de souligner la capacité de B. thermosphacta à produire de l’histamine en milieu de 
laboratoire et dans la viande, mais les souches testées ne produisaient pas de putrescine, de 
cadavérine, ni de tyramine. Cependant, l’objectif de ces études était d’étudier l’activité 
protéolytique et notamment de décarboxylation par les différentes espèces bactériennes, mais 
sans lien direct avec l’apparition de l’altération. La dégradation de la cystéine et de la 
méthionine conduit à la formation de composés soufrés, molécules fortement impliquées dans 
l’altération des produits carnés et particulièrement de la viande de poulet (Casaburi et al., 
2015). 
 Les défauts d’altération des produits carnés sont attribuables au développement de 
bactéries altérantes par l’utilisation des substrats nutritionnels disponibles dans la viande. Ces 
substrats étant différents selon le type de viande (d’origine bovine, porcine ou encore 
avicole), les défauts d’altération seront différents selon le produit. Ces descripteurs 
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d’altération (visuels, olfactifs et/ou gustatifs) ne sont pas facilement associés à des fonctions 
métaboliques ou enzymatiques particulières. En effet, bon nombre d’études présentées ont 
rapporté la détection ou la mesure des molécules (composés volatils, amines biogènes, etc.) et 
ont corrélé la production de ces molécules aux espèces bactériennes présentes dans le produit, 
voir même à l’espèce bactérienne dominante tandis que les espèces sous-dominantes ont bien 
souvent été négligées dans la corrélation. Or l’altération des produits carnés est une 
succession complexe de réactions enzymatiques potentiellement associées à des réactions non 
enzymatiques provenant du développement des bactéries, mais également de la matrice 
alimentaire elle-même. Il est donc difficile d’établir une corrélation directe entre la présence 
d’un défaut organoleptique et la bactérie qui en est responsable. Ainsi, l’écosystème bactérien 
associé à l’altération est composé de bactéries ayant contribué à l’altération, mais également 
de bactéries qui se sont développées sans causer de changements organoleptiques. 
2.2.3.4. Maîtrise du développement de ces écosystèmes altérants 
 La maîtrise du développement et de l’activité des écosystèmes bactériens est un enjeu 
majeur dans la conservation des produits carnés. Plusieurs techniques de conservation peuvent 
être appliquées. Le concept de « technologies barrière » ou « hurdle technologies » a été 
introduit en 1992 (Leistner, 1992) et traduit le fait que plus on avance dans le circuit de 
transformation de la viande, plus les obstacles mis en œuvre pour limiter la croissance des 
bactéries indésirables sont nombreux. Les méthodes de conservation peuvent être de deux 
types : (1) des facteurs abiotiques permettant des interactions physico-chimiques sur le vivant 
et (2) des barrières biotiques résultant des interactions du vivant sur le vivant. 
2.2.3.4.1. Barrières abiotiques 
 La première barrière rencontrée par les bactéries est constituée des ingrédients utilisés 
lors de la préparation des produits. Dans les produits carnés transformés, le sel est utilisé pour 
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ses propriétés organoleptiques, mais également pour ses propriétés bactériostatiques. Par cette 
dernière, le sel participe à l’amélioration de la durée de vie des produits. L’ajout de 3 % de 
chlorure de sodium [NaCl (m/m)] dans la viande de poulet, de mouton ou de bœuf a réduit de 
plus d’un log la flore totale cultivable, par rapport à leurs homologues non salés [réduction de 
1,3 à 1,8 log10UFC.g
-1
 selon les produits (Anbalagan et al., 2014)]. De même, Whiting et al., 
(1984) ont constaté une croissance plus lente de la flore totale cultivable avec 2,5 % de NaCl 
(m/m) contre 1,5 % de NaCl (m/m) dans des saucisses de Francfort cuites pendant 11 jours de 
conservation sous air. L’ajout de sel peut causer un changement de composition microbienne 
en inhibant les micro-organismes sensibles au NaCl tels que les Pseudomonas ou les 
Enterobacteriaceae au profit de bactéries halotolérantes telles que les bactéries lactiques à 
priori moins préjudiciables pour la qualité des produits (Blickstaf et Molin 1983). Pour 
améliorer son efficacité vis-à-vis d’espèces bactériennes altérantes, le sel peut être combiné à 
plusieurs paramètres. C’est le cas par exemple de l’utilisation des hautes pressions (350 MPa) 
qui, combinées à 3 % de NaCl (m/m), ont permis de réduire la flore lactique de la viande de 
porc à moins de 2 log10UFC.g
-1
 (après 12 jours de conservation à : 2 jours à 4 °C, 4 h à 20 °C 
et 8 jours à 8 °C) contre plus de 6 log10UFC.g
-1 
pour les produits sans sel et non traités aux 
hautes pressions et plus de 4 log10UFC.g
-1
 pour les produits sans sel, mais traités aux hautes 
pressions (Duranton et al., 2012). 
 Certaines épices sont également utilisées dans les préparations des produits carnés et 
ont été signalées comme ayant des activités bactériostatiques. Cet effet inhibiteur est 
principalement dû aux composés aromatiques volatils présents dans leur composition 
(Ağaoğlu et al., 2007). Ouattara et al., (1997) ont montré en milieu de laboratoire l’efficacité 
de 8 huiles essentielles vis-à-vis de la croissance de bactéries d’altération : P. fluorescens, 
S. liquefaciens, B. thermosphacta, C. piscicola, L. curvatus et L. sakei. Récemment, Schirmer 
et Langsrud (2010) ont testé l’effet inhibiteur de substances naturelles (composés actifs dans 
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les épices) sur la croissance de bactéries d’altération de la viande de porc : L. algidus, 
L. mesenteroides, L. carnosum, C. maltaromaticum, C. divergens, B. thermosphacta et 
S. proteamaculans. Bien que ces substances naturelles aient eu un effet inhibiteur vis-à-vis de 
ces bactéries, démontré en milieux de laboratoire, cet effet n’a plus été mis en évidence dans 
la viande, même à des concentrations dix fois supérieures à la concentration minimale 
inhibitrice. Le rôle des épices dans les produits carnés serait donc essentiellement 
organoleptique et leur rôle bactériostatique n’aurait d’intérêt que lorsque les bactéries sont en 
contact direct avec les épices.  
 Outre l’utilisation du sel, l’utilisation d’additifs est une méthode efficace pour limiter 
le développement des bactéries altérantes et prolonger la durée de vie des produits. Plusieurs 
études ont mis en évidence l’efficacité du lactate de sodium dans la conservation de saucisses 
de porc fraîches. L’utilisation de ce conservateur a permis (i) de réduire la décoloration et le 
développement d’odeurs indésirables définies comme des odeurs aigres (Lamkey et al., 
1991), (ii) d’augmenter la phase de latence des bactéries et donc retarder leur développement 
bactérien dans des saucisses de porc fraîches (Brewer et al., 1991), (iii) de réduire de plus de 
2 log10UFC.g
-1
 la charge bactérienne totale de saucisses de porc cuites (Malicki et al., 2004) 
et (iv) de ralentir la vitesse de croissance et de réduire le taux de population de Aerococcus 
viridans et W. viridescens dans de la viande de bœuf (Peirson, 2003). Récemment, Benson et 
al., (2014) ont étudié la croissance des flores aérobies mésophiles et psychrotrophes, des 
bactéries lactiques et des Enterobacteriaceae dans des saucisses de porc contenant 0, 3, 4, 5 
ou 6 % d’un mélange de lactate et diacétate de sodium. L’ajout de ce mélange permettait de 
réduire significativement la croissance des quatre populations bactériennes suivies et les 
auteurs ont relié le retard d’apparition de l’altération des saucisses à l’utilisation de ces 
conservateurs.  
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 Le conditionnement des produits carnés est une méthode bien connue qui permet de 
prolonger la durée de vie des produits. Il est bien connu que le stockage des produits carnés 
sous air favorise le développement de Pseudomonas spp. (Labadie, 1999 ; Ercolini et al., 
2007) et dans une moindre mesure celui de B. thermosphacta (Labadie, 1999 ; Papadopoulou 
et al., 2012). L’amélioration de la conservation passe par le conditionnement des produits 
carnés qui peut être de deux types : (1) conditionnement sous atmosphère modifiée et (2) 
conditionnement sous vide. Le conditionnement sous atmosphère modifiée consiste à 
remplacer l’air présent par un mélange gazeux contenant différents niveaux d’O2 et de CO2, 
équilibré avec du N2. Dès 30 % de CO2, la croissance de Pseudomonas serait inhibée 
(Doulgeraki et al., 2012). Cependant, Liu et al., (2006) et Ercolini et al., (2010) soulignent la 
croissance de P. fragi dans de la viande conservée sous atmosphère modifiée en présence de 
40 % de CO2. Les conditions anaérobies de conservation (sous vide ou sous atmosphère 
modifiée) exercent une pression sélective sur les communautés bactériennes (Martínez et al., 
2005 ; Doulgeraki et al., 2010 ; Esmer et al., 2011 ; Degirmencioglu et al., 2012) au profit de 
bactéries anaérobies tolérantes à Gram positif telles B. thermosphacta ou encore d’espèces du 
genre Lactobacillus devenant dominantes (Doulgeraki et al., 2010). Jääskeläinen et al., (2016) 
ont par exemple identifié Lactococcus et Lactobacillus comme genres dominants dans la 
viande de bœuf conservée sous vide pendant 14 jours à 6 °C. De même, Piotrowska-Cyplik et 
al., (2016) ont identifié Lactobacillaceae, Enterobacteriaceae et Microcoacceae comme les 
familles bactériennes dominantes dans du jambon conservé sous vide pendant 30 jours à 4 °C. 
Dans la viande de porc conservée sous atmosphère modifiée, B. thermosphacta, 
Carnobacterium spp., Lactobacillus spp., Lactococcus spp., Leuconostoc spp., Weissella spp. 
et Photobacterium spp. prédominent (Nieminen et al., 2015). Le type de conditionnement est 
un paramètre essentiel qui va conditionner le développement d’un certain type de flore 
bactérienne.  
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 Une barrière supplémentaire à la maîtrise des communautés bactériennes altérantes est 
la température de stockage. Ce paramètre est essentiel puisqu’il affecte le temps de latence et 
le taux de croissance bactérien ainsi que le taux de population maximal atteint (Borch et al., 
1996 ; Doulgeraki et al., 2012). Ceci est d’autant plus important pour les produits carnés frais 
ou crus, où aucun traitement de décontamination (thermique par exemple) n’est appliqué lors 
de la fabrication. Les bactéries psychrotrophes, capables de se développer à des températures 
inférieures à 7 °C (Bornert, 2000), appartiennent aussi bien aux bactéries à Gram positif, 
telles que les Lactobacillaceae ou les Carnobacteriaceae, qu’aux bactéries à Gram négatif, 
comme les Pseudomonas spp. ou les Enterobacteriaceae (Doulgeraki et al., 2012).  
2.2.3.4.2. Barrières biotiques 
 La bio-préservation est une méthode de conservation des aliments faisant appel à 
l’utilisation de micro-organismes, ou à leurs métabolites. La notion de bio-préservation est 
connue par le biais de la fermentation utilisée par l’Homme depuis l’Antiquité, comme mode 
de conservation des aliments. L’effet bio-préservant résulte de la modification physico-
chimique du produit sous l’action des ferments rendant défavorables les conditions de 
croissance pour les bactéries pathogènes ou altérantes. Cependant, dans les produits carnés 
frais ou transformés non fermentés, l’enjeu de la bio-préservation est d’empêcher la survie ou 
la croissance de ces bactéries, mais sans modifier les propriétés physico-chimiques et 
organoleptiques des produits. Les études d’efficacité de la bio-préservation dans les produits 
non fermentés ont d’abord ciblé les bactéries pathogènes et principalement L. monocytogenes 
(Jacobsen et al., 2003 ; Vermeiren et al., 2006 ; Maragkoudakis et al., 2009 ; Sakaridis et al., 
2012) ou Salmonella ser. Typhimurium et E. coli (Chaillou et al., 2014). Cette technique de 
bio-préservation a également été testée vis-à-vis d’espèces altérantes des produits carnés. 
L’utilisation de L. sakei est particulièrement efficace pour inhiber la croissance de bactéries 
altérantes (L. curvatus et L. mesenteroides) dans du jambon cuit (Hu et al., 2008). Les 
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caractéristiques sensorielles du produit (couleur, texture, odeurs et goûts) ont ainsi été 
nettement améliorées et sa conservation a été plus longue, 35 jours de conservation sous vide 
à 4 °C contre 15 jours sans la souche de bio-protection. Vasilopoulos et al., (2010) ont mis en 
évidence que l’ajout de L. carnosum inhibait la croissance de l’écosystème naturel et 
notamment de B. thermosphacta et Carnobacterium spp. dans du jambon cuit dès les premiers 
jours de conservation sous atmosphère modifiée (mélange de 70 % de N2 et 30 % de CO2) à 7 
°C. Ceci a conduit à une durée de vie plus longue des produits (de 27 jours contre 21 jours 
pour les jambons non traités). 
 En résumé, les bactéries d’altération sont naturellement présentes dans les produits 
carnés. Leur développement peut entrainer l’altération des produits. Il est donc nécessaire de 
développer des stratégies ciblées afin de réduire leur développement et augmenter la durée de 
vie des produits. Cependant, la maîtrise de ces bactéries passe avant tout par leur 
caractérisation et la compréhension du mécanisme d’altération dans les produits.  
2.2.4. La présence accidentelle de bactéries pathogènes de la viande : le cas de 
Salmonella enterica 
 La viande peut également être, accidentellement, contaminée par des agents bactériens 
pathogènes. Les TIA résultent de l’ingestion de denrées alimentaires contaminées par un ou 
plusieurs agent(s) pathogène(s) et/ou par les toxines qu’ils produisent. Dans les produits 
carnés, les espèces pathogènes potentielles sont Salmonella spp., Staphylococcus aureus, 
Campylobacter spp., L. monocytogenes, E. coli ou encore Yersinia enterocolitica. En 2013, en 
Europe, 5 196 TIA ont été déclarées, dont la majorité des cas identifiés, soit 22,5 %, étaient 
imputables à Salmonella (Figure 2). De plus, bien que la majorité des cas de salmonellose 
soient bénins, il arrive que certaines personnes décèdent des suites d’une contamination par 
Salmonella. La gravité de l’infection dépend de facteurs liés à l’hôte et de la souche de 
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Salmonella impliquée. Cette espèce bactérienne est un agent infectieux au cœur des 
problématiques de santé publique et des surveillances sanitaires des produits alimentaires.  
 
Figure 2 : origines microbiennes des TIA en Europe en 2013 (source : EFSA, 2015) 
Les virus incluent calicivirus, le virus de l’hépatite A, le flavivirus et le rotavirus. Les toxines bactériennes 
incluent les toxines produites par Bacillus, Clostridium et Staphylococcus. Les autres agents incluent Listeria, 
Brucella, Shigella, Vibrio, les mycotoxines, l’histamine, les toxines marines et l’atropine. Les parasites incluent 
Trichinella, Cryptosporidium, Giardia et Anisakis.  
 
2.2.4.1. Caractéristiques bactériologiques et nomenclature 
 Le genre Salmonella, appartenant à la famille des Enterobacteriaceae, comprend deux 
espèces génomiques : Salmonella enterica et Salmonella bongori. Salmonella enterica est 
elle-même subdivisée en 6 sous-espèces (I. enterica, II. salamae, IIIa. arizonae, IIIb. 
diarizonae, IV. houtenae et VI. indica). Les sous-espèces de Salmonella enterica sont 
subdivisées en sérotypes selon trois caractères antigéniques (1) antigènes somatiques Ag O 
(de nature polysaccharidique) localisés dans la paroi bactérienne, (2) antigènes flagellaires 
Ag H (de nature protéique) localisés au niveau des flagelles et antigènes capsulaires 
d’enveloppe Vi. La classification des souches de Salmonella par Kauffmann et White en 
sérotypes, dès 1934, repose sur la combinaison des facteurs O et H. À ce jour, on estime à 
plus de 2 600 les sérotypes de Salmonella décrits. La liste complète des sérotypes répertoriés 
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est disponible sur le site web de l’Institut Pasteur (Grimont et Weill, 2007). La combinaison 
espèce / sous-espèce / sérotype rend le nom complet des espèces de Salmonella 
particulièrement long. Pour cette raison, dans la suite du manuscrit nous utiliserons une 
dénomination raccourcie : Salmonella ser. Typhimurium pour Salmonella enterica subsp. 
enterica serovar Typhimurium. En Europe, parmi les sérotypes les plus répandus, le sérotype 
Salmonella ser. Typhimurium est prédominant dans les infections à Salmonella, tandis que le 
sérotype Salmonella ser. Enteritidis est en baisse constante. Cependant, toute Salmonella, quel 
que soit son sérotype, peut être responsable de toxi-infection après consommation d’un 
aliment contaminé.  
2.2.4.2. Présence de Salmonella enterica dans la viande 
 Principalement présente dans le tractus gastro-intestinal de l’Homme et de nombreux 
animaux d’élevage ou sauvages, Salmonella est capable de survivre ou de se développer dans 
de nombreux écosystèmes. Même s’il existe des différences de répartition et de spécificités 
selon les espèces animales hôtes (ex : Salmonella ser. Arbortusovis chez les ovins, Salmonella 
ser. Arbortus Equi chez les équins, ou encore Salmonella ser. Gallinarum chez les volailles), 
les différents sérotypes de Salmonella ne sont pas spécifiques à une espèce animale donnée. 
Néanmoins, en Europe en 2013, Salmonella ser. Enteritidis était fréquemment isolée de 
viande de volaille et Salmonella ser. Typhimurium était le sérotype le plus fréquemment 
reporté chez les porcs (47,8 %) et la viande de porc (30,7 %) suivi par Salmonella ser. Derby 
(14,8 % et 27,1 %, respectivement) (EFSA, 2015). 
 La principale voie de transmission du pathogène à l’Homme est la chaîne alimentaire. 
En 2014, la viande de porc et ses produits dérivés étaient la troisième cause d’infections 
humaines à Salmonella derrière les viandes de volaille et les ovoproduits (EFSA, 2015). La 
contamination des produits carnés issus de la filière porc par Salmonella a plusieurs origines : 
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les cultures, l’environnement de l’élevage, l’alimentation des animaux et la transformation de 
la viande (Lo Fo Wong et al., 2002). Cependant, la contamination principale a lieu au cours 
de l’abattage et notamment lors de l’éviscération de l’animal, où la libération de matières 
fécales (de 10
10
 à 10
12
 bactéries par gramme de fèces) peut entraîner la contamination 
accidentelle de la carcasse par le pathogène (Giaccone et al., 2012). De plus, lors de la 
préparation/transformation des produits, la viande peut être contaminée par contact avec des 
surfaces ou matériaux tels que couteaux, tapis de convoyage, mains, etc. ou par contact avec 
un autre aliment contaminé, on parle alors de contamination croisée. La réglementation 
européenne (CE, 2160-2003) impose l’absence de Salmonella dans 25 g de produit (détectée 
par méthode culturale), de la sortie d’usine de fabrication à la date limite de consommation.   
2.2.4.3. Pathogénicité et virulence de Salmonella ser. Typhimurium 
 Bien que le taux de contamination initial dans les produits carnés soit faible (< 10-
100 UFC.g
-1
), la pathogénicité de la souche peut être exprimée. Les mécanismes de 
pathogénicité de Salmonella ser. Typhimurium sont bien décrits dans la littérature (D’Aoust, 
1991 ; Millemann, 1998 ; Marcus et al., 2000 ; López et al., 2012 ; Fabrega et Vila, 2013), 
mais ne seront pas détaillés dans ce manuscrit. En outre, ce pathogène possède de nombreux 
facteurs de virulence, dont les gènes qui codent pour ces facteurs peuvent se situer sur un 
plasmide ou bien sur le chromosome, et ce, de façon isolée en opéron ou bien au sein des 
régions appelées « îlots de pathogénicité », SPI (Salmonella Pathogenicity Islands) dont une 
vingtaine a été identifiée (Hensel, 2004) et cinq (SPI-1 à SPI-5) sont clairement impliqués 
dans la virulence de Salmonella ser. Typhimurium (Fabrega et Vila, 2013). Ces facteurs de 
virulence lui permettent de s’adapter aux conditions de l’environnement et à la réponse de 
l’hôte. Les principaux facteurs de virulence sont la résistance à l’acidité de l’estomac 
(pH < 1,5) par activation d’un système de réponse appelé ATR, Acid Tolerance Response 
(Álvarez-Ordóñez et al., 2012), l’invasion et l’adhésion à la barrière intestinale. Fabrega et 
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Vila, (2013) ont répertorié 46 protéines et déterminants de virulence contribuant à la 
pathogénicité de Salmonella ser. Typhimurium, cependant, il est estimé que 4 % du génome 
(~ 200 gènes) est impliqué dans l’infection des souris (Bowe et al., 1998). 
2.2.4.4. Maîtrise de la croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans les produits 
carnés et mécanismes d’adaptation du pathogène à cet environnement 
 Même si une contamination accidentelle a pu avoir lieu, les facteurs de stress 
rencontrés lors de la transformation et de la conservation des produits peuvent avoir un effet 
sur la croissance de Salmonella ser. Typhimurium et sur sa virulence lors de son infection 
chez l’hôte.  
 Le pH optimum pour la croissance de Salmonella est généralement compris entre 7,0 
et 7,5 (Tableau 4) avec des possibilités de croissance à des valeurs de pH allant de 4,5 à 9,0. 
Tableau 4 : limites et optimum de croissance de Salmonella spp. sous différents paramètres 
Conditions Minimum Optimum Maximum 
pH 4,00 (3,80*) 7,0-7,5 9,50 
aw 0,94 (0,90*) -- -- 
T°C 7,0°C (5,2°C *) 35°C -43°C 46,2°C (49,3°C *) 
* quelques sérotypes, source : adapté de Giaccone 2012 
La baisse de pH, lors de la transformation des produits, peut réduire le développement de 
Salmonella ser. Typhimurium. Creţu et al., (2016) ont testé l’efficacité d’un traitement à 
l’acide lactique (1 % v/v) pour décontaminer les carcasses de poulet. Ils ont ainsi mis en 
évidence que dans 95,3 % des échantillons traités, Salmonella n’était pas détectée contre 
85,9 % des échantillons non traités. Cependant, son système adaptatif de réponse au stress 
acide (ATR) lui permet de résister à l’acidité du tractus gastro-intestinal de l’hôte (pH < 1,5). 
Bon nombre d’études caractérisant ce système de réponse ont été menées en milieux de 
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laboratoire (Álvarez-Ordóñez et al., 2012) mais peu ont porté sur la pertinence de cette 
réponse adaptative pour la survie du pathogène dans les aliments. Cependant, adaptée au 
stress acide, Salmonella ser. Typhimurium, est capable de survire plus de deux mois dans du 
cheddar, du fromage suisse ou encore de la mozzarella (Leyer et Johnson, 1992). Des résultats 
similaires ont été observés dans des produits fermentés (Shen et al., 2007) et dans des jus de 
fruits (Álvarez-Ordóñez et al., 2009). L’acidité du tractus gastro-intestinal est le premier 
facteur de stress rencontré par le pathogène après l’ingestion de l’aliment contaminé. Le 
développement d’une réponse adaptative à un premier stress acide (dans l’aliment par 
exemple) est un élément important à prendre en compte parce que non seulement ce 
mécanisme de réponse lui permet d’augmenter ses capacités de survie dans les aliments, mais 
surtout il renforce sa résistance à l’acidité du tractus gastro-intestinal et favorise son pouvoir 
de virulence (Perez et al., 2010).  
 De par sa teneur élevée en eau (> 70 % m/m) et son aw proche de 0,99, la viande 
fraîche est un aliment propice au développement de Salmonella puisque son aw minimum pour 
croître est de 0,94 (Tableau 4). L’ajout de sel (NaCl) dans les produits alimentaires permet 
d’abaisser cet aw. En présence de 3 à 4 % de NaCl (m/m), la croissance de Salmonella est 
généralement ralentie ou inhibée (D’Aoust, 1991). Si la réponse adaptative des bactéries face 
au stress osmotique est un processus bien décrit (Jovanovich et al., 1988 ; Csonka, 1989 ; 
Zhou et al., 2011) les études ont été menées en milieu modèle de laboratoire où les conditions 
sont rendues favorables à leur croissance. Les mécanismes de réponses physiologiques et 
adaptatives de Salmonella aux produits carnés et à la présence de sel dans ces produits sont à 
ce jour peu connus. Dans les produits carnés, le lactate et le diacétate de sodium peuvent être 
utilisés pour limiter la croissance de micro-organismes indésirables. La combinaison de ces 
deux conservateurs [2,5 % (m/m) de lactate de sodium + 0,2 % (m/m) de diacétate de sodium] 
est efficace pour réduire d’un log la croissance de Salmonella dans de la viande de bœuf, dès 
  2. Revue bibliographique 
-39- 
 
10 jours de conservation à 5 °C (Mbandi et Shelef, 2002). En plus de l’ajout de divers 
conservateurs dans certaines préparations, des épices peuvent être utilisées. Si l’effet 
bactériostatique des épices vis-à-vis de Salmonella a été démontré en milieu de laboratoire 
(Uhart et al., 2006), l’effet inhibiteur est réduit lorsque les épices sont dans un milieu 
complexe, telle que la viande hachée, et non en contact direct avec le pathogène (Uhart et al., 
2006). 
 Il est maintenant bien démontré que le conditionnement sous atmosphère modifiée 
avec la présence de CO2 est une méthode efficace pour réduire le développement de bactéries 
altérantes ou pathogènes. Cependant, Salmonella, bactérie anaérobie facultative, est capable 
survivre dans des produits carnés sous des atmosphères contenant différentes teneurs en CO2 
(Nychas et Tassou, 1996 ; Skandamis et al., 2002). Hulankova et al., (2010) ont notamment 
mis en évidence que l’utilisation d’un mélange gazeux composé de 30 % de CO2 et 70 % de 
N2 permettait de réduire d’un log le taux de Salmonella dans de la viande de poulet conservée 
à 5 °C. Cependant, le pathogène est tout de même capable de survivre en présence de CO2. Le 
CO2 pourrait avoir plusieurs effets sur la physiologie cellulaire du pathogène, puisqu’il 
modifie les propriétés membranaires, le pH intracellulaire et interfère avec les réactions de 
carboxylation. À ce jour, il n’y a pas d’étude traitant de la réponse physiologique et des 
mécanismes mis en œuvre pour expliquer les raisons de sa survie dans les produits carnés 
conditionnés avec du CO2.  
 Les produits carnés étant composés d’une communauté bactérienne naturelle variée 
celle-ci, par compétition de substrat ou inhibition, peut influencer le développement de 
Salmonella. C’est sur cette hypothèse que Møller et al., (2013) ont basé leurs travaux et ont 
montré que la présence de la flore naturelle à 10
9
 UFC.g
-1
 dans la viande de porc crue 
réduisait voire inhibait la croissance de Salmonella. Ces résultats sont en accord avec ceux de 
Oscar (2006) et de Zaher et Fujikawa (2011) où la flore naturellement présente (~1,2.10
7
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UFC.g
-1
) a pu réduire la croissance de Salmonella dans la viande de poulet hachée crue. De 
même, l’ajout de flore protectrice, telle que L. sakei a permis de réduire de 2,0 log10UFC.g
-1
 la 
croissance de Salmonella dans de la viande de bœuf hachée conservée 14 jours sous vide à 
8 °C (Chaillou et al., 2014). Par ailleurs, certaines études ont montré que la présence de 
bactéries lactiques (Lactobacillus et Bifidobacterium) affectait également l’expression des 
gènes de virulence de Campylobacter jejuni (Ding et al., 2005), E. coli O157 : H7 (Medellin-
Pena et al., 2007) et Salmonella ser. Typhimurium (Bayoumi et Griffiths, 2012). In vitro, B. 
bifidum est capable d’interférer dans l’invasion et l’attachement aux cellules épithéliales de 
Salmonella ser. Typhimurium en réduisant l’expression des gènes des facteurs de virulence 
essentiels à ces deux étapes de pathogénicité (Bayoumi et Griffiths, 2012). La présence de 
flores bactériennes annexes (naturellement présentes ou flores technologiques) permet donc 
de diminuer la croissance de Salmonella. Cependant, à ce jour, il n’existe pas d’étude relative 
à la réponse physiologique de Salmonella ser. Typhimurium en présence de ces flores 
annexes.  
 Malgré les conditions d’hygiène et de manipulations strictes au sein des usines de 
transformation de viandes, la combinaison des différents facteurs environnementaux peut 
réduire les capacités de croissance du pathogène dans la viande. Cependant, si les conditions 
de stress sont à des niveaux trop faibles, Salmonella peut s’adapter en activant des 
mécanismes de protection, en synthétisant des protéines qui lui permettent d’améliorer sa 
résistance aux divers stress qu’elle peut rencontrer. De récents travaux (Pin et al., 2012) ont 
pu mettre en évidence que la mise en mémoire des gènes impliqués dans cette résistance peut 
provoquer l’augmentation de la résistance de Salmonella ser. Typhimurium face à un stress. 
Enfin, l’étude de la présence de Salmonella ser. Typhimurium dans les produits carnés doit 
être faite en interaction entre l’environnement dans lequel le pathogène se trouve. Le 
développement des techniques de séquençage représente une opportunité d’étudier la 
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communauté microbienne des produits carnés dans sa globalité et ainsi permet d’étudier plus 
précisément la physiologie des micro-organismes, et notamment des pathogènes, directement 
dans l’environnement d’étude.  
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2.3. L’écologie microbienne des aliments 
2.3.1. Notions d’écologie microbienne 
 En écologie microbienne, la communauté microbienne est définie comme l’ensemble 
de la population, i.e. des individus de différentes espèces microbiennes qui coexistent en 
même temps et dans un même endroit (Begon et al., 2006). La structure de cette communauté 
va donc être soumise à des fluctuations temporelles et spatiales qui vont correspondre à des 
phases de remplacement d’individus plus adaptés à l’environnement dans lequel ils se 
trouvent. Les facteurs environnementaux qui peuvent influer sur la composition de la 
communauté microbienne sont la disponibilité en sources de carbone, la température, le pH, la 
teneur en eau disponible ou encore l’environnement gazeux, mais de fortes interactions 
peuvent se produire au sein de la communauté (compétition, synergie, etc.). Ainsi, 
l’écosystème microbien est l’ensemble dynamique au sein duquel interagit la communauté 
microbienne avec l’environnement dont elle est issue. 
2.3.2. La structure d’une communauté microbienne 
 Pour mesurer la diversité en espèces d’une communauté microbienne, le premier 
critère de caractérisation est la mesure de la richesse microbienne, c’est-à-dire, le nombre 
d’entités différentes par laquelle la communauté microbienne est décrite : par espèce, par 
genre, par famille ou encore par type fonctionnel (Tuomisto, 2012). Plus le nombre d’entités 
identifiées est élevé, plus la diversité de l’échantillon étudié est élevée. La structure de la 
communauté microbienne est également décrite par l’identité des entités qui la composent et 
par l’abondance de chacune de ces entités. En plus de la richesse, la diversité d’une 
communauté est mesurée par les équilibres d’abondance entre les individus de cette 
communauté. Le terme evenness est utilisé en anglais pour désigner ces équilibres 
d’abondance. Une communauté microbienne dominée par un ou deux individus est considérée 
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moins diverse qu’une communauté composée de plusieurs individus présents en même 
abondance. Enfin, il existe d’autres indices qui permettent d’évaluer la diversité d’une 
communauté microbienne. Parmi eux, les indices de Simpson et de Shannon sont les plus 
utilisés pour caractériser les communautés microbiennes. L’indice de Simpson (D) calcule la 
probabilité que deux individus sélectionnés aléatoirement dans un milieu donné soient de la 
même espèce. Cet indice est obtenu par la formule suivante : 
Équation 1 :  



1)(NN
1)(NiNi
D  
Avec Ni : le nombre d’individus de l’espèce donnée et N : le nombre total d’individus. 
L’indice varie entre 0 et 1 et sa valeur diminue avec la régularité de la distribution ; plus il est 
proche de 0 plus les chances d’obtenir des individus d’espèces différentes sont élevées.  
L’indice de Shannon (H) mesure la répartition des espèces au sein de la population et cet 
indice est calculé par la formule suivante :  
Équation 2 :   ))(log)(( 2
N
Ni
N
Ni
H  
Avec Ni : le nombre d’individus de l’espèce donnée et N : le nombre total d’individus. 
Si tous les individus appartiennent à une seule et même espèce, H est minimal. Au contraire, 
l’indice est maximal quand tous les individus sont répartis de façon égale sur toutes les 
espèces de la population.   
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2.3.3. Les méthodes de caractérisation des communautés microbiennes 
2.3.3.1.  Les méthodes conventionnelles basées sur la mise en culture des micro-
organismes 
 Les méthodes conventionnelles de la microbiologie culturale sont basées sur le 
principe d’isolement et d’identification morphologique, biochimique et/ou physiologique des 
micro-organismes. L’approche culturale consiste à ensemencer un échantillon sur milieu de 
culture devant satisfaire les exigences nutritives des micro-organismes pour favoriser la 
croissance cellulaire et la multiplication clonale. Après croissance sur milieu solide, 
l’identification des micro-organismes se fait sur des critères morphologiques qui peuvent être 
complétés par des analyses biochimiques. Les micro-organismes sont dénombrés par 
comptage d’Unités Formant Colonie, UFC, ce comptage est exprimé par gramme 
d’échantillon et la diversité des micro-organismes peut être décrite. De nombreuses 
communautés bactériennes, telles que celles de saucisses de porc (Samelis et Georgiadou, 
2000), de viande de porc (Liu et al., 2006) ou encore de jambon sec (Losantos et al., 2000) 
ont ainsi été décrites et étudiées. Cependant, la sélection imposée par les milieux de culture 
(exigences nutritionnelles spécifiques, températures de croissance optimale, etc.) entraine une 
sous-estimation de la diversité de la communauté bactérienne. Plusieurs études ont souligné 
que les comptages au microscope étaient bien supérieurs aux comptages effectués en milieu 
solide (Amann et al., 1995 ; Hugenholtz et al., 1998). Avec l’avènement des méthodes 
moléculaires, il est maintenant admis que la majorité des espèces bactériennes ne sont pas 
cultivables en milieu de laboratoire [de 0,001 à 15 % des micro-organismes cultivables selon 
l’écosystème considéré (sol, microbiote intestinal, etc.), Giraffa
 
et Neviani, 2001]. Pour la 
caractérisation des communautés microbiennes des aliments, cette approche culturale est peu 
sensible puisqu’en plus d’être sélective pour de nombreux micro-organismes, elle ne permet 
que de distinguer les espèces majoritaires.   
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2.3.3.2. Les méthodes moléculaires basées sur l’analyse des acides nucléiques   
 Les avancées en biologie moléculaire ont permis le développement de méthodes non 
culturales, basées sur la caractérisation de la communauté microbienne à partir des ADN 
microbiens. Ces approches reposent sur la possibilité de discriminer les individus, appartenant 
à des taxons différents, à partir d’un fragment d’ADN, et notamment de marqueurs 
moléculaires, gènes codant pour les ARN ribosomaux (ARNr) 16S (pour les bactéries) ou 28S 
(pour les organismes eucaryotes, tels que les levures par exemple). Quelques techniques qui 
ont été utilisées pour la caractérisation des communautés microbiennes des aliments peuvent 
être citées en exemple telles que l’hybridation in situ en fluorescence FISH (Rohde et al., 
2015), les techniques d’empreinte telles que l’électrophorèse sur gel en gradient dénaturant 
(DGGE) (Cocolin et al., 2001 ; Ercolini et al., 2006 ; Gkatzionis et al., 2014), le 
polymorphisme de longueur des fragments de restriction terminaux (T-RFLP) (Bokulich et 
Mills, 2012 ; Gkatzionis et al., 2014), les micropuces ADN (DNA microarrays) (Rasooly et 
Herold, 2008), les réactions de polymérisation en chaîne quantitative (qPCR) (Masco et al., 
2007) ou encore le séquençage du gène codant pour l’ARNr 16S (Benson et al., 2014 ; 
Chaillou et al., 2015). Cette dernière technique permet une analyse plus précise des 
communautés microbiennes puisqu’elle est ni dépendante de la cultivabilité des bactéries, ni 
ciblée sur une espèce bactérienne particulière. Elle permet de dresser un inventaire détaillé de 
l’ensemble des espèces bactériennes présentes dans l’écosystème étudié. À l’origine, le 
séquençage ne pouvait se faire sur un mélange complexe de molécules d’ADN. Il fallait 
passer par une étape d’isolement des brins d’ADN puis par clonage dans des cellules 
bactériennes. La diversité microbienne pouvant être grande dans un échantillon, le nombre de 
clones générés ne permettait pas d’estimer précisément la diversité microbienne. Aujourd’hui, 
l’amélioration des techniques de séquençage permet de séquencer des fragments d’ADN sans 
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passer par une étape de clonage et permet de séquencer simultanément plusieurs 
communautés bactériennes issues de plusieurs échantillons.  
2.3.3.3. Application des outils à haut-débit pour la caractérisation des 
communautés microbiennes  
 Avec les progrès des techniques de biologie moléculaire et de séquençage, les 
communautés microbiennes peuvent être décrites par le séquençage d’un gène spécifique 
(marqueurs phylogénétiques par exemple) ou par le séquençage de l’ensemble des génomes 
des micro-organismes, on parle alors de métagénomique. D’autres constituants peuvent être 
utilisés pour la caractérisation et la description des communautés microbiennes : les ARN 
dont l’analyse permet l’étude globale des gènes exprimés par la communauté microbienne 
(métatranscriptomique), l’ensemble des protéines constituant les micro-organismes 
(métaprotéomique) ou encore les métabolites (sucres, gras, biomolécules, etc.) produits par 
les micro-organismes (meta-métabolomique) (Figure 3).  
 
Figure 3 : les différentes approches à haut-débit utilisées pour décrire et caractériser les 
communautés microbiennes 
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 Dans la suite de ce chapitre, nous focaliserons notre propos sur la caractérisation des 
communautés bactériennes dans les aliments par métagénétique et métatranscriptomique.  
2.3.4. L’utilisation de la métagénomique pour caractériser la diversité des 
communautés bactériennes des aliments 
 Pour décrire la diversité d’une communauté bactérienne, deux approches peuvent être 
utilisées, mais celles-ci répondent à des objectifs différents. La première approche consiste à 
utiliser les propriétés phylogénétiques des gènes codant pour l’ARNr 16S pour effectuer un 
inventaire taxonomique des espèces présentes (métagénétique) tandis que la deuxième 
consiste à séquencer l’intégralité de l’ADN des génomes qui permet d’effectuer l’inventaire 
taxonomique, mais qui permet également d’identifier les gènes portés par la communauté 
microbienne (métagénomique). 
2.3.4.1. La métagénétique basée sur le séquençage des gènes codants pour les 
ARNr 16S 
 Cette technique utilise notamment le gène codant pour la sous-unité 16S de l’ARN 
ribosomal comme marqueur de la diversité génétique. En comparant les ARNr de divers 
organismes bactériens, Carl Woese (1987) a pu mettre en évidence que les gènes codant pour 
les ARNr sont hautement conservés au sein d’organismes de la même espèce. Plus 
précisément, le degré de diversité des séquences de ces gènes est très faible entre les 
organismes d’une même espèce, mais est suffisamment élevé entre les organismes d’espèces 
différentes. De plus, les séquences de ces gènes ne changent que très lentement dans le temps 
comparées aux séquences des autres gènes. Les gènes codant pour l’ARNr 16S deviennent 
ainsi une horloge moléculaire pertinente pour étudier l’évolution des espèces (Woese, 1987). 
L’ARNr 16S est bon candidat comme marqueur de diversité génétique des communautés 
bactériennes pour les raisons suivantes : (1) ubiquiste chez tous les Procaryotes ; (2) sa taille 
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de 1 500 paires de bases permet un séquençage à faible coût ; (3) présent en de multiples 
copies au sein d’un génome : de 1 à 15 copies par génome bactérien (Stoddard 2015) et (4) 
bon compromis entre la conservation et la variabilité : présence de 8 régions hautement 
conservées et de 9 régions hypervariables, V1-V9 (Baker et al., 2003) permettant de faire la 
distinction entre les espèces (Van de Peer et al., 1996) (Figure 4) : 
 
Figure 4 : représentation du gène codant pour l’ARNr 16S présentant les 9 régions 
hypervariables (d’après lcsciences.com) 
L’utilisation de ce gène phylogénétique permet d’identifier les espèces isolées et le 
développement des techniques de séquençage et des outils bio-informatiques permettent 
d’utiliser ce gène pour caractériser une communauté bactérienne dans sa globalité 
(métagénétique). Toutefois, les techniques de séquençage ne permettent pas encore de 
séquencer en une seule fois la totalité du gène codant pour l’ARNr 16S. De plus, les 9 régions 
hypervariables présentent différents degrés de diversité de séquences, et aucune région 
hypervariable seule n’est en mesure de faire la distinction entre toutes les espèces 
bactériennes. Le choix de la région à amplifier est donc crucial quant au niveau de précision 
souhaité pour la caractérisation de la communauté bactérienne. Une étude réalisée par Kim et 
al., (2011) préconisait l’utilisation des régions V1-V3 et V1-V4 pour une meilleure 
identification des bactéries et de la région V1-V3 pour les Archaea, tandis que Yang et al., 
(2016) suggèrent que la région V4-V6 est la région la plus optimale pour distinguer les 
différents phyla bactériens.  
Longueur (pb)
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 Dans une étude métagénétique, l’unité de mesure taxonomique est l’OTU désignant 
l’Unité Taxonomique Opérationnelle (Operational Taxonomic Unit en anglais). Les OTU 
basées sur l’identification des gènes codant pour l’ARNr 16S permettent de définir une 
catégorie proche du rang taxonomique de l’espèce si le degré des similitudes est d’au moins 
97 %. Ainsi, les bactéries qui présentent plus de 97 % de similarité dans leurs séquences 
d’ARNr 16S appartiennent au même OTU. Pour assigner une taxonomie à chaque OTU, les 
séquences sont comparées aux séquences des gènes codant pour l’ARNr 16S disponibles dans 
les banques de données spécialisées telles que la base RDP (Ribosomal Data Project, Cole et 
al., 2014) ou la base SILVA (Quast et al., 2013). L’augmentation du nombre de séquences 
disponibles dans ces banques (plus de 5 millions de séquences de gènes codant pour l’ARNr 
16S référencées dans la base SILVA) témoigne de l’engouement pour l’utilisation de ce 
marqueur moléculaire dans l’objectif d’identifier les communautés bactériennes.  
 L’apport de cette technique a enrichi les connaissances en écologie microbienne à tel 
point que certains groupes phylogénétiques entiers n’ont aucun représentant cultivable. En 
outre, cette approche reste descriptive quant à la caractérisation de la communauté 
microbienne (Figure 3), mais ne permet pas d’identifier les fonctions portées par les 
individus.  
2.3.4.2. La métagénomique par séquençage de type shotgun  
 La deuxième approche de caractérisation d’une communauté bactérienne est la 
métagénomique par séquençage de type shotgun  (Figure 3). Cette approche consiste à 
extraire la totalité de l’ADN microbien, de le fragmenter aléatoirement puis de séquencer 
l’ensemble de ces fragments. Par cette approche, il est désormais possible d’explorer 
simultanément deux aspects de la communauté : la description taxonomique et la potentialité 
de fonctions portées par cette communauté (Forde et O’Toole, 2013). Puisqu’aucune région 
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spécifique de l’ADN n’est ciblée, il est possible d’avoir accès à l’ensemble de la communauté 
microbienne (bactéries/archées, levures et moisissures) présente dans un aliment. Cependant, 
l’écueil de cette technique est la nécessité de disposer d’une base de données de référence 
suffisamment complète et exhaustive. En effet, à la suite du séquençage, les différents 
fragments obtenus ne peuvent pas être assemblés pour reconstituer le génome d’origine 
duquel ils proviennent. On procède donc à l’assemblage de fragments, souvent très courts 
(< 2 kb) dont on ne peut vérifier de manière sûre l’homogénéité d’origine. L’identification 
taxonomique est réalisée par alignement de ces fragments de génome assemblés contre des 
génomes de référence. Cette approche ne peut donc pas être réalisée sans la connaissance de 
la composition de la communauté microbienne de l’échantillon analysé. De plus, 
l’augmentation des données générées par cette approche nécessite de disposer d’outils 
informatiques performants afin de pouvoir manipuler et traiter les millions de séquences 
obtenues.  
 Alors que la métagénétique basée sur les gènes codant pour l’ARNr 16S permet de 
décrire la structure d’une communauté bactérienne, la métagénomique de type shotgun permet 
également de prédire la fonctionnalité des gènes. Cependant, elle ne permet en rien d’évaluer 
et de prédire l’expression des gènes.  
2.3.4.3. Apports de cette approche en écologie microbienne des aliments 
 Dans le domaine alimentaire, les études de caractérisation des communautés 
microbiennes ont principalement été menées en étudiant les gènes codants pour l’ARNr 16S 
(revues de Ercolini, 2013 et de Kergourlay et al., 2015).  
  La première étude a été consacrée à la caractérisation de la structure et de la 
dynamique de la communauté bactérienne d’un produit fermenté traditionnel africain, le ben-
saagla, bouillie de mil fermenté (Humblot et Guyot, 2009). Les auteurs ont caractérisé la 
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communauté bactérienne de ce produit et conformément à leurs attentes, cette communauté 
était dominée par des bactéries lactiques. Ils ont cependant mis en évidence la présence 
d’espèces appartenant au phylum des Proteobacteria et notamment des Acetobacteraceae, 
espèces bactériennes d’origine environnementale, des Enterobacteriaceae, des pathogènes 
opportunistes ainsi que des espèces de la famille des Moraxellaceae ou Acetobacteraceae 
occasionnellement associées à des infections humaines. Cependant, en fin de fermentation 
(24 heures après la fabrication), la majorité de ces espèces n’était plus détectée et les auteurs 
soulignent l’efficacité de la fermentation. Cette première étude souligne la faisabilité d’utiliser 
cette approche pour décrire les communautés bactériennes des aliments fermentés. Depuis, un 
grand nombre d’aliments et de boissons fermentées ont été décrits par cette approche (revue 
de Kergourlay et al., 2015) et en particulier les produits fermentés asiatiques : sushi japonais 
(Kiyohara et al., 2012), riz fermenté japonais (Sakamoto et al., 2011), liqueur chinoise (Li et 
al., 2011), la pâte de soja (Nam et al., 2012) ou encore le kéfir (Nalbantoglu et al., 2014). Ces 
études ont permis de suivre la dynamique des communautés bactériennes lors du procédé de 
fermentation. Le kimchi, produit emblématique de la cuisine coréenne, est l’un des produits 
fermentés ayant fait l’objet de nombreuses études par le séquençage des gènes codant pour 
l’ARNr 16S (Jung et al., 2011). Les communautés bactériennes ont été suivies pendant les 
30 jours de fermentation à 4 °C et les auteurs ont pu souligner que les espèces majoritaires 
appartenaient aux genres Leuconostoc, Lactobacillus et Weissella, mais que chacune de ces 
espèces avait une dynamique différente au cours du procédé de fermentation.  
 Parmi d’autres produits alimentaires où des flores bactériennes d’intérêt technologique 
ont été utilisées lors de la fabrication, Quigley et al., (2012) furent les premiers à caractériser 
la communauté microbienne d’un fromage. Ils ont pu mettre en évidence la présence de 
plusieurs genres bactériens non spécifiques des communautés bactériennes de fromage tels 
que Faecalibacterium, Prevotella et Helcococcus, et pour la première fois, ils ont détecté la 
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présence d’Arthrobacter et Brachybacterium dans les fromages au lait de chèvre. Depuis cette 
première publication, beaucoup de travaux ont porté sur la caractérisation des communautés 
microbiennes de divers fromages : la mozzarella (Ercolini et al., 2012), du fromage polonais 
(Alegria et al., 2012), du fromage « Latin-style » (Lusk et al., 2012), du fromage croate (Fuka 
et al., 2013), du fromage mexicain (Aldrete-Tapia et al., 2014) ou encore du fromage belge 
(Delcenserie et al. 2014) pour ne citer que quelques exemples. Ces travaux avaient pour 
objectif de caractériser les communautés bactériennes des produits, et cette caractérisation a 
notamment permis d’identifier une empreinte bactérienne caractéristique des fromages à 
Appellation d’Origine Protégée (Fuka et al., 2013 ; Delcenserie et al., 2014 ; Aldrete-Tapia et 
al., 2014). Plus récemment, une étude a été menée pour caractériser la communauté 
microbienne de divers fromages, en utilisant l’approche shotgun (Almeida et al., 2014). Cette 
approche nécessitant l’utilisation d’une base de génomes microbiens afin de pouvoir identifier 
les micro-organismes, les auteurs ont construit une base de génomes bactériens spécifiques 
des fromages. Pour construire cette base, ils ont répertorié l’ensemble des espèces 
microbiennes identifiées dans les fromages puis l’ensemble des souches identifiées ont été 
séquencées. Les génomes ainsi séquencés ont donc constitué la base de référence. Cependant, 
les auteurs ont mis en évidence que 20 % des lectures obtenues étaient toujours non 
caractérisées, c’est-à-dire non assignées à des espèces connues. Au-delà de la limite qui peut-
être imposée par la création du catalogue de génomes de référence, Wolfe et al., (2014) ont 
montré que la communauté microbienne de la croûte de fromage est composée d’un noyau 
principal bactérien (14 espèces) et levurien (10 genres) complété par un écosystème sous-
dominant, spécifique selon les fromages, impliqué dans leur affinage et leur maturation. De 
plus, O’Sullivan et al., (2015) ont montré que (1) les fromages fabriqués en début de journée 
avaient une diversité bactérienne plus élevée que ceux produits en fin de journée et que (2) 
cette diversité était persistante au cours de l’affinage des produits. Ceci est une préoccupation 
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majeure pour les acteurs de l’industrie des fromages qui souhaitent mieux maîtriser la qualité 
des fromages au lait cru. Pour les nouvelles espèces jusqu’alors jamais identifiées dans les 
fromages, leur implication dans la définition des caractères organoleptiques des fromages 
reste inconnue, tout comme leur innocuité.  
 Les techniques de séquençage des gènes codant pour l’ARNr 16S ont également été 
utilisées pour la caractérisation des communautés bactériennes des produits carnés non 
fermentés et principalement les produits carnés altérés avec trois objectifs principaux (1) 
caractériser la diversité et la structure des communautés bactériennes des produits altérés 
(Benson et al., 2014 ; Pothakos et al., 2014 ; Chaillou et al., 2015), (2) identifier l’origine des 
contaminations par les espèces présentes (De Filippis et al., 2013b ; Hultman et al., 2015 ; 
Pisacane et al., 2015 ; Mann et al., 2016) et (3) identifier l’influence de paramètres 
environnementaux sur la croissance de ces espèces (Doulgeraki et al., 2012 ; Säde et al., 
2013 ; Miller et al., 2015 ; Nieminen et al., 2015). Ces études ont été présentées dans le 
paragraphe 2.2.3.2. 
 À ce jour, il est encore difficile d’accéder à l’ensemble de la communauté bactérienne. 
Les techniques de séquençage permettent de quantifier l’abondance des espèces de manière 
relative et d’identifier les espèces minoritaires jusqu’à 10 000 fois moins présentes que les 
espèces dominantes. Cependant, dans une communauté où une ou plusieurs espèces sont 
largement majoritaires (lors de l’utilisation de flores technologiques par exemple), cela pose 
des limites à l’identification des espèces minoritaires. De plus, cette technique peut devenir 
limitante à la caractérisation des communautés bactériennes quand les espèces majoritaires 
sont peu connues ou que leurs abondances sont largement sous-estimées.  
 Cette approche représente une avancée majeure dans la description des communautés 
bactériennes des aliments. L’ensemble de ces travaux à ce jour réalisé a permis de révéler que 
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les communautés bactériennes des aliments étaient bien plus complexes que ce qui était 
connu, et que les bactéries sous-dominantes peuvent jouer un rôle crucial dans la définition 
organoleptique des produits ou au contraire être impliquées dans les phénomènes d’altération 
de la viande. Cependant, ces études restent à un niveau descriptif et ne permettent pas de 
comprendre le fonctionnement et les interactions de la communauté bactérienne.  
2.3.5. L’utilisation de la métatranscriptomique pour mettre en évidence les 
informations fonctionnelles portées par la communauté bactérienne des aliments 
2.3.5.1. Principe 
 La métatranscriptomique est une démarche qui vise à extraire l’ensemble des ARN in 
situ puis à séquencer les ADN complémentaires (ADNc) issus de la rétrotranscription des 
ARN (Figure 3). Cette approche permet de mesurer simultanément, à un temps t, les profils 
d’expression génique de la communauté bactérienne. Cette stratégie est généralement menée 
en aval de la métagénomique, car elle nécessite l’acquisition préalable de références 
métagénomiques pour identifier les gènes et les fonctions exprimés. La mise en œuvre de la 
méthode ainsi que la stratégie d’analyse seront exhaustivement présentées dans le chapitre des 
méthodes.  
2.3.5.2. Apports de cette approche pour approfondir la connaissance des 
communautés microbiennes des aliments 
 L’analyse des transcrits des génomes est couramment appliquée aux communautés 
microbiennes des sols (Bailly et al., 2007 ; Urich et al., 2008 ; Damon et al., 2012 ; Bremges 
et al., 2015), des environnements marins (Gilbert et al., 2008 ; Marchetti et al., 2012 ; 
Mason et al., 2012 ; Kopf et al., 2015) ou encore du microbiote intestinal humain (Booijink 
et al., 2010 ; Qin et al., 2010 ; Franzosa et al., 2014 ; Leimena et al., 2013). À ce jour, il 
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existe quelques études de métranscriptomique appliquées aux communautés microbiennes 
alimentaires. 
 Par des travaux précédents, Jung et al., (2011) avait identifié que la communauté 
microbienne du kimchi était dominée par 6 bactéries lactiques : L. mesenteroides, L. sakei, 
W. koreensis, L. gelidum, L. carnosum et L. gasicomitatum. Pour chaque espèce, ils ont 
utilisé les séquences d’un génome représentatif de l’espèce afin d’étudier le profil 
d’expression génique lors de la fermentation du kimchi pendant 29 jours (Jung et al., 2013). 
Ils ont ainsi pu mettre en évidence des changements d’expression de ces bactéries lors de la 
fermentation : L. mesenteroides était le plus actif au début de la fermentation alors que 
l’expression des gènes de L. sakei et de W. koreensis était élevée en fin de fermentation. De 
nombreux gènes impliqués dans le transport et l’hydrolyse du glucose ainsi que dans la 
fermentation du lactate étaient fortement exprimés. Cette étude a également permis 
d’identifier plus finement l’implication et le rôle de chacune de ces espèces dans la 
fermentation du kimchi.  
 Toujours dans le domaine des produits fermentés, plusieurs études ont porté sur 
l’expression génique des communautés microbiennes lors de la maturation du fromage. 
Ainsi, Lessard et al., (2014) ont exploré les profils d’expression de Geotrichum candidum et 
Penicillium camemberti, deux champignons majoritaires, lors de l’affinage de différents 
fromages (durant 77 jours). Ils ont ainsi mis en évidence que les activités lipolytiques et 
protéolytiques, contributeurs majoritaires aux caractéristiques organoleptiques des fromages, 
avaient lieu durant les deux premières semaines d’affinage. Dugat-Bony et al., (2015) ont 
également suivi l’expression de la flore technologique, Lactococcus lactis, Kluyveromyces 
lactis, Debaryomyces hansenii et Geotrichum candidum et la flore d’affinage, 
Corynebacterium casei, Brevibacterium aurantiacum, Arthrobacter arilaitensis, 
Staphylococcus equorum et H. alvei, durant l’affinage (21 jours) de fromages à croûte lavée. 
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Par cette approche, ils ont pu mettre en évidence l’implication de chacune de ces espèces 
dans le développement des propriétés organoleptiques des fromages, en reliant les mesures 
biochimiques réalisées (dosages du lactate, des acides aminés libres ou encore mesures des 
indices de lipolyse et de protéolyse) avec les fonctions exprimées par les espèces 
microbiennes. Contrairement aux activités métaboliques identifiées lors de l’affinage des 
camemberts (Lessard et al., 2014), les activités lipolytiques et protéolytiques des flores 
technologiques (S. thermophilus, L. delbrueckii, B. aurantiacum, D. hansenii, 
et G. candidum) utilisées lors de la fabrication de Reblochon (Monnet et al., 2016) sont plus 
importantes en fin d’affinage (35 jours). Les auteurs de cette étude ont également montré 
que l’expression de gènes de G. candidum était stable tout au long de l’affinage alors que 
celle de D. hansenii augmentait et celle de S. thermophilus diminuait.  
 Ces travaux différents caractérisent des activités métaboliques mises en œuvre lors de 
la maturation des fromages et permettent d’identifier précisément l’implication potentielle 
de chaque espèce dans la transformation des produits lors de l’affinage des produits. Le suivi 
de l’affinage des différents fromages a été réalisé sur les flores technologiques utilisées lors 
de la fabrication des fromages. Or, de nombreuses études soulignent qu’en plus des flores 
technologiques utilisées, les fromages peuvent abriter une communauté microbienne 
diversifiée qui peut atteindre plus de 10
10
 cellules.g
-1 
(Feurer et al., 2004 ; Rea et al., 2007 ; 
Almeida et al., 2014 ; Montel et al., 2014). L’ensemble de cette communauté, en interaction 
avec les flores technologiques, est susceptible de participer au développement des 
caractéristiques organoleptiques. De Filippis et al., (2016) ont caractérisé l’expression des 
gènes de l’ensemble de la communauté microbienne lors de l’affinage d’un fromage à pâte 
filée italien, le Caciocavallo Silano. Les auteurs ont mis en évidence que l’augmentation de 
la température d’affinage permettait d’augmenter l’expression des gènes impliqués dans la 
lipolyse et la protéolyse. Cette étude souligne l’intérêt d’étudier la réponse d’expression de 
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la communauté microbienne face à des variations de facteurs environnementaux qui peuvent 
orienter l’affinage et donc moduler la qualité organoleptique des fromages.   
 À ce jour, il n’existe pas d’études publiées qui caractérisent l’expression des gènes des 
communautés microbiennes identifiées des produits carnés. Cette démarche de RNAseq 
permettrait, entre autre, d’identifier les mécanismes d’adaptation de la communauté 
microbienne à l’environnement dans lequel elle se trouve, mais également d’identifier les 
gènes exprimés par la communauté microbienne impliquée dans l’altération de ces produits.  
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3. HYPOTHÈSES ET OBJECTIFS D’ÉTUDE 
 La revue bibliographique présentée dans le chapitre 2. a permis de souligner 
l’importance de l’utilisation de facteurs abiotiques pour maîtriser le développement des 
communautés bactériennes (altérantes et pathogènes) présentes dans les produits carnés. Le 
sel, historiquement utilisé comme conservateur, est un moyen de lutte efficace, cependant les 
recommandations nutritionnelles visent à réduire sa teneur dans les produits alimentaires. 
Cette réduction suggère le risque accru de développement des micro-organismes indésirables. 
Les objectifs de ce travail de thèse ont été de mesurer les impacts de la réduction de sel sur 
l’évolution et la nature de l’altération et de corréler ces évolutions à l’impact obtenu sur les 
communautés bactériennes (altérantes et pathogènes) des chipolatas de porc crues. De 
manière plus précise, nous avons souhaité répondre à trois problématiques :   
 (1) Quelle est l’influence de la réduction de la teneur en sel sur l’altération des 
chipolatas et quel est le réel impact de cette réduction sur la diversité bactérienne des 
chipolatas ? 
Tout d’abord, nous avons caractérisé et mesuré l’altération des chipolatas par des méthodes 
sensorielles et physico-chimiques. Ensuite, nous avons quantifié et analysé la diversité 
bactérienne par plusieurs méthodologies, dont le séquençage d’amplicons de l’ARNr 16S. Ces 
travaux sont présentés dans la partie 1 du chapitre des résultats et ont été valorisés par une 
publication (Fougy et al., 2016). 
 (2) Comment la réduction de la teneur en sel influe-t-elle sur les fonctions exprimées 
par l’écosystème bactérien associé à l’altération des chipolatas ?  
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Une analyse métatranscriptomique de l’écosystème bactérien des chipolatas a été menée afin 
de mesurer la réponse fonctionnelle de l’écosystème bactérien à la baisse de sel. Ces travaux 
sont présentés dans la partie 2 du chapitre des résultats.  
 (3) Quelle est l’influence de la réduction de la teneur en sel sur la croissance de 
Salmonella ser. Typhimurium et dans quelle mesure l’expression des gènes du pathogène peut 
être affectée par cette réduction de la teneur en sel ? 
La croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans les chipolatas, a été suivie dans les 
chipolatas selon les deux teneurs en sel et nous avons tenté d’extraire les ARN bactériens afin 
d’étudier l’expression génique du pathogène après croissance dans les chipolatas. Ces travaux 
sont présentés dans le chapitre 3 des résultats. 
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4. MATÉRIELS ET MÉTHODES 
4.1. Préparation des chipolatas et du matériel biologique 
4.1.1. Chipolatas de porc 
4.1.1.1. Fabrication des chipolatas 
 Dans la suite de ce manuscrit, le terme « viande » sera utilisé pour désigner la matière 
première brute utilisée pour la fabrication des chipolatas. Le terme « mêlée de chipolata » 
désigne le mélange de viande hachée avec les épices mais non embossé et le terme 
« chipolatas » désigne le produit fini, c'est-à-dire la mêlée de chipolata embossée en boyau.  
 Selon le Code des Usages de la Charcuterie, les chipolatas sont « des préparations 
obtenues par broyage et mélange de maigre et de gras […] auxquelles ont été ajoutés les seuls 
ingrédients et additifs autorisés ». Dans le cadre de cette étude, les chipolatas ont été réalisées 
manuellement et leur fabrication comportait 5 étapes principales : 
–  la matière première (50 % de poitrine de porc dégraissée et découennée et 50 % d’épaule de 
porc) a été achetée auprès du grossiste ABG Socopa (Strasbourg, France) puis, au sein du hall 
technologique du groupe Solina (Strasbourg, France), les viandes ont été parées puis coupées 
grossièrement au couteau.  
– le mélange d’épices utilisé est celui classiquement employé dans l’industrie de charcuterie 
pour la fabrication des chipolatas. Ce mélange, ajouté à hauteur de 1,2 % m/m de viande, est 
composé d’un mélange d’épices (poivre noir, muscade, ail et piment fort) ainsi que divers 
ingrédients (sirop de glucose [0,9 %, m/m] ; dextrose [0,052 %, m/m] ; acide ascorbique 
[0,040 %, m/m] ; ascorbate de sodium [0,015 %, m/m] et carmin [0,0028 %, m/m]). En 2013, 
la teneur moyenne en sodium des chipolatas fabriquées et commercialisées en France était de 
855 ± 98 mg/100 g soit l’équivalent de 2,1 % (m/m) de NaCl (Ciqual, 2013). Ainsi, dans cette 
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étude, le chlorure de sodium a été ajouté selon la condition expérimentale testée, 2,0 % (m/m) 
et 1,5 % (m/m) de NaCl, soit une réduction de 25% de NaCl. Il s’agit de NaCl obtenu par 
dissolution de sel gemme (sel fossile extrait des mines). Afin de mettre en évidence l’impact 
du taux de chlorure de sodium sur le phénomène d’altération, aucun conservateur ni autre 
source de sodium n’a été ajouté mis à part l’ascorbate de sodium, utilisé en tant 
qu’antioxydant, considéré comme quantitativement négligeable par rapport à la teneur en 
sodium apportée par le sel (NaCl). Dans la suite de ce manuscrit, le terme sel sera utilisé pour 
désigner le chlorure de sodium.  
– le mélange viande/ingrédients a ensuite été haché grossièrement dans un cutter 
(Seydelmann, K20, Ras 90188-1) pendant 30 s, laissant visible les différents constituants du 
produit.  
– la mêlée de chipolata obtenue a ensuite été embossée dans un boyau naturel (menu de 
mouton de 24 à 26 mm de diamètre) à l’aide d’un poussoir (Mod 7/V, Tre spade); les boyaux 
étant préalablement dessalés par quatre rinçages dans des bains d’eau.  
– enfin, les chipolatas ont été conditionnées (MBT-18, Multivac) en sachets PA/PE 
(polyamide et polyéthylène, 200 mm x 300 mm, 604131, Cenpac) sous vide (VPA) ou sous 
atmosphère modifiée (MAP - mélange de 50 % de CO2 et 50 % de N2, Airproducts) 
4.1.1.2. Irradiation de la mêlée de chipolata 
 Cette technique consiste à exposer la mêlée de chipolata à des rayonnements ionisants 
(rayonnement gamma, rayons X de faibles énergies ou faisceaux d’électrons) afin de 
décontaminer la matrice. La dose d’irradiation appliquée, en gray (Gy), est mesurée post-
traitement par le laboratoire de dosimétrie d’Aérial.  
 La mêlée de chipolata a été fabriquée comme indiqué précédemment, mais celle-ci n’a 
pas été embossée. La mêlée a été conditionnée sous vide, par plaque de 0,5 cm d’épaisseur et 
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a été irradiée par faisceaux d’électrons à 8 kGy (BGS, Beta- Gamma-Service GmbH, 
Karlsruhe, Allemagne) sous forme congelée afin de limiter les éventuels effets secondaires de 
type oxydatifs en raison de la présence de matière grasse. La mêlée de chipolata a été ensuite 
manipulée et utilisée en conditions stériles afin d’éviter tous risques de contamination lors de 
la manipulation des échantillons.  
4.1.1.3. Dosage de la teneur en sodium 
 Pour valider les quantités de NaCl ajoutées pour chaque fabrication, la teneur en 
sodium a été dosée par photométrie de flamme. Cette méthode repose sur le fait qu’une partie 
des ions soumis à la chaleur de la flamme passent dans un état excité. Le retour à l’état 
fondamental se fait avec des émissions de rayonnements et l’intensité de la lumière émise est 
proportionnelle au nombre d’atomes revenant à l’état fondamental et donc proportionnelle à la 
concentration de l’ion dans l’échantillon. Pour convertir la teneur en Na en quantité de sel 
(chlorure de sodium), on utilise la formule suivante :  
Équation 3 : Na
Na
NaCl
 NaCl m)
MM
MM
(m   
Équation 4 : 
NaNaCl m2,54m   
où mNaCl = masse de NaCl, mNa= la masse de l’ion sodium mesurée, MMNaCl = la masse 
molaire de chlorure du sodium (58,44 g.mol
-1
),
 
MMNa= la masse molaire de l’ion Na 
(23 g.mol
-1
).  
Pour chaque lot de fabrication, 10 g d’échantillon ont été envoyés au laboratoire Larebron 
(Illkirch, France) effectuant ce type de dosage.  
  
  4. Matériels et méthodes 
-63- 
 
4.1.2. Souche et inoculation de Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de 
chipolata 
4.1.2.1. Préparation des cultures 
 La souche de Salmonella enterica subsp. enterica Typhimurium (Salmonella ser. 
Typhimurium) utilisée au cours de cette étude provient de la collection d’Aérial, isolée en 
2012 à partir de saucisses de porc maison (MH. Desmonts, communication personnelle). Cette 
souche a été inoculée après la réalisation de trois cultures successives afin d’obtenir une 
population physiologique homogène et un taux de population d’environ 10
9
 UFC.mL
-1
.  
 Ces 3 cultures successives de Salmonella ser. Typhimurium ont été réalisées dans du 
milieu BHI (Bouillon Cœur Cervelle) liquide (CM1135, Oxoid). La première culture a été 
réalisée par introduction d’une cryobille (conservée dans du glycérol à - 80 °C) dans le 
bouillon de culture puis a été incubée à 37 °C pendant 16 h sans agitation en microaérophilie 
Le taux de population à l’issue de la première culture est d’environ 1,7.10
9
 UFC.mL
-1 
(mesuré 
par dénombrements sur milieu de culture solide, Trypton Soy Agar, TSA, PO5012A, Oxoid). 
La deuxième culture a été réalisée à partir d’une dilution à 10
-7
 de la première culture et a été 
incubée à 37 °C pendant 8 h (taux de population à l’issue de la deuxième culture : 
~1,2.10
9
 UFC.mL
-1
). La troisième culture représentait une dilution à 10
-1
 de la deuxième 
culture incubée à 8 °C pendant 7 jours afin d’adapter la souche à la température de 
conservation de l’étude (taux de population à l’issue de la troisième culture : 
~1,5.10
9
 UFC.mL
-1
).  
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4.1.2.2. Observation et dénombrement de Salmonella ser. Typhimurium par 
microscopie à épifluorescence 
 La technique DEFT (Direct Epifluorescent Filter Technique) est une méthode 
d’observation et de dénombrement de bactéries dans un milieu liquide qui utilise la filtration 
sur membrane et la microscopie en épifluorescence (Pettipher et al., 1983).   
 Pour quantifier les cellules dans la troisième culture de Salmonella ser. Typhimurium, 
celle-ci a été diluée au 1/10 000, puis 2 mL de cette dilution ont été filtrés sur la membrane en 
polycarbonate (0,4 µm, 25 mm de diamètre, Whatman). Les bactéries ont été colorées par 
ajout de 1 mL d’acridine orange (14281, Merck), laissé en contact pendant 3 min. La 
membrane a ensuite été rincée à l’éthanol, séchée puis montée entre lame et lamelle. 
L’observation a été faite à l’aide d’un microscope à épifluorescence (Zeiss Axisscope A1, 
longueur d’onde : 490 nm et rémission 510 nm) et le dénombrement a été effectué par 
comptage des bactéries viables (colorées en orange) dans 10 champs de visualisation. La 
quantification de la suspension bactérienne a ensuite été déterminée par : 
Équation 5 : Nombre d’UFC.mL
-1
 = nombre de bactéries moyen par champ FM  
dilution
1
 
Avec FM, facteur multiplicatif pour le microscope utilisé :  
Équation 6 : FM = 
V(mm²)tion  visualisade champun d' surface
(mm²) membrane la de surface

 ; avec V : le volume de 
suspension bactérienne filtrée 
V  R²)  (Π
R²)  (Π
FM
champ
membrane


  ; avec R =12,5 mm et objectif : x 100 
000 5
2² (12,5/100)
(12,5)²
FM 

  
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La 3
e
 culture a également été dénombrée sur milieu sélectif, Iris Salmonella® (BM16108, 
Biokar) et sur milieu nutritif TSA (P05012A, Oxoid) (cf. 4.2.3). La concentration exacte de la 
culture a pu ainsi être déterminée. 
4.1.2.3. Inoculation dans la mêlée de chipolata 
 Le taux d’inoculation visé de Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de chipolata 
était de 10
4
 UFC.g
-1
. À partir de la 3
e
 culture quantifiée par DEFT, une dilution appropriée 
dans une solution de tryptone et de sel a été réalisée puis inoculée dans 25 g de mêlée de 
chipolatas irradiée.  
4.1.3. Plans expérimentaux 
4.1.3.1. Étude du phénomène d’altération 
 L’altération des chipolatas et la caractérisation de l’écosystème associé à ce 
phénomène ont été décrites après 21 jours de stockage à 8 °C. Un plan expérimental à 4 
conditions a été construit (Figure 5) :  
 
Figure 5 : plan expérimental à 4 conditions pour l’analyse de l’altération 
Avec 1,5 % = 1,5 % de NaCl ; 2,0 % = 2,0 % de NaCl (soit une réduction de 25 % de NaCl) ; 
MAP = atmosphère modifiée ; VPA= sous vide 
1,5 % 
MAP
1,5 %
VPA
2,0 %
MAP
2,0 %
VPA
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 Les chipolatas ont été fabriquées avec deux teneurs en NaCl : 1,5 et 2,0 % (m/m). 
Environ 200 g de saucisses (correspondant à une saucisse unique) ont été conditionnés en 
sachets PA/PE, soit sous atmosphère modifiée, mélange de 50 % de CO2 et de 50 % de N2, 
soit sous vide. Pour chaque condition expérimentale, 4 échantillons ont été fabriqués, 3 étant 
destinés aux analyses sensorielles, physico-chimiques et microbiologiques et 1 étant destiné 
aux analyses moléculaires de la diversité bactérienne. Les 16 échantillons (4 conditions x 4 
échantillons) ont été stockés à 8 °C pendant 21 jours. Afin d’évaluer la variabilité 
microbiologique de la viande crue, 10 lots indépendants ont été réalisés, ce qui représente un 
pool total de 160 échantillons. Pour chacun des lots et pour chacune des conditions 
expérimentales, des échantillons témoins ont été immédiatement (le jour de fabrication, T0) 
placés à - 20 °C.  
4.1.3.2. Cinétique de croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de 
chipolata 
 Contrairement au protocole décrit précédemment, le challenge-test de suivi de 
croissance a été réalisé directement dans la mêlée de chipolata paucimicrobienne irradiée, 
dépourvue de toute flore microbienne naturellement présente. Néanmoins, le plan 
expérimental a été construit de manière identique (Figure 5) : deux teneurs en sel et deux 
types de conditionnement. 
 Afin d’éviter tout risque de contamination lors de la manipulation des échantillons, 
l’inoculation de Salmonella ser. Typhimurium a été effectuée dans la mêlée de chipolatas non 
embossée. Pour chacune des deux teneurs en sel, Salmonella ser. Typhimurium a été inoculée 
dans 25 g de mêlée, à hauteur de 10
4
 UFC.g
 1
. Les échantillons ont ensuite été conditionnés en 
sachets PA/PE soit sous atmosphère modifiée soit sous vide. Pour chaque condition 
expérimentale, 4 échantillons ont été fabriqués, 3 étant destinés aux analyses physico-
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chimiques et microbiologiques et 1 étant destiné aux analyses moléculaires. Les 16 
échantillons (4 conditions x 4 répétitions) ont été conservés à 8 °C pendant 5 jours avec une 
rupture de la chaîne de froid pendant 18 h à 20 °C au 2
e
 jour de conservation. Des échantillons 
non inoculés avec le pathogène ont été fabriqués et conservés dans les mêmes conditions pour 
les suivis physico-chimiques de la matrice.   
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4.2. Analyses sensorielles, physico-chimiques et microbiologiques  
4.2.1. Caractérisation sensorielle de l’altération des chipolatas 
 Les caractéristiques sensorielles de l’altération des chipolatas ont été décrites après 
21 jours de stockage à 8 °C (Ta). Un jury expert composé de quatre personnes (ces quatre 
personnes étaient les mêmes à chaque expérimentation) a évalué les changements d’aspect et 
d’odeurs en comparant les chipolatas de chaque condition à leur témoin respectif (échantillons 
conservés à - 20 °C pendant 21 jours). Pour éviter d’influencer les juges, les 12 échantillons 
(3 répétitions x 4 conditions) ont été rendus anonymes.  
Critères visuels : avant ouverture des sachets, l’aspect des chipolatas altérées a été décrit en 
les comparant aux témoins. La description de la couleur a été confirmée par mesures 
chromamétriques (cf. paragraphe 4.2.2). La présence d’exsudat ainsi que la présence de 
gonflements (de l’emballage ou du boyau) ont été décrites et la production éventuelle de gaz a 
été confirmée par mesure de l’atmosphère (cf. paragraphe 4.2.2).  
Critères olfactifs : immédiatement après l’ouverture des sachets, les odeurs senties ont été 
décrites par des termes sensoriels librement choisis par les membres du jury, puis ces termes 
ont été regroupés en champs lexicaux.  
Le jury a ensuite attribué, par consensus, une note unique d’intensité d’altération sur une 
échelle de 1 (peu altéré) à 5 (fortement altéré) pour chacune des 4 conditions, 0 étant attribué 
aux échantillons témoins non altérés. Cette note caractérise l’intensité générale de 
l’échantillon altéré, et non l’intensité des odeurs identifiées. L’intensité d’altération pour 
chacune des 4 conditions a été représentée sous forme de violin-plots construits avec le 
package ggplot2 du logiciel R, version 1.0.1 (Wickham et al., 2013). 
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4.2.2. Mesures physico-chimiques 
 Pour chaque échantillon conditionné sous atmosphère modifiée, deux mesures d’O2 et 
de CO2 ont été réalisées à l’aide d’un analyseur d’atmosphère (PAK12P, ABISS) : la première 
mesure a été prise un jour après la mise sous atmosphère afin de prendre en compte 
l’absorption de CO2 par la viande et la seconde mesure a été prise après 21 jours de stockage, 
au Ta. Les taux de CO2 et d’O2 résiduel dans l’emballage ont été mesurés juste avant 
l’ouverture des sachets pour l’analyse olfactive.  
 Les couleurs peuvent être perçues différemment selon les individus et selon 
l’exposition du produit décrit. La Commission Internationale de l’Eclairage (CIE) a donc 
défini des standards permettant de définir une couleur dans l’espace couleur L*a*b*, dans 
lequel une couleur est repérée par trois valeurs (Figure 6) : 
 L*, la luminosité, exprimée en pourcentage (de 0 pour le noir à 100 % pour le blanc) 
 a* et b*, deux gammes de couleur allant respectivement du vert au rouge et du bleu au 
jaune avec des valeurs allant de - 120 à + 120. 
 
Figure 6 : espace couleur L*a*b* 
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 Pour pallier l’hétérogénéité de la matrice (présence de morceaux de gras et de viande), 
5 mesures pour chacun des 12 échantillons ont été réalisées à la surface externe des chipolatas 
à l’aide d’un chromamètre (CR100, Minolta). Ces mesures ont également été prises sur les 
échantillons témoins non altérés et les résultats sont exprimés comme la différence entre 
l’échantillon analysé et le témoin.  
 L’exsudat provient de la libération d’eau du produit qui apparait au cours de la 
conservation des produits, par diminution du pouvoir de rétention d’eau. Pour chaque 
échantillon, l’exsudat libéré a été pesé et la perte d’exsudat a été exprimée en pourcentage du 
poids initial de l’échantillon.  
 Pour chaque échantillon, le pH a été mesuré (pH 213, Hanna Instruments) dans 10 g 
de chipolatas homogénéisés dans 10 mL d’eau distillée, selon la norme internationale 
ISO 2917 : 1999. 
 Enfin, l’analyse en composantes principales réalisée avec le logiciel XLSTAT (version 
2015.2.03) a permis de discriminer les échantillons selon les conditions expérimentales testées 
(teneur en sel et type de conditionnement).  
4.2.3. Numérations microbiologiques sur milieux de culture solides 
 Le dénombrement des bactéries cultivables après 21 jours de conservation a été réalisé 
par numération des colonies sur milieux de culture solide. Les échantillons ont été dilués au 
1/4 dans de l’Eau Peptonée Tamponnée, EPT (CM0509B, Oxoid) à partir de 25 g de 
chipolatas ou de mêlée de chipolata pour le dénombrement de Salmonella ser. Typhimurium. 
Des dilutions décimales adaptées ont été réalisées et étalées sur milieu gélosé. Ces dernières 
ont été incubées dans des conditions temps/température adaptées à l’espèce ou groupe 
bactérien à dénombrer (Tableau 5).    
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Tableau 5 : milieux de culture et conditions d’incubation pour la numération des bactéries 
viables 
Milieu de culture Type de 
milieu 
Conditions 
d’incubation 
Espèce/groupes 
bactériens visés 
Type de colonie 
attendu/compté 
TSA (gélose 
trypticase soja)  
Non sélectif 30 °C pendant 
72 h, aérobie 
Flore aérobie Toutes les 
colonies 
MRS pH 5,7 [de 
Man, Rogosa et 
Sharpe, (CM0361, 
Oxoid)] 
Sélectif 30 °C pendant 
48 h, aérobie 
Flore lactique 
mésophile 
Colonies 
blanches 
IRIS Salmonella Sélectif 37 °C pendant 
24 h, aérobie 
Salmonella spp. Colonies 
violettes 
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4.3. Techniques de biologie moléculaire 
4.3.1. Extraction des bactéries à partir des chipolatas 
 Les bactéries sont extraites des chipolatas par trois centrifugations successives selon le 
protocole décrit par (Chaillou et al., 2015). Ces centrifugations permettent (1) d’éliminer les 
débris de chipolatas, (2) d’extraire les bactéries du broyat et (3) de rincer le culot bactérien.  
 Dix grammes de chipolatas, placés dans un sachet à filtre (140811, BagPage®) et 
additionnés de 40 mL d’eau ultrapure stérile contenant 1 % (v/v) de Tween 80 (278630010, 
Acros Organics), ont été homogénéisés à l’aide d’un Stomacher (AESAP1064, AES). Trente-
deux millilitres du broyat ont été prélevés et centrifugés (5804R, Eppendorf) à 500 x g 
pendant 3 min à 4 °C. Après centrifugation, 25 mL de surnageant ont été transférés dans un 
nouveau tube et centrifugés à 3000 x g pendant 5 min à 4 °C. Après élimination du 
surnageant, le culot bactérien a été rincé dans 1 mL d’eau stérile ultrapure, centrifugé à 
3000 x g pendant 3 min à 4 °C. Les culots bactériens ont été conservés à - 80 °C. 
4.3.2. Extraction et contrôle des acides nucléiques 
4.3.2.1. Extraction de l’ADN génomique bactérien total 
 L’ADN génomique bactérien total a été purifié à l’aide du kit d’extraction Nucleospin 
Tissue (740952, Macherey-Nagel) selon les instructions du fournisseur.  
 Brièvement, le culot bactérien a été remis en suspension dans 180 µL de la solution T1 
du kit, supplémentée avec 20 mg.mL
-1
 de lysozyme (62970, Fulka). La prélyse a été effectuée 
à 37 °C pendant 60 min pour dégrader les parois bactériennes. Après ajout de 300 mg de 
billes de verre (0,1 mm de diamètre, 079052, Dutscher) dans cette suspension, les cellules 
bactériennes ont été lysées par 3 passages de 30 s sur un broyeur (IKA1, Dustcher) en laissant 
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les tubes 5 min dans la glace entre chaque passage. La lyse a été poursuivie par l’ajout de 
20 mg.µL
-1
 de protéinase K (P8107S, Biolabs) et 1 mg.mL
-1
 de RNase A (10109142001, 
Roche) a été ajouté pour éliminer toute trace d’ARN résiduel. Le mélange réactionnel a été 
incubé à 56 °C jusqu’à ce que la lyse soit complète (environ 30 min). À ce lysat, ont été 
ajoutés 300 µL de tampon B3 du kit (sels chaotropiques), le mélange a été incubé à 70 °C 
pendant 10 min. Les billes et les débris cellulaires ont été éliminés après centrifugation à 
10 000 x g pendant 3 min. La préparation à la fixation des ADN sur la colonne de silice a été 
réalisée par ajout de 210 µL d’éthanol. Le lysat a ensuite été transféré sur la colonne 
d’extraction et centrifugé à 11 000 x g pendant 1 min afin de fixer les ADN à la membrane de 
silice. La membrane a ensuite été lavée en ajoutant 500 µL de tampon BW du kit puis 600 µL 
de tampon B5 du kit dans les colonnes. L’ensemble a été centrifugé à 11 000 x g pendant 
1 min après chacun des deux lavages. Les ADN ont été élués dans 100 µL de tampon 
d’élution BE (5 mM Tris/HCl, pH 8,5) préchauffé à 70 °C puis centrifugés à 11 000 x g 
pendant 1 min. Les solutions d’ADN ont été conservées à -20 °C. 
4.3.2.2. Extraction des ARN bactériens totaux 
 Les ARN totaux ont été extraits des bactéries par la méthode au trizol et 
phénol/chloroforme. Cette méthode utilise la solubilité différentielle des molécules [acides 
nucléiques/contaminants (protéines, etc.)] afin d’extraire les ARN bactériens en bonne 
quantité et de bonne qualité. L’ensemble des étapes d’extraction d’ARN est réalisé à 4 °C 
(centrifugation et conservation des solutions d’extraction) ou dans la glace lors des transferts 
dans les tubes. Cette extraction comporte quatre étapes : (1) une lyse mécanique réalisée dans 
du phénol/chloroforme, (2) une séparation des ARN au trizol et chloroforme, (3) une 
précipitation des ARN à l’isopropanol et (4) un lavage des ARN à l’éthanol.  
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– Lyse cellulaire : le culot bactérien (extrait à partir de 25 g de viande par la méthode décrite 
en 4.3.1) a été repris dans 400 µL de tampon TE (Tris 10 mM pH 7 ; EDTA 0,5 M pH 8, 
Sigma). La suspension bactérienne a ensuite été transférée dans un tube à vis contenant 0,6 g 
de billes de verre (0,1 mm, 079052, Dutscher) et 500 µL de phénol : chloroforme 5 : 1, pH 4,7 
(P1944, Sigma) permettant la solubilisation des membranes cellulaires. La lyse mécanique a 
été effectuée par deux passages de 45 s à vitesse 6,5 m.s
-1
 dans un casseur de cellules Fastprep 
(FP120, MPBiomedicals) en laissant les tubes 2 min dans la glace entre chaque passage.  
– Séparation des ARN : Après centrifugation à 10 000 x g pendant 10 min à 4 °C, la phase 
aqueuse supérieure contenant les ARN a été prélevée, 1,3 mL de Tri Reagent® (TR118, 
Euromedex) ont été ajoutés. Après avoir mélangé précautionneusement, ce mélange a été 
incubé 5 min à température ambiante pour dénaturer les protéines résiduelles. La purification 
des ARN a été réalisée en ajoutant 350 µL de chloroforme (22711.290, VWR) à la suspension 
précédente et en incubant 3 min à température ambiante afin de se débarrasser de toute trace 
de phénol résiduel. 
– Précipitation des ARN : Après centrifugation à 16 000 x g pendant 15 min à 4 °C, le 
surnageant (~1 mL) contenant les ARN a été transféré dans un tube contenant 800 µL 
d’isopropanol (34965, Fluka) et les ARN ont été précipités en agitant vigoureusement à la 
main pendant 30 s. Après centrifugation à 16 000 x g pendant 10 min à 4 °C, le surnageant a 
été éliminé, le culot d’ARN pouvait être visible au fond du tube.  
– Lavage des ARN : le culot d’ARN a ensuite été lavé avec 1 mL d’éthanol 70 % (20821.296, 
VWR) décollé du tube par un bref passage au vortex puis a été centrifugé à 9 500 x g pendant 
7 min à 4 °C. Après élimination du surnageant, le culot d’ARN lavé a été séché pendant une 
vingtaine de minutes à température ambiante puis élué dans 50 µL d’eau sans RNases. Les 
solutions d’ARN ont été conservées à -80 °C.  
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 Les ARN de chaque échantillon ont été extraits en réplicats. Les solutions d’ARN des 
deux réplicats d’un même échantillon ont été regroupées après mesures qualitatives et 
quantitatives.  
4.3.2.3. Quantification et contrôle qualité des acides nucléiques 
 Quantification par spectrophotométrie 
 Les acides nucléiques sont classiquement quantifiés par absorption UV à l’aide d’un 
spectrophotomètre. L’absorbance est mesurée à 260 nm et cette mesure est utilisée pour 
quantifier les acides nucléiques où 1 unité d’absorbance à 260 nm est l’équivalent de 
50 µg.mL
-1
 d’ADN et 40 µg.mL
-1
 d’ARN. Deux ratios permettent d’apprécier la pureté des 
solutions d’acides nucléiques. Les protéines absorbent également à 260 nm, mais leur 
maximum d’absorption se situe à 280 nm tandis que divers composés organiques (phénol, 
etc.) absorbent à 230 nm. Les rapports A260/A280 et A260/A230 doivent être respectivement 
compris entre 1,8 - 2,0 et 2,0 - 2,2 pour définir les solutions d’acides nucléiques comme pures. 
Des ratios inférieurs indiquent la présence de contaminants dans les solutions d’acides 
nucléiques. 
  Les mesures ont été réalisées sur deux types d’appareils : le Nanodrop 2000/2500 
(ThermoScientific) et le Biophotomètre (Biophotometer plus, Eppendorf) avec l’utilisation 
d’une microcuvette (6138000.018, Eppendorf). Ces deux appareils sont capables de doser les 
acides nucléiques à partir de faibles quantités de solutions. Pour les deux types d’appareils, 
lors du dépôt de l’échantillon (1 µL) sur le piédestal de mesure, une colonne de liquide se 
forme et les mesures optiques se font à travers cette colonne.  
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 Électrophorèse à capillaire  
 L’évaluation de l’intégrité des ARN est une première étape pour obtenir des données 
d’expression de gènes significatives. Le Bioanalyseur 2100 (Agilent), mis à disposition par la 
plateforme @ BRIDGE-ICE (INRA, Jouy en Josas) a été utilisée pour effectuer les contrôles 
qualitatifs et quantitatifs des ARN. Cet instrument utilise des puces microfluidiques (Lab-on-
Chip) et la méthode est basée sur l’électrophorèse à capillaire. Cette méthode permet 
d’apprécier la qualité des ARN via la quantification des ARNr majoritaires dans les cellules 
procaryotes (80 % des ARN totaux d’une cellule) puisqu’il est impossible de détecter 
spécifiquement les ARNm. Le bioanalyseur effectue à la fois la séparation des constituants et 
la détection de ces derniers par mesure de leur fluorescence par cytométrie de flux. La qualité 
et l’intégrité des ARN sont évaluées par l’attribution d’un score de qualité, RIN (RNA 
Integrity Number), allant de 0 à 10, 0 étant attribué aux échantillons dont les ARN sont 
entièrement dégradés et 10 pour les échantillons intègres. Le RIN, attribué par un algorithme, 
est calculé par le logiciel en prenant en compte divers critères tels que le taux d’ARN total, la 
hauteur du pic 23S, la longueur de la région entre les pics 5 et 16S, la hauteur du marqueur de 
poids moléculaire.  
 Le kit Agilent RNA 6000 Nano a été utilisé et permet l’analyse par puce 
d’échantillons d’ARN dont la concentration est comprise entre 25 ng.µL
-1
 - 500 ng.µL
-1
. 
L’électrophorèse a été réalisée selon les instructions du fournisseur. Les échantillons ont 
préalablement été dilués afin d’être dans la gamme de concentration de la puce. Après avoir 
centrifugé le mélange de gel filtré (65 µL) et de fluorochrome (1 µL) à 13 000 x g pendant 
10 min, 9 µL de celui-ci ont été déposés dans les puits de la puce correspondant puis ce 
polymère de séparation (gel + fluorochrome) a été injecté dans le réseau de microcanaux à 
l’aide d’une seringue. Après l’ajout de 5 µL de tampon de charge dans l’ensemble des puits 
de la puce, 1 µL d’échantillon d’ARN, préalablement dénaturé à 70 °C pendant 2 min, a été 
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ajouté et 1 µL de marqueur de fluorescence a été ajouté dans le puits correspondant. Ce 
marqueur va permettre la détection des molécules de l’échantillon et ainsi permettre leur 
quantification par cytométrie en flux. La puce a ensuite été mélangée à l’aide d’un agitateur à 
2 400 rpm (IKA MS3), pendant 1 min puis a été introduite dans le bioanalyseur. 
4.3.3. Amplification des acides nucléiques par réaction de polymérisation en chaîne 
4.3.3.1. Amplification du gène codant pour l’ARNr 16S par PCR en point final 
 Le gène codant pour l’ARNr 16S est amplifié par réaction de polymérisation en chaîne 
(PCR - Polymerase Chain Reaction). Un cycle PCR se déroule en trois étapes : (1) 
dénaturation de l’ADN double brin pour obtenir des matrices d’ADN simple brin, (2) 
hybridation des amorces et (3) élongation des amorces par l’ADN polymérase et synthèse 
d’un nouveau brin d’ADN.  
 La région amplifiée de ce gène est la région V1-V3 (environ 540 pb) par les 
amorces 27F (AGAGTTTGATCCTGGCTCAG) et 534R (ATTACCGCGGCTGCTGG), 
décrites dans (Chaillou et al., 2014). Le mélange réactionnel contient 200 nM de chacune des 
deux amorces, 10 ng de matrice d’ADN à amplifier, 200 µM de chaque dNTP (N04465, 
Biolabs), du tampon (NH4)2SO4 1X (EP0402, Fermentas), 1,5 mM de MgCl2 (EP0402, 
Fermentas), 2,5 U de Taq Polymérase (EP0402, Fermentas), le tout complété avec de l’eau en 
quantité suffisante pour 50 µL. Les réactions PCR ont été réalisées dans le thermocycleur 
PTC 200 (MJ Research) selon le programme d’amplification suivant : dénaturation de l’ADN 
à 94 °C pendant 2 min suivie de 25 cycles d’amplification répétant 15 s à 94 °C, 30 s à 60 °C 
(température d’hybridation spécifique des amorces) et 1 min à 72 °C, puis une dernière 
élongation à 72 °C pendant 7 min. Trois réactions de PCR indépendantes ont été réalisées 
pour chaque échantillon. Les réactions d’amplification ont ensuite été vérifiées par exposition 
aux UV après 30 min de migration à 110 V sur gel d’agarose TAE (Tris-Acétate-EDTA) 1 X 
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contenant 0,001 % (v/v) de Bromure d’Ethidium (BEt, EU0070, Euromedex). Les produits 
PCR ont ensuite été purifiés en utilisant le kit de purification QIAquick (Qiagen), selon les 
instructions du fournisseur : 225 µL de tampon PB du kit ont été ajoutés à 45 µL de produit 
PCR. La solution a été transférée sur une colonne puis centrifugée à 17 900 x g pendant 1 min 
et 750 µL de tampon de lavage PE du kit ont été ajoutés sur la colonne. Après deux 
centrifugations successives à 17 900 x g pendant 1 min, les produits PCR ont été élués dans 
50 µL de tampon d’élution EB du kit (10 mM Tris : Cl ; pH 8,5). Les produits PCR purifiés 
ont été collectés après une dernière centrifugation à 17 900 x g pendant 1 min. Les trois 
produits PCR purifiés de chaque échantillon ont été mélangés de façon équimolaire. La 
qualité des produits PCR a ensuite été contrôlée par électrophorèse à capillaire d’ADN, le 
principe étant le même que celui décrit dans le paragraphe 4.3.2.3. Les produits PCR ont été 
conservés à – 20 °C.  
4.3.3.2. PCR quantitative en temps réel 
 La PCR en temps réel repose sur le même principe d’amplification spécifique de 
l’ADN, mais elle offre la possibilité de suivre en continu la quantité d’ADN synthétisé au 
cours de la réaction grâce à des marqueurs fluorescents : sondes fluorescentes ou agents se 
liant à l’ADN double brin. Les données de fluorescence sont collectées à chaque cycle de la 
PCR et représentent la quantité de produits amplifiés à cet instant. L’augmentation du signal 
fluorescent est directement proportionnelle à la quantité d’amplicons générés durant la 
réaction de PCR. Plus l’échantillon est concentré en molécules cibles, moins il faudra de 
cycles pour que le signal fluorescent soit significativement supérieur au bruit de fond. Ce 
point est défini comme le Ct (Cycle threshold) et apparait toujours au début de la phase 
exponentielle d’amplification.  
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 La PCR en temps réel (qPCR) a été utilisée pour quantifier des espèces cibles dans les 
chipolatas altérées. Le mélange réactionnel contenait 5 µL de matrice d’ADN (dilué au 1/10
e
), 
200 nM de chacune des deux amorces (dont l’efficacité vis-à-vis de l’espèce cible a été 
préalablement vérifiée), 10 µL de Mesa green (RT6SY2X-03, NRW00, Eurogentec), et de 
l’eau en quantité suffisante pour 20 µL. Les réactions d’amplification ont été réalisées dans le 
thermocycleur Mastercycler®ep realplex2 (Eppendorf) selon le programme d’amplification 
suivant : dénaturation de l’ADN à 95 °C pendant 2 min suivie de 25 cycles d’hybridation 
répétant 15 s à 94 °C, 30 s à 60 °C (température d’hybridation spécifique des amorces) et 
1 min à 72 °C, puis une dernière élongation à 72 °C pendant 1 min. La création des courbes 
de fusion en qPCR est une étape programmée supplémentaire à la fin des cycles 
d’amplification. À cette étape, la température passe de 60 °C à 95 °C en 20 min et l’intensité 
de fluorescence est mesurée en continu permettant ainsi de vérifier qu’il n’y a eu qu’un seul 
produit de PCR amplifié. Pour quantifier les espèces bactériennes dans les produits carnés 
(tous types de produits), des courbes de calibration ont été construites. Lors 
d’expérimentations précédentes, différentes espèces bactériennes ont été inoculées dans de la 
viande à des taux fixes (10
2
, 10
3
, 10
4
, 10
5
, 10
6
, 10
7 
et 10
8
 UFC.g
-1
). Les culots bactériens puis 
les ADN bactériens ont été extraits selon les méthodes décrites en 4.3.1 et 4.3.2.1. Les ADN 
ont ensuite été amplifiés à l’aide d’amorces spécifiques de chaque espèce bactérienne visée 
puis des courbes de calibration des Ct en fonction du taux d’inoculation [Ct=f(UFC.g
-1
)] ont 
été construites pour chaque espèce bactérienne. Les amorces choisies étaient des amorces 
spécifiques soit d’un gène présent en copie unique dans le chromosome bactérien (par 
exemple rpoB) ou soit d’un gène présent en plusieurs exemplaires sur le chromosome (gène 
codant pour l’ARNr 16S). Les résultats de ces courbes de calibration ont permis de générer 
deux équations génériques selon le type de gène amplifié (Tableau 6) :  
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Tableau 6 : équations mathématiques utilisées pour la quantification des bactéries dans les 
chipolatas à partir des valeurs Ct 
 
Équation 7 
Équation 8 
 
4.3.4. Techniques de séquençage à haut débit 
4.3.4.1. Séquençage des gènes codant pour l’ARNr 16S par la technologie 454 
 La technologie 454 est la première technique de séquençage à haut débit utilisée en 
microbiologie et restait en 2014 la technologie de référence pour le séquençage des gènes 
codant pour l’ARNr 16S. Développée par la société Roche Diagnostics, cette technique est 
basée sur l’amplification de l’ADN en émulsion (emPCR- PCR en émulsion) puis sur le 
pyroséquençage.  
 La première étape consiste à amplifier, par PCR, la région souhaitée du gène codant 
pour l’ARNr 16S (cf. 4.3.3.1) à l’aide d’amorces spécifiques formées de trois parties 
(Figure 7) : 
– des fragments complémentaires à la région à amplifier (cf. 4.3.3.1), primer F (forward) et 
primer R (reverse) 
– des adaptateurs (A et B) 
– une « étiquette » (MID, Multiplex Identifier) permettant d’identifier l’échantillon 
  
Type de sonde Équation mathématique 
Sonde 16S )
53,1
43,39
(
1. 

 
ct
egUFC  
Gène en copie unique )
44,1
98,40
(
1. 

 
ct
egUFC  
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Figure 7 : configuration PCR des gènes codant pour l’ARNr 16S 
Les deux premières portions sont communes à tous les échantillons, seule la troisième diffère 
et permet, lorsque plusieurs échantillons sont séquencés en même temps, de les différencier.  
 À l’issue de cette première étape d’amplification, les produits PCR purifiés sont 
mélangés à une solution contenant des microbilles sur lesquelles sont fixés des fragments 
oligonucléotidiques complémentaires aux séquences des adaptateurs. En respectant un ratio 
nombre de molécules d’ADN/nombre de billes, un fragment unique d’ADN peut se fixer sur 
une bille. Les différents réactifs nécessaires à une amplification par PCR (dNTP, polymérase) 
ainsi que de l’huile sont ajoutés, de façon à créer une émulsion au sein de laquelle une 
seconde étape d’amplification par emPCR est réalisée.  
 À l’issue de cette deuxième étape d’amplification, les billes, couvertes de milliers ou 
de millions de copies de l’amplicon de départ, sont déposées sur une plaque de plusieurs 
millions de puits dont les diamètres permettent de ne récupérer qu’une seule bille. C’est au 
sein de chacun de ces puits que va se dérouler la dernière étape : le pyroséquençage 
(Figure 8). Cette technique de séquençage repose sur la synthèse, base par base, d’un brin 
complémentaire au brin matrice. Un mélange réactionnel contenant les réactifs de PCR ainsi 
que 3 enzymes, l’ATP-sulfurylase, la luciférase et l’apyrase, et 2 autres réactifs, l’adénosine-
5’-phosphosulfate et la luciférine, est distribué dans chacun des puits. Les nucléotides (dNTP) 
sont séquentiellement délivrés. S’il y a incorporation d’un dNTP dans le brin d’ADN 
synthétisé par l’ADN-polymérase, un pyrophosphate (PPi) est libéré. En présence de 
MID
A
key
Primer F
Primer R
MID
B
key
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l’adénosine 5’-phosphosulfate, l’ATP-sulfurylase convertit chaque molécule de 
pyrophosphate en ATP qui est alors, couplé à la luciférine, utilisée par la luciférase pour 
former de l’oxyluciférine. Cette réaction génère un signal lumineux, dont l’intensité est 
proportionnelle au nombre de dNTP incorporés dans le fragment synthétisé. À la fin de la 
réaction, l’apyrase dégrade les nucléotides en surplus. Les signaux lumineux des différents 
puits sont captés simultanément et les séquences des amplicons peuvent ainsi être déterminées 
selon les ordres d’incorporation des dNTP et de l’intensité du signal lumineux produit.  
 
Figure 8 : représentation schématique des réactions enzymatiques ayant lieu lors du 
pyroséquençage 
 Le pyroséquençage est une technique qui permet de produire jusqu’à un million de 
séquences par réaction avec la technologie 454 GS-FLX++ et les séquences obtenues sont en 
moyenne de 700 pb. Depuis 2015, cette technologie de séquençage n’est plus proposée et est 
remplacée par des technologies dites « de troisième génération » telles que l’Ion torrent qui 
permet, entre autre, de déterminer une séquence d’ADN par lecture directe, sans aucune 
amplification.  
ATCTGTCGGTACCGATGGA--------
NCTACCT--------
Polymérase
dNTP
PPi
ATP
Oxyluciférase
ATP-
sulfurylase
LuciféraseLuciférine
Adénosine 5’-
phosphosulfateApyrase
(d) XMP Détection du signal
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 Dans le cadre de cette étude, les gènes codant pour l’ARNr 16S ont été amplifiés 
autour de la région V1-V3 (4.3.3.1) à l’aide d’amorces nucléotidiques spécifiques auxquelles 
ont été ajoutés les adaptateurs pour l’emPCR et un MID unique par échantillon (Tableau 7) : 
Tableau 7 : description des amorces utilisées pour l’amplification des gènes codant pour 
l’ARNr 16S autour de la région V1-V3 
Nom Adaptateurs A/B Key MID 27F/534R 
QEBP27F-
AMID01  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGACGAGTGCGTAGAGTTTGATCCTGGCTCAG  
QEBP534R-
BMID01 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGAGACGCACTCATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID02  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGATCAGACACGAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID02 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGCGTGTCTCTAATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID03  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGTCTCTATGCGAGAGTTTGATCCTGGCTCAG  
QEBP534R-
BMID03 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGCATAGTAGTGATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID04  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGATACGACGTAAGAGTTTGATCCTGGCTCAG  
QEBP534R-
BMID04 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGCGTCTAGTACATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID05  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGTGTACTACTCAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID05 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGCGTAGACTAGATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID06  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGTACTCTCGTGAGAGTTTGATCCTGGCTCAG  
QEBP534R-
BMID06 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGTCGTCGCTCGATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID07  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGACGCGAGTATAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID07 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGACTGTACAGTATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID08  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGAGCGTCGTCTAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID08 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGATAGAGTACTATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID09 
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGCAGTAGACGTAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID09 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGTACACACACTATTACCGCGGCTGCTGG 
QEBP27F-
AMID010  
CGTATCGCCTCCCTCGCGCCATCAGTACAGATCGTAGAGTTTGATCCTGGCTCAG 
QEBP534R-
BMID10 
CTATGCGCCTTGCCAGCCCGCTCAGTAGTGTAGATATTACCGCGGCTGCTGG 
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 Les 10 couples d’amorces ont été utilisés pour l’amplification et le séquençage des 
20 échantillons. Les amplicons 16S, 300 ng.µL
-1
, ont été séquencés par la technologie GS-
FLX ++ au sein de la plateforme de séquençage Eurofins Genomics (Edersberg, Allemagne) 
en deux run de réactions indépendants.  
4.3.4.2. Séquençage de l’ARN par la technologie Hiseq 2000/2500 
 L’ensemble des étapes décrites dans ce paragraphe a été réalisé par Eurofins Genomics 
(Edersberg, Allemagne).  
 Depuis 2010, la technologie Illumina et en particulier le HiSeq s’impose comme la 
nouvelle stratégie pour les analyses de séquences à haut débit et notamment pour le RNASeq. 
Cette technologie permet de produire jusqu’à 180 millions de lectures par réaction avec des 
séquences obtenues plus courtes que celles obtenues par la technologie 454, de l’ordre de 
200 pb. La technologie Hiseq repose sur l’amplification en pont (bridge PCR) des fragments 
d’ADNc puis sur un séquençage par synthèse (Figure 9).   
 La première étape consiste à préparer les librairies de séquençage. Les ARN à 
séquencer, ayant été rétrotranscrits en ADNc, sont aléatoirement fragmentés en séquences de 
150 à 400 pb. Des adaptateurs sont fixés à chaque extrémité des fragments d’ADNc puis ces 
derniers sont fixés sur une surface de verre, appelée flow-cell, par hybridation aux adaptateurs 
complémentaires présents à la surface de la plaque. À la suite de cette préparation, les 
fragments d’ADNc sont amplifiés par PCR en pont entre deux puits afin de former des ADNc 
double brin, structure qui est ensuite dénaturée. Le cycle d’amplification en pont (pont, 
amplification, dénaturation) recommence pour former à terme un regroupement d’ADNc en 
une zone dense appelée cluster.   
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 Le premier cycle de séquençage, également appelé extension de première base, 
consiste à incorporer les 4 nucléotides marqués par un fluorochrome simultanément sur les 
millions de clusters. Après excitation par un laser, la fluorescence émise par chaque cluster de 
fragments est captée et la première base est lue. Le cycle suivant continue en ajoutant les 4 
nucléotides marqués. Après excitation, la deuxième base est déterminée de la même façon. 
Les cycles de séquençage sont ainsi répétés pour déterminer la séquence des fragments 
d’ADNc et la lecture est réalisée simultanément pour l’ensemble des clusters du flow-cell. 
Ainsi, la taille du fragment est égale au nombre de cycle de séquençage.  
 
Figure 9 : séquençage des fragments d’ADNc par la technologie HiSeq 2000/2500 
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4.4. Analyses bio-informatiques et bio-statistiques 
4.4.1. Format des données de séquençage 
 Les données de séquençage (d’ARNr 16S et d’ARN) sont transmises au format 
FASTQ. Ce format textuel permet de stocker à la fois les données nucléotidiques et les scores 
de qualité associés au séquençage, encodés par un caractère ASCII (Figure 10).  
 
Figure 10 : format FASTQ des données de séquençage 
La première ligne (commençant par @) désigne l’identifiant de la séquence. La deuxième 
ligne désigne la séquence nucléotidique à laquelle est associé un score de qualité pour chaque 
base, en quatrième ligne. Ce score de qualité est calculé en prenant en compte la probabilité 
estimée du pourcentage d’erreur d’incorporation de la base. Historiquement créé pour le 
séquençage de Sanger, ce format FASTQ est largement utilisé par les différents séquenceurs, 
mais l’encodage du score de qualité peut prendre différentes formes selon la plateforme. 
Ainsi, les données de séquençage doivent être converties au format FASTQ-Sanger, format 
d’entrée pour de nombreux outils.  
 Les données de séquençage ont été converties à l’aide de l’outil FASTQGroomer 
(version 1.0.4, Blankenberg et al., 2010) disponible sur le portail Galaxy mis à disposition au 
sein de la plateforme Migale (INRA – Jouy en Josas).  
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4.4.2. Traitement et analyses de données métagénétiques d’amplicons 16S 
 À titre d’information, l’annexe 8.1 liste les programmes d’analyses bio-informatiques 
et les paramétrages utilisés pour traiter les données de 16S.  
4.4.2.1. Contrôle qualité des séquences d’amplicons 16S 
 Sur un fragment nucléotidique, les premières bases sont séquencées avec beaucoup de 
fiabilité, mais plus la lecture de la séquence avance moins le séquençage est précis. Le 
contrôle de la qualité des séquences obtenues est une étape primordiale pour s’assurer d’un 
bon clustering (regroupement) entre les différentes séquences. L’outil FastQC (version 0.10.0, 
disponible sur le portail Galaxy, Andrew, 2010) permet de générer un ensemble 
d’informations, et notamment des graphiques, sur la qualité des données de séquençage 
(Figure 11). Pour chaque échantillon, la fiabilité des nucléotides est évaluée en fonction de 
leurs positions sur la séquence grâce à la construction de boîtes à moustaches et de la courbe 
moyenne de qualité. La qualité des séquences est évaluée sur une échelle de 1 à 40, divisée en 
trois zones : de 29 à 40 : très bonne qualité, de 20 à 29 : qualité moyenne et en dessous de 20 : 
lectures de très mauvaise qualité. 
 
Figure 11 : score de qualité des nucléotides en fonction de leur position sur la séquence (ici de 
1 à 579) 
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La représentation graphique de la qualité de séquençage permet de déterminer quels sont les 
paramètres de trimming (réduction) et les filtres à appliquer pour ne conserver que les 
séquences de bonne qualité. Le trimming coupe la séquence nucléotidique selon le critère fixé 
tandis que le filtre supprime la séquence dans son intégralité.  
 Selon les résultats de qualité obtenus, les données issues du pyroséquençage ont été 
nettoyées en utilisant l’outil PRINSEQ, version 0.20.4 (Schmieder et Edwards, 2011) avec les 
options suivantes : absence de base ambigüe (N) ; longueur comprise entre 350 et 650 pb ; 
score de qualité minimum de 10 et un score de qualité moyenne supérieure à 20 ; une coupe à 
l’extrémité 3’ à un score de 25 et à la position 50.  
4.4.2.2. Regroupement des séquences en OTU (ou clustering) 
 L’étape suivante dans le traitement des données de séquençage des gènes 16S consiste 
à regrouper les séquences sur la base d’un seuil d’identité de similarité entre les séquences. Ce 
regroupement (ou cluster) est appelé OTU (Operational Taxonomic Unit) et représente une 
unité taxonomique. Il est admis qu’au seuil de 97 % d’identité de comparaison de séquences, 
le cluster représente l’estimation la plus proche de l’espèce bactérienne biologique.  
 Pour chaque échantillon, les séquences nettoyées ont été alignées puis regroupées à un 
seuil de 98 % d’identité en utilisant l’outil de la Ribosomal Database Projet II, RDP aligner 
(Cole et al., 2014), disponible en ligne.  
4.4.2.3. Détection et exclusion d’OTU chimériques 
 Un artefact majeur dans les données de séquençage des gènes 16S est la formation de 
séquences chimériques lors de l’amplification PCR des gènes codant pour l’ARNr 16S. Lors 
d’un cycle d’amplification, l’élongation d’une séquence peut être stoppée, générant un 
fragment oligonucléotidique de courte taille. Ce fragment va être utilisé en tant qu’amorce de 
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synthèse pour l’amplification d’une autre séquence. Ainsi le nouveau brin synthétisé sera le 
résultat de l’amplification de deux séquences d’ARNr 16S différentes, pouvant ne pas 
provenir de la même espèce bactérienne. Il est donc nécessaire d’exclure ces séquences afin 
de ne pas biaiser l’identification taxonomique des OTU.  
 L’outil Find Chimeras du logiciel Decipher (Wright et al., 2012), disponible en ligne, 
a été développé pour automatiser cette tâche. Il est basé sur l’analyse phylogénétique des 
séquences. Chaque séquence est évaluée en identifiant un ensemble de petits fragments qui 
sont rares dans le groupe phylogénétique auquel la séquence est assignée, mais fréquent dans 
d’autres groupes phylogénétiques. L’utilisation de l’outil en ligne est simple ; les séquences 
ont été téléchargées en format .fastq et les fichiers générés en format .txt contiennent les 
séquences chimériques détectées.  
4.4.2.4. Assignation taxonomique de chaque OTU 
 À l’issue du regroupement en clusters avec RDP, pour chaque OTU, la séquence 
représentative a été désignée comme celle ayant la somme des carrés des distances la plus 
faible entre les séquences de l’OTU et l’assignation taxonomique a été réalisée sur cette 
séquence représentative.  
 L’assignation taxonomique a été effectuée par un alignement BLASTN contre la base 
non redondante (nr99) de la base de données LTP (Living Tree Project) Silva, version 111 
(Quast et al., 2013). L’algorithme utilisé permet d’assigner les OTU jusqu’au niveau de 
l’espèce. Une deuxième assignation taxonomique a été réalisée, pour les OTU dont 
l’assignation taxonomique n’a pu être déterminée par la base LTP, à l’aide de l’outil SINA 
Aligner de la base de données Silva (Pruesse et al., 2012) et de la base de données EzTaxon 
(Kim et al., 2012) contenant les séquences des gènes codant pour les ARNr 16S d’espèces 
bactériennes non cultivables.  
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4.4.2.5. Quantification des OTU 
 À la suite de l’assignation taxonomique, une table d’abondance des OTU pour chaque 
échantillon a été créée. Pour pouvoir analyser et comparer l’abondance des OTU entre les 
échantillons, il faut normaliser les données afin de corriger les biais liés à la technique utilisée 
(e.g. profondeur de séquençage, amplification PCR). Il existe plusieurs méthodes de 
normalisation, mais toutes reposent sur un principe commun : déterminer, pour chaque 
échantillon, un facteur d’échelle qui sera utilisé en coefficient multiplicateur pour corriger le 
comptage de l’échantillon. Ici, les données brutes d’abondance pour chaque OTU ont été 
divisées par le ratio entre la profondeur de séquençage de l’échantillon et la profondeur 
médiane de séquençage de tous les échantillons, comme décrit dans Chaillou et al., (2015). 
Les résultats d’abondance normalisés ont ensuite été convertis en logarithme décimal. 
L’abondance des OTU, en fonction de la condition expérimentale considérée, a été 
représentée sous forme de diagramme en barres construit avec le package UsingR du logiciel 
R, version 2.0.5 (Verzani, 2015). 
4.4.2.6. Analyse de la diversité bactérienne 
 Richesse et estimation de la richesse 
 La richesse (S) se réfère au nombre d’espèces différentes présentes dans la 
communauté. Ainsi, pour chacune des 4 conditions expérimentales testées, nous avons 
compté le nombre d’OTU différent présents dans les échantillons. La richesse bactérienne des 
échantillons a été représentée sous forme de box-plots construits avec le package UsingR du 
logiciel R, version 2.0.5 (Verzani, 2015).  
 L’index du Chao1 est l’estimateur de richesse spécifique maximale le plus 
couramment utilisé et permet d’estimer le nombre d’OTU non observés à partir du nombre 
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d’OTU total et des OTU en faible abondance (singletons – 1 read, et doubletons – 2 reads) 
(Chao, 1984) : 
Équation 9 : Schao1 = Sobs + 
D2
S²

  
Avec Schao1 : la richesse estimée par l’index du Chao1 ; Sobs : la richesse observée ; S : les 
OTU singletons et D : les OTU doubletons. Cet estimateur a été calculé à l’aide d’un tableur 
pour chacun des 20 échantillons.  
 La représentation de la richesse spécifique par les courbes de raréfaction permet 
d’estimer si l’effort d’échantillonnage a été suffisant pour collecter exhaustivement les 
espèces présentes. Cette analyse a été menée en rapportant la richesse bactérienne (nombre 
d’OTU différents) des 20 échantillons en fonction de la profondeur de séquençage (nombre de 
lectures total par échantillon). Pour chaque condition expérimentale, une courbe de raréfaction 
(regroupant 5 échantillons) a été construite à l’aide de l’outil Phyloseq (McMurdie et Holmes, 
2013). 
 Équilibre d’abondance (evenness) 
 L’evenness est une deuxième mesure de la diversité d’une communauté bactérienne 
qui caractérise la régularité de la distribution des OTU au sein d’un échantillon. L’evenness a 
été calculé pour les 20 échantillons et correspond à la médiane (en log10) des différences 
d’abondance entre l’OTU dominant et les OTU sous-dominants. L’evenness a été représentée 
sous forme de box-plots construits avec le package UsingR du logiciel R, version 2.0.5 
(Verzani, 2015) 
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4.4.3. Pipeline d’analyse des données de RNAseq 
 À titre d’information, l’annexe 8.2 liste les programmes d’analyses bio-informatiques 
et les paramétrages utilisés pour traiter les données de RNAseq. 
4.4.3.1. Nettoyage des séquences 
 Comme dans le cas des données issues du pyroséquençage (4.4.2.1), la qualité des 
données de séquençage a été contrôlée à l’aide de l’outil FastQC (disponible sur le portail 
Galaxy). De même, l’outil Prinseq a été utilisé pour nettoyer les séquences selon les critères 
suivants : longueur minimale de 20 pb ; qualité moyenne supérieure à 20 ; absence de base 
ambigüe (N) et coupure à l’extrémité 3’ des nucléotides ayant une qualité inférieure à 10.   
 Les ARN ribosomaux sont les plus abondants dans les cellules bactériennes (~ 80 %). 
En amont du séquençage des ARN rétrotranscrits, le kit Ribo-Zero™ Magnetic kit 
(MRZMB126, Illumina) a été utilisé afin de dépléter les ARNr et de ne conserver que les 
ARNm. Cependant, une fraction des ARNr est résiduelle et est séquencée. Une deuxième 
déplétion des séquences d’ARNr a été réalisée après le séquençage. À l’aide de l’outil 
Ribopicker, version 0.4.3 (Schmieder et Edwards, 2011), les séquences ont été alignées contre 
la base de références Silva, version 119 (Quast et al., 2013) et les séquences correspondants à 
des ARNr ont été supprimées.  
4.4.3.2. Identification et quantification des transcriptomes 
 La seconde étape à l’analyse de données de RNAseq consiste à identifier les espèces 
bactériennes actives dans les chipolatas par alignement des séquences d’ARN contre des 
génomes bactériens de référence. Cette identification a été réalisée en deux étapes. 
Premièrement, les séquences ont été alignées contre une base très générique de génomes de 
référence (~ 470 génomes) sélectionnés pour inclure le nombre le plus large d’espèces. Ces 
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espèces ont notamment été identifiées, lors de travaux précédents, dans les produits carnés et 
les produits de la mer altérés (Chaillou et al., 2015). Cette base, actuellement dans sa 
version 7.0 (DB7, S. Chaillou, communication personnelle), construite depuis 2012, a consisté 
à l’intégration de génomes disponibles publiquement (Genome List au NCBI), mais résulte 
également d’un effort de séquençage, de la part de l’équipe Food Microbial Ecology (FME, 
INRA, Unité Micalis), de souches et d’espèces bactériennes pour lesquelles peu ou pas de 
génomes n’étaient disponibles publiquement. Les annotations fonctionnelles de chacun des 
génomes ont été extraites directement des fichiers de la base de données GenBank du NCBI 
(Benson et al., 2013) pour les génomes publics ou des annotations automatiques issus de la 
plateforme MicroScope du Génoscope (Evry, Vallenet et al., 2009) pour les génomes 
nouveaux non publiés.  
 L’ensemble des génomes a été regroupé dans un seul fichier pour créer la base de 
références DB7 qui comprend 470 références bactériennes (314 souches bactériennes, 
166 espèces bactériennes). La liste des références génomiques de cette base de données DB7 
est disponible dans l’annexe 8.3. Les séquences d’ARN ont ensuite été alignées contre cette 
base de données à l’aide de l’outil Bowtie2, version 2.2.6 (Langmead et Salzberg, 2012). Les 
fichiers de sortie de l’étape d’alignement sont en format .sam (Sequence Alignment/Map 
format), non exécutables. L’utilisation des outils Samtools (Li et al., 2009) a permis de 
convertir les fichiers d’alignement en fichiers exécutables. La table d’abondance (T1) des 
références génomiques en fonction des échantillons a été créée (Figure 12).  
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Figure 12 : représentation schématique de la table d’abondance brute T1 des 470 références 
génomiques de la base DB7 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; R1 à R470 : les 470 références génomiques de la DB7 ; nER : 
l’abondance de la référence R pour l’échantillon E ; Σ nE : la profondeur de séquençage 
(nombre de lectures) pour l’échantillon E et Σ nR : l’abondance totale de la référence 
génomique R.  
 La deuxième étape à l’identification des espèces actives dans les chipolatas a été 
réalisée en affinant l’abondance des références génomiques dans les échantillons. Une 
deuxième base de génomes bactériens a été créée (DBPVS) en sélectionnant les génomes pour 
lesquels les références génomiques avaient un alignement supérieur à 1 000 lectures et étaient 
présentes dans au moins trois échantillons. Les génomes sélectionnés ont été extraits de la 
base DB7 puis regroupés dans un fichier unique. Un deuxième alignement des séquences 
d’ARN contre cette base DBPVS a été réalisé, à l’aide de l’outil Bowtie2, les fichiers de 
sortie de l’alignement ont été convertis en fichiers exécutables à l’aide des outils Samtools et 
une deuxième table d’abondance des références génomiques (T2) en fonction des échantillons 
a été créée (Figure 13).  
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Figure 13 : représentation schématique de la table d’abondance brute T2 des 112 références 
génomiques de la base DBPVS 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; R1 à R112 : les 112 références génomiques de la DBPVS ; 
nER : l’abondance de la référence R pour l’échantillon E ; Σ nE : la profondeur de séquençage 
(nombre de lectures) pour l’échantillon E et Σ nR : l’abondance totale de la référence 
génomique R.  
Les références (chromosomiques et plasmidiques) de chaque souche bactérienne ont été 
ajoutées, les données d’abondance ont été normalisées sur la médiane puis converties en 
logarithme décimal. L’abondance des transcriptomes a été représentée par un graphique 
Krona (Ondov et al., 2011), créé à l’aide d’un modèle disponible en ligne pour les tableurs et 
sous forme de carte de chaleur construite avec l’outil heatmap.2 du package gplots2, 
version 3.0.1 (Wickham et al., 2013). Dans cette représentation, la distance entre les individus 
a été calculée par la distance euclidienne. On appelle distance euclidienne entre x et y la 
distance définie par :  
Équation 10 : )²(
m
1i
ii yxy)d(x,  

 
Les individus ont été regroupés selon la stratégie complete linkage où le regroupement est 
effectué par la plus grande distance entre les éléments de deux classes.  
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4.4.3.3. Identification et assignation fonctionnelle des gènes exprimés 
 La troisième étape à l’analyse de données de RNAseq consiste à identifier et quantifier 
les gènes exprimés dans chaque échantillon dans l’ensemble du métagénome. Les 
informations d’abondance de chaque gène ont été extraites à l’aide d’un catalogue de gènes de 
l’ensemble des références génomiques. Trois catalogues de gènes différents ont été construits. 
Le premier comporte l’ensemble des gènes des 64 souches bactériennes du métagénome. Pour 
construire ce catalogue de gènes, l’ensemble des séquences nucléotidiques des gènes ont été 
regroupées dans un fichier. Le deuxième catalogue de gènes comporte les clusters de gènes 
orthologues des souches de L. sakei et enfin le troisième catalogue de gènes comporte les 
clusters de gènes orthologues des souches de Serratia spp.  
 Clusters de gènes orthologues 
 Le clustering consiste à regrouper les gènes orthologues des différents génomes selon 
un seuil d’identité défini (Figure 14) : 
 
Figure 14 : représentation schématique d’un gène orthologue 
Avec réf1 à réf112 : les références génomiques de la base DBPVS ; g1 à gx : les gènes des 
références génomiques. Ainsi, le nombre de reads du gène g1= g1réf1 + g1réf2 + g1réfx.  
Pour définir le seuil d’identité de regroupement des gènes de L. sakei, nous avons aligné (par 
blastn) les séquences nucléotidiques de 11 gènes de ménage (ldhL, recA, dnaK, glpF, hemN, 
réf1 réf2 réf112
g1 g2 g3 g1 g4 g5 g1 g3 gx
g1: gène orthologue g3: gène orthologue
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tuf, pepV, rpoB, dnaA, atpA et gapA) des 7 souches de L. sakei. Le résultat de ces alignements 
nous a permis de définir un seuil d’identité pour L. sakei de 95 % sur 80 % de la longueur des 
séquences. Pour réaliser le clustering, nous avons compilé dans un seul fichier les séquences 
nucléotidiques de l’ensemble des gènes des souches de L. sakei, en mettant la souche 
L. sakei 23K en premier. L’ordre des souches a de l’importance pour l’identification de la 
référence de chaque cluster. Le clustering des gènes (sur la base des séquences 
nucléotidiques) a ensuite été réalisé à l’aide de l’outil cdhit (Li et Godzik, 2006) qui 
fonctionne de la façon suivante : le premier gène sert de référence au premier cluster (donc le 
premier gène de L. sakei 23K). Le deuxième gène est aligné contre le premier. Si le 
pourcentage d’alignement est supérieur au seuil fixé, le deuxième gène est orthologue au 
premier. Si au contraire, le pourcentage d’alignement est inférieur au seuil, ce deuxième gène 
n’est pas considéré comme gène orthologue et se trouve dans un deuxième cluster. Et ainsi de 
suite, chaque gène (pris dans l’ordre d’incorporation du fichier compilé) est aligné contre la 
référence de chaque cluster.  
Pour définir le seuil d’identité de regroupement des gènes de Serratia spp. nous avons aligné 
les séquences protéiques (plus conservées que les séquences nucléotidiques) des 11 gènes de 
ménage cités précédemment, des 9 souches de Serratia spp. Le résultat de ces alignements 
nous a permis de définir un seuil d’identité pour Serratia spp. de 80 % sur 80 % de la 
longueur des séquences. Pour réaliser le clustering, nous avons compilé dans un seul fichier 
les séquences protéiques de l’ensemble des gènes des souches de Serratia, en mettant la 
souche S. proteamaculans MFPA44A14-01 en premier. 
 Catalogues de gènes 
 La procédure décrite ci-dessous est la même pour les trois catalogues de gènes (gènes 
du métagénome, clusters de gènes orthologues de L. sakei et clusters de gènes orthologues de 
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Serratia spp.). Les catalogues, au format gff3 [general feature format, version 3 (Stein, 
2013)], recensent pour chaque gène l’ensemble des informations nécessaires pour caractériser 
les séquences (Figure 15). Ainsi, chaque gène (en ligne) est décrit par cinq informations 
obligatoires. En colonne 1 est indiqué le génome d’origine ; en colonne 3, le type du gène ; en 
colonnes 4 et 5, les coordonnées de position du gène sur le génome et en colonne 9, le locus-
tag du gène (locus-tag du gène quand il n’y a pas eu de clustering ou locus-tag de la référence 
du cluster auquel le gène appartient) 
 
Figure 15 : extrait d’un catalogue de gènes au format gff3 
 Les fichiers (au format .sam) de sortie de l’alignement des séquences contre la base de 
données DBPVS contiennent les positions exactes d’alignement sur les génomes. L’outil 
Bedtools coverage, version 2.26.0 (Quinlan et Hall, 2010) identifie les gènes en croisant les 
informations d’alignement avec les informations descriptives présentes dans les catalogues de 
gènes. Ainsi, pour chaque échantillon, une liste de chacun des gènes avec leur abondance 
respective a été générée puis une troisième table d’abondance (T3) des gènes exprimés en 
fonction des échantillons a été créée (Figure 16). Trois tables d’abondances ont donc été 
créées, une table d’abondance pour les gènes du métagénome, une pour les clusters de gènes 
orthologues de L. sakei et une pour les clusters de gènes orthologues de Serratia spp.  
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Figure 16 : représentation schématique des tables d’abondance des gènes exprimés en 
fonction des échantillons 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; g1 à gx : les gènes du catalogue de gènes ; nE : l’abondance 
du gène g pour l’échantillon E ; Σ nE : la profondeur de séquençage (nombre de lectures) pour 
l’échantillon E et Σ ng : l’abondance totale du gène g.  
 Description et classification fonctionnelle 
 La description et la classification fonctionnelle de chaque gène exprimé ont été 
extraites à partir de l’annotation automatique des génomes disponible sur la plateforme 
MicroScope du Génoscope (Evry, Vallenet et al., 2009).  
4.4.3.4. Analyse différentielle de l’expression des gènes exprimés 
 La dernière étape de l’analyse de données de RNAseq consiste à identifier et comparer 
les niveaux d’expression de chaque gène entre deux ou plusieurs conditions. Un gène est 
déclaré différentiellement exprimé si son niveau d’expression est significativement (p < 0,05) 
différent d’une condition à l’autre. Les grandes étapes de l’analyse différentielle sont : la 
normalisation des données, l’analyse différentielle et les tests multiples. Le package DESeq2 
version 1.10.1 (Love et al., 2014), utilisé dans ces travaux, intègre toutes ces étapes, décrites 
ci-après.  
  
E1 … E16
g1
…
gx
nE1,g1
…
nE1,gx
…
…
nE16,g1
…
nE16,gx
Σ ng1
…
Σ ngx
Σ nE1 … Σ nE16
16 échantillons
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 Normalisation des données 
 Avant de normaliser les données, un filtre de sélection des gènes est appliqué. Il s’agit 
de ne conserver que les gènes répondant à certains critères : abondance totale, prévalence, 
nombre minimum de lectures, etc. Dans le cadre de cette étude, les gènes pour lesquels le 
comptage total est nul ont été supprimés. 
La normalisation DESeq, incluse dans le package DESeq2, se base sur la moyenne 
géométrique d’expression des gènes dans chaque échantillon. La normalisation des comptages 
est réalisée selon la procédure, en 3 étapes, décrite ci-dessous :  
 1. La moyenne géométrique des comptages de chaque gène est calculée créant un 
pseudo-échantillon composé des comptages moyens de chaque gène (Figure 17) : 
 
Figure 17 : calcul de l’abondance moyenne (moyenne géométrique) de chaque gène 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; g1 à gx : les gènes du catalogue de gènes ; Ag : la moyenne 
géométrique des comptages du gène g.  
 2. Chaque comptage est divisé par le comptage du pseudo-échantillon du gène 
considéré puis la médiane des ratios obtenus pour chaque échantillon est calculée 
(Figure 18) : 
1. E1 … E16 Pseudo-échantillon
g1
…
gx
nE1,g1
…
nE1,gx
…
…
…
nE16,g1
…
nE16,gx
A1= (nE1,g1  …  nE16,g1)
1/16
…
Ax= (nE1,gx  …  nE16,gx)
1/16
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Figure 18 : calcul du facteur de normalisation 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; g1 à gx : les gènes du catalogue de gènes ; Ag : la moyenne 
géométrique des comptages du gène g ; ME : la médiane des ratios obtenus pour l’échantillon 
E.  
 3. La médiane calculée pour chaque échantillon est le facteur de normalisation par 
lequel tous les comptages seront multipliés (Figure 19) :   
 
Figure 19 : multiplication de chaque comptage par le facteur de normalisation 
Avec E1 à E16 : les 16 échantillons ; g1 à gx : les gènes du catalogue de gènes ; ME : la médiane 
des ratios obtenus pour l’échantillon E.  
 Analyse différentielle 
 L’analyse différentielle consiste à tester l’hypothèse nulle selon laquelle le rapport des 
moyennes d’expression entre les deux conditions (FoldChange) est exactement égal à zéro, 
autrement dit, l’expression du gène n’est pas affectée par l’une ou l’autre des conditions. Il 
existe différentes méthodes statistiques pour identifier les gènes différentiellement exprimés 
2. E1 … E16
g1
…
gx
(nE1,g1)/A1
…
(nE1,gx)/Ax
…
…
…
(nE16,g1)/A1
…
(nE16,gx)/Ax
ME1=Me(nE1,g/A) … ME16=Me(nE16,g/A)
3. E1 … E16
g1
…
gx
(nE1,g1)  ME1
…
(nE1,gx)  ME1
…
…
…
(nE16,g1)  ME16
…
(nE16,gx)  ME16
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par exemple le test du rapport de vraisemblance ou encore le test exact de Fisher 
(Fisher 1922). Cependant, lorsque les données de comptage de RNAseq suivent une 
distribution binomiale négative, le test de Wald (Wald, 1943) est le test le plus puissant et le 
plus utilisé pour détecter les gènes exprimés de manière différentielle. La p-valeur associée à 
ce test est la probabilité d’obtenir une valeur au moins aussi extrême que celle que l’on 
observe si l’hypothèse nulle est vraie.  
 L’outil DEseq2 teste pour chaque gène individuellement la différence d’expression 
entre les deux conditions. Pour cette analyse, il est nécessaire de définir la condition de 
référence qui va permettre d’identifier l’influence de la condition expérimentale sur 
l’expression (sur ou sous-exprimée) du gène par rapport à la condition de référence. Ainsi, les 
échantillons avec 2,0 % de NaCl ont été définis comme étant la condition de référence afin 
d’évaluer l’influence de la réduction de la teneur en sel (échantillons à 1,5 % de NaCl) sur 
l’expression des gènes. 
 Tests multiples 
 Il existe cependant une probabilité non nulle (risque de première espèce α) de détecter 
de faux positifs. En effet, dans le cas des données de RNAseq où le test statistique est répété 
des millions de fois, le risque de rejeter l’hypothèse nulle augmente d’autant plus, autrement 
dit, la probabilité d’identifier à tort un gène différentiellement exprimé est élevée. Ainsi, pour 
contrôler la proportion de gènes différentiellement exprimés (p < 0,05), il existe deux 
méthodes d’ajustement : la méthode de Bonferroni et la méthode de Benjamini-Hochberg 
(Hocherberg et Benjamini, 1990). La première procédure consiste à contrôler le Family Wise 
Error Test (FWER) au niveau de test, c’est-à-dire la probabilité d’avoir au moins un « faux-
positif ». Chacun des tests est réalisé à un taux de α/G où α est le niveau de chacun des tests 
(en général 5 %) et G le nombre total de tests effectués. La procédure de Benjamini-Hochberg 
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consiste à contrôler le False Discovery Rate (FDR) au niveau de test, c’est-à-dire la 
proportion de « faux positifs » dans les gènes déclarés différentiellement exprimés. La p-
valeur corrigée selon la procédure de Benjamini-Hochberg est définie par : pBH = min (p* 
nbp/j, 1) où p étant la p-valeur d’origine, nbp le nombre de p-valeurs calculées au total et j le 
rang de la p-valeur lorsque les p-valeurs sont rangées par ordre croissant. Il est moins 
conservatif de contrôler une proportion qu’un risque, ainsi le nombre de gènes 
différentiellement exprimés sera identifié après ajustement par la méthode de Benjamini-
Hochberg.  
 Ainsi, les gènes déclarés différentiellement exprimés sont ceux dont la p-value ajustée 
est inférieure au niveau de test fixé (5 %). Ces gènes ont été représentés par des volcano-plot, 
dont l’outil permettant cette représentation est disponible dans le package DESeq2. 
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5. RÉSULTATS 
5.1. Stratégie expérimentale pour évaluer les impacts de la réduction de 
sel sur la communauté bactérienne des chipolatas associée à l’altération 
 Lors de ces travaux, nous avons évalué les impacts de la réduction de sel sur le 
développement des communautés bactériennes altérantes et de Salmonella ser. Typhimurium 
dans les chipolatas. Pour établir les interactions entre les communautés bactériennes et le 
développement de l’altération des chipolatas, nous avons mis en place trois niveaux 
d’analyses : caractérisation de l’altération, description de la diversité de la communauté 
bactérienne couplée à la quantification des espèces et mesure des fonctions métaboliques de 
cette communauté. Les résultats des deux premiers niveaux d’analyses sont présentés dans la 
partie 5.2 de ce chapitre et le troisième niveau est présenté dans la partie 5.3. Cependant, la 
démarche expérimentale a été élaborée selon une stratégie commune (Figure 20) que nous 
présentons dans cette première partie.  
 
Figure 20 : représentation schématique de la stratégie expérimentale mise en œuvre pour 
l’analyse de l’altération et de la communauté bactérienne des chipolatas 
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 Les chipolatas de porc crues ont été fabriquées selon le plan expérimental à 4 
conditions incluant deux concentrations en NaCl (2,0 % et 1,5 %) et deux types de 
conditionnement (MAP - 50 % de CO2 + 50 % de N2 et VPA - sous vide). Les chipolatas ont 
été conservées à 8 °C pendant 21 jours (cf. matériels et méthodes, paragraphes 4.1.1.1 et 
4.1.3.1 pour plus de précisions). Pour prendre en compte la variabilité microbiologique de la 
viande utilisée, 10 lots indépendants [10 lots de viande (matières premières) différents, de 
B01 à B10] ont été fabriqués. 
 Après cette période de stockage de 21 jours, l’altération des chipolatas a été 
caractérisée par des méthodes sensorielles (description de l’aspect et des odeurs produites) et 
physico-chimiques (mesures de la couleur, de la production de gaz et d’exsudat et du pH) en 
comparaison avec des échantillons frais non altérés (T0), conservés à - 20 °C pendant 21 
jours.  
 Pour décrire la communauté bactérienne des chipolatas, nous avons choisi d’utiliser 
une méthode globale, pyroséquençage des gènes codant pour l’ARNr 16S (région V1-V3),  
combinée à de la quantification par PCR quantitative (qPCR). Au vu des coûts de séquençage, 
nous avons fait le choix de caractériser la diversité bactérienne de 20 échantillons des 
lots B04, B05, B06, B08 et B10 parmi le large plan expérimental réalisé. Ce choix a été fait 
selon les critères physico-chimiques et sensoriels des chipolatas altérées qui étaient 
semblables et sur le fait que certains lots ont été défectueux à l’une des étapes (lot B01 : 
problème technique dans l’extraction des acides nucléiques, lot B09 : teneur en sel identique 
dans tous les échantillons, lots B02 et B03 : mélange d’épices différent des autres lots de 
fabrication, lot B07 semblable au lot B08). À 21 jours de conservation, les ADN bactériens 
des 20 échantillons ont été extraits directement des chipolatas, les régions V1-V3 des gènes 
codant pour l’ARNr 16S ont été amplifiées puis séquencées par la technologie de 
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pyroséquençage 454 (cf. matériels et méthodes, paragraphes 4.3.2.1, 4.3.3.1 et 4.3.4.1 pour 
plus de précisions).  
 Pour caractériser les activités métaboliques de la communauté bactérienne après 21 
jours de conservation, nous avons décrit les activités transcriptionnelles de cette communauté 
par séquençage des ADNc. L’ensemble des ARN bactériens des 10 lots de fabrication n’a pu 
être séquencé. Pour assurer une sécurité minimale, dans le cas où une répétition ne serait pas 
exploitable, nous avons fait le choix d’analyser 4 répétitions par condition, soit 4 lots de 
fabrication (4 lots x 4 conditions). Le choix des lots a été fait selon deux critères : (1) 
utilisation des lots utilisés pour la description de la diversité bactérienne par pyroséquençage 
des gènes 16S et (2) la qualité des ARN de ces lots. Ainsi ont été séquencés les lots B04, B05, 
B06 et B07 ; les ARN du lot B08 étant dégradés, le choix s’est porté sur les échantillons du 
lot B07 ayant des caractéristiques d’altération (sensorielles et physico-chimiques) proches. Le 
lot B10 a été écarté car il était différent (sensoriellement) des autres lots. Après rétro-
transcription des ARN extraits en ADNc, ces derniers ont été séquencés par la technologie 
Hiseq 2000/2500 (cf. matériels et méthodes, paragraphes 4.3.2.2 et 4.3.4.2 pour plus de 
précisions). 
 
  5. Résultats 
-107- 
 
5.2. La réduction de sel dans les chipolatas augmente l’altération tout en 
réduisant la diversité bactérienne 
5.2.1. Hypothèses et objectifs 
 Dans les produits de charcuterie, la baisse de sel va engendrer une modification de 
l’environnement (du produit) et des communautés bactériennes présentes dans le produit. Par 
conséquent, ce changement au sein des communautés risque d’impacter le développement de 
l’altération. Les objectifs de ces travaux étaient (1) de décrire les communautés bactériennes 
des chipolatas, (2) de corréler ces communautés aux observations d’altération et (3) de 
mesurer l’impact du sel sur ces deux paramètres dans des conditions d’atmosphère définies.  
5.2.2. Méthodologie 
 La stratégie mise en place pour répondre à ces objectifs est présentée dans la section 
5.1. et le détail des expérimentations est présenté dans l’ensemble du chapitre 0, matériels et 
méthodes. 
5.2.3. Principaux résultats 
 Les résultats de ces travaux ont fait l’objet d’une publication présentée page 109 et 
quelques résultats principaux sont présentés dans cette section. Après 21 jours de conservation 
à 8 °C, l’ensemble des chipolatas, quelle que soit la teneur en sel ou le type de 
conditionnement et quel que soit le lot, était altéré, mais à des degrés différents. Les 
échantillons avec la teneur réduite en sel ont montré un degré d’altération supérieur comparé à 
leurs homologues non réduits en sel et ces données étaient corrélées à une augmentation de la 
production d’exsudat et à une légère baisse de pH. Le type de conditionnement modifiait 
fortement les odeurs d’altération identifiées ; les odeurs rances étaient principalement 
associées au conditionnement sous vide tandis que le conditionnement sous atmosphère 
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modifiée était caractérisé par la production d’odeurs aigres. De plus, les données sensorielles 
ont permis d’identifier un gradient d’altération allant de la combinaison VPA et 2,0 % de sel, 
où les odeurs des échantillons étaient proches de celles des échantillons témoins (non altérés) 
à la combinaison MAP et 1,5 % de sel qui présente les plus fortes intensités d’altération.  
 Par les dénombrements sur les milieux de culture, nous avons montré que la 
population bactérienne totale viable des chipolatas altérées était d’au moins 8 log10 UFC.g
-1
 
de chipolatas. Cependant, les variations d’intensité d’altération n’ont pu être corrélées à la 
charge bactérienne totale puisqu’aucune différence de taux de population n’a pu être observée 
selon les conditions de sel et d’atmosphère de conditionnement. Ceci indique donc que les 
différences d’altération observées ne sont pas liées à la charge microbienne totale, mais sont 
plutôt liées à une différence de diversité bactérienne dans les échantillons.  
 L’analyse comparée de la richesse bactérienne (nombre total d’OTU différents) a 
révélé que le conditionnement sous vide permettait de maintenir une richesse bactérienne plus 
élevée que le conditionnement sous atmosphère modifiée, 22 ± 6 OTU versus 16 ± 4 OTU 
respectivement. La réduction de la teneur en sel n’a, quant à elle, pas affecté de manière 
significative la richesse bactérienne des chipolatas après 21 jours de conservation.  
  L’écosystème bactérien des chipolatas est constitué d’un noyau principal bactérien 
composé de 6 OTU dominants et conservés dans 90 % des échantillons : L. sakei, L. piscium, 
C. divergens, C. maltaromaticum, S. proteamaculans et B. thermosphacta. En dessous de ce 
noyau principal dominant, un ensemble de 13 OTU sous-dominants a également été détecté à 
des abondances relatives plus faibles et à une fréquence de détection plus modérée (> 30 % 
des échantillons). Nous avons observé que (1) le taux de population des espèces du noyau 
principal est moins affecté par le type de conditionnement que par la réduction de la teneur en 
sel, (2) l’effet de ces deux facteurs était espèce-dépendant et (3) la réduction de la teneur en 
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sel induisait plus de changement d’abondance (diminution de l’abondance) dans le noyau sous 
dominant que le type de conditionnement. 
 Ces résultats démontrent que la réduction de la teneur en sel n’affecte pas la richesse 
bactérienne des chipolatas altérées, mais entraine un déséquilibre d’abondance entre les 
différentes espèces bactériennes et notamment entre les espèces majoritaires appartenant à 
l’ordre des Lactobacillales et celles de la famille des Enterobacteriaceae minoritaires.   
5.2.4. Reducing salt in raw pork sausages increases spoilage and correlates with 
reduced bacterial diversity 
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5.2.5. Conclusion et perspectives 
 Ces travaux montrent les effets d’une modification de la composition des chipolatas 
(baisse de la teneur en sel) et des conditions de stockage (atmosphère de conservation) sur la 
diversité bactérienne des produits. Par la méthode globale utilisée, nous avons pu discriminer 
la population bactérienne dominante de la population sous-dominante et pour la première fois, 
nous avons identifié que la réduction de la teneur en sel impactait l’abondance des espèces 
sous-dominantes. La réduction de la teneur en sel entraîne, non pas une augmentation de 
l’abondance des espèces dominantes, mais plutôt une diminution de l’abondance des espèces 
sous-dominantes. Ces résultats sont novateurs par rapport à ce qui a pu être réalisé dans des 
études précédentes où les impacts de la réduction de sel ont été étudiés en ciblant une ou 
plusieurs espèces cibles dominantes.  
 Les travaux montrent également le lien entre la baisse de diversité observée dans les 
chipolatas à teneur réduite en sel et conditionnées sous atmosphère modifiée en fin de 
conservation et le développement plus important de l’altération dans ces conditions. Les 
différences d’altération observées en lien avec les modifications d’abondance des populations 
suggèrent des activités métaboliques différentes des communautés bactériennes tout au long 
de la conservation des produits. 
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5.3. La réduction de la teneur en sel impacte les activités métaboliques 
des espèces sous-dominantes de la communauté bactérienne des 
chipolatas 
5.3.1. Hypothèses et objectifs 
 L’étude précédente a mis en évidence que le sel modifiait l’abondance des espèces 
bactériennes sous-dominantes des chipolatas après 21 jours de conservation et que cette baisse 
de diversité était corrélée à une intensité d’altération des chipolatas plus importante. De ces 
faits, cette modification d’abondance suggère une modification des activités métaboliques 
bactériennes qui pourraient être en lien avec les défauts d’altération observés. De plus, la 
nature de l’altération des chipolatas est différente selon l’atmosphère de conditionnement et 
l’utilisation d’atmosphère modifiée diminue la richesse bactérienne des échantillons. Les 
différences d’altération observées suggèrent également des différences d’activités 
métaboliques bactériennes.  
 Les objectifs de cette étude étaient (1) d’identifier les espèces bactériennes 
métaboliquement actives après 21 jours de conservation, (2) d’identifier les gènes exprimés et 
les fonctions métaboliques affectées par la réduction de la teneur en sel et (3) de déterminer 
les liens entre les fonctions métaboliques bactériennes et les défauts d’altération observés à 
21 jours de conservation.   
5.3.2. Démarche expérimentale  
 Pour répondre à ces objectifs, nous avons fait le choix d’analyser les activités 
transcriptionnelles, par RNAseq, de la communauté bactérienne des chipolatas altérés. Cette 
méthode d’investigation consiste en une évaluation qualitative et quantitative des gènes 
exprimés par la communauté bactérienne à un temps donné et permet d’avoir accès aux 
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activités transcriptionnelles bactériennes après 21 jours de conservation. Ces analyses ont été 
réalisées à partir du même plan d’expérience que celui utilisé pour la caractérisation de la 
communauté bactérienne des chipolatas altérées (cf. paragraphe 5.1).  
5.3.3. Stratégie d’analyse des données RNAseq et résultats de séquençage  
 L’utilisation du RNAseq dans les produits alimentaires est une approche à ce jour peu 
connue, c’est pourquoi nous souhaitons dans un premier temps présenter la stratégie d’analyse 
de RNAseq que nous avons élaborée. Cette démarche d’analyse a été réalisée en plusieurs 
étapes présentées dans la Figure 21. Chacune des étapes est décrite à la suite de la figure. 
 
Figure 21 : stratégie d’analyse des données de RNAseq 
Les éléments indiqués dans la colonne A sont les étapes de l’analyse RNAseq et les éléments présentés 
dans la colonne B sont les bases de données utilisées ou construites à chacune des étapes.  
Analyse exploratoire : sélection des génomes 
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Identification des gènes exprimés
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différentiellement exprimés
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5.3.3.1. Étape 1 : extraction des ARN et séquençage des ADNc 
 Les ARN bactériens totaux ont été extraits in situ à partir des chipolatas altérées. La 
méthode d’extraction utilisée (méthode au Trizol) a permis d’extraire des quantités d’ARN 
suffisantes pour le séquençage, de 290 ng.µL
-1
 à 4 730 ng.µL
-1
, en conservant une bonne 
intégrité ; les RIN (RNA Integrity Number) étaient compris dans une plage allant de 6,3 à 10. 
 Pour les 16 échantillons, la profondeur de séquençage (nombre total de séquences) est 
comprise entre 12 et 29 millions de séquences (Tableau 8). La profondeur de séquençage que 
nous souhaitions par échantillon était au moins de 15 millions de séquences, car cette 
profondeur de séquençage permettait de disposer de suffisamment de séquences par gène sur 
une échelle de 3log10 entre les gènes les plus abondants et les moins abondants. Par exemple, 
si l’on considère un génome de 2 500 gènes, à 15 millions de lectures, chaque gène peut être 
représenté par 4 000 lectures (400 pour une espèce dont l’abondance est inférieure d’un 
facteur 10, 40 à un facteur 100 et 4 à un facteur 1 000, seuil en dessous duquel l’analyse ne 
peut plus être réalisée).  
5.3.3.2. Étapes 2 et 3 : nettoyage des séquences et déplétion des séquences d’ARNr 
 Après le séquençage, les séquences de mauvaise qualité ont été supprimées et celles 
correspondant à des séquences d’ARN ribosomaux ont été déplétées (cf. matériels et 
méthodes, paragraphe 4.4.3.1 pour plus de précisions). De ce nettoyage, 74 % des séquences 
brutes ont été conservées (Tableau 8) et la suite de l’analyse sera réalisée sur ces séquences 
nettoyées. 
5.3.3.3. Étape 4 : Analyse exploratoire 
 Notre stratégie d’alignement pour identifier les gènes exprimés se divisait en deux 
étapes. La première, dite exploratoire, avait pour objectif de sélectionner parmi
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Tableau 8 : données de séquençage et d’alignement des séquences des 16 échantillons contre les génomes bactériens de référence 
                                                 
a
 MAP = sous atmosphère modifiée ; VPA = sous vide ; 15 = 1,5 % de NaCl ; 20 = 2,0 % de NaCl 
b
 Nombre de séquences s’alignant contre les génomes bactériens de référence de la base DB7 exprimé en nombre de séquences et en pourcentage par rapport au nombre de 
séquences obtenues après nettoyage 
c
 Nombre de séquences s’alignant contre les génomes bactériens de référence de la base DBPVS exprimé en nombre de séquences et en pourcentage par rapport au nombre de 
séquences obtenues après nettoyage 
d
 Nombre de séquences s’alignant contre le génome de Sus scrofa exprimé en nombre de séquences et en pourcentage par rapport au nombre de séquences obtenues après 
nettoyage 
Nom de l’échantillon 
(conditionnement_lot_sel)
a
 
Nombre de 
séquences brutes 
Nombre de 
séquences obtenues 
après nettoyage et 
déplétion des ARN 
ribosomaux 
Nombre de 
séquences s’alignant 
contre la base de 
référence DB7
b
 
Nombre de 
séquences s’alignant 
contre la base de 
référence DBPVS
c
 
Nombre de 
séquences s’alignant 
contre le génome de 
Sus scrofa
d
 
MAP_B04_15 12 125 052 8 574 885 (71 %) 2 117 296 (25 %) 2 094 004 (24 %) 6 009 058 (70 %) 
MAP_B05_15 12 929 442 9 836 650 (76 %) 4 604 311 (47 %) 4 547 190 (46 %) 4 630 392 (47 %) 
MAP_B06_15 19 600 564 13 511 255 (69 %) 2 699 405 (20 %) 2 659 354 (20 %) 10 306 717 (76 %) 
MAP_B07_15 13 729 639 11 112 268 (81 %) 6 156 847 (55 %) 6 064 663 (55 %) 4 517 964 (41 %) 
MAP_B04_20 13 712 211 9 884 563 (72 %) 2 456 858 (25 %) 2 426 577 (25 %) 6 756 026 (68 %) 
MAP_B05_20 20 227 367 15 547 174 (77 %) 8 638 200 (56 %) 8 524 818 (55 %) 5 897 399 (38 %) 
MAP_B06_20 15 390 632 11 765 880 (76 %) 1 920 250 (16 %) 1 891 013 (16 %) 9 323 994 (79 %) 
MAP_B07_20 15 354 574 11 000 286 (72 %) 3 733 488 (34 %) 3 671 980 (33 %) 6 587 385 (60 %) 
VPA_B04_15 13 144 512 9 581 059 (73 %) 2 940 425 (31 %) 2 891 785 (30 %) 5 929 107 (62 %) 
VPA_B05_15 16 217 250 12 772 579 (79 %) 8 057 133 (63 %) 7 978 208 (62 %) 4 155 679 (33 %) 
VPA_B06_15 14 670 597 10 072 396 (69 %) 2 290 139 (23 %) 2 268 112 (23 %) 7 318 868 (73 %) 
VPA_B07_15 15 315 100 11 802 127 (77 %) 5 627 481 (48 %) 5 529 819 (47 %) 5 534 082 (47 %) 
VPA_B04_20 13 610 389 9 424 881 (69 %) 2 188 217 (23 %) 2 154 957 (23 %) 6 438 446 (68 %) 
VPA_B05_20 29 164 930 22 534 612 (77 %) 12 582 079 (56 %) 12 470 927 (55 %) 8 778 011 (39 %) 
VPA_B06_20 18 868 452 13 589 499 (72 %) 4 804 407 (35 %) 4 751 287 (35 %) 8 119 785 (60 %) 
VPA_B07_20 14 668 968 10 525 676 (72 %) 2 436 493 (23 %) 2 399 479 (23 %) 7 542 873 (72 %) 
total 258 729 679 191 535 790 (74 %) 73 253 029 (38 %) 72 324 173 (38 %) 107 845 786 (56 %) 
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une database (DB7) contenant un nombre de génomes bactériens relativement vaste, 470 
génomes de souches bactériennes correspondant à 166 espèces bactériennes différentes, les 
génomes pour lesquels un nombre de lectures s’était aligné témoignant d’une activité 
transcriptionnelle. La liste des génomes de référence composant cette DB7 est disponible dans 
l’annexe 8.3. Pour construire cette base (cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.4.3.2 pour 
plus de précisions), le choix de ces génomes a été fait à partir des espèces identifiées dans 
différents produits carnés et produits de la mer altérés (Chaillou et al., 2015) auxquelles ont 
été rajoutés quelques génomes d’espèces bactériennes présentes dans les chipolatas altérées 
(Fougy et al., 2016) et non identifiées lors de la première étude (e.g. Lelliottia amnigena). 
L’objectif visé à l’utilisation d’un grand nombre de génomes de référence était de pouvoir 
détecter des espèces sous-dominantes métaboliquement actives non détectées par 
pyroséquençage (Figure 22). De plus, ce large choix de génomes de référence permet de 
sélectionner la bonne référence génomique pour mieux représenter l’alignement. En effet, 
pour certaines espèces, cas par exemple de L. sakei, il existe plusieurs génomes de référence 
pour la même espèce. L’intégration de plusieurs références permet de mettre en avant la 
diversité des espèces.  
 
Figure 22 : nombre de génomes bactériens de référence contenu dans les différentes bases de 
données pour l’alignement des séquences d’ARN et comparaison avec le nombre d’OTU 
identifiés par pyroséquençage (Fougy et al., 2016) 
DB7 
470 génomes de référence,  
166 espèces bactériennes 
112  génomes de référence,  
48 espèces   bactériennes 
DBPVS 
Communauté  
bactérienne 
78  OTU 
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5.3.3.4. Étape 5 : alignement contre les génomes bactériens sélectionnés 
 Au seuil de 1 000 reads par lectures par génome (cf. matériels et méthodes, paragraphe 
4.4.3.2 pour plus de précisions), un sous-ensemble de génomes de référence de la DB7 a été 
sélectionné pour créer un deuxième catalogue de génomes de référence, DBPVS. Par ailleurs, 
lorsque plusieurs génomes de référence de la même espèce présentaient des écarts importants 
en nombre de séquences alignées, les références dont l’alignement était trop faible n’ont pas 
été sélectionnées. Nous avons considéré que ce faible alignement de séquences correspondait 
à de l’alignement aléatoire de régions conservées entre souches sur une référence génomique 
ou une autre et que ces mêmes séquences s’aligneraient parfaitement sur une autre référence 
génomique de cette espèce.  
5.3.3.5. Étape 6 : identification des gènes exprimés 
 Pour identifier les gènes exprimés par les espèces métaboliquement actives (définies 
comme étant le métagénome), les informations d’abondance des gènes ont été extraites à 
l’aide d’un catalogue de gènes répertoriant l’ensemble des gènes de toutes les espèces 
bactériennes du métagénome (cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.4.3.3 pour plus de 
précisions). À ces données d’abondance, ont été associées les différentes informations 
caractérisant chaque gène (e.g. coordonnées de position sur le génome, produits pour lequel 
les gènes codent, classification fonctionnelle).  
5.3.3.6. Étape 7 : analyse différentielle 
 La dernière étape à l’analyse des données RNAseq consistait à identifier, par analyse 
statistique, les gènes différentiellement exprimés selon les quatre conditions d’étude (deux 
teneurs en sel et deux types d’atmosphère de conditionnement). L’analyse différentielle a été 
réalisée à partir du catalogue de l’ensemble les gènes du métagénome (soit 227 383 gènes, cf. 
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matériels et méthodes, paragraphe 4.4.3.4 pour plus de précisions). Pour l’analyse 
différentielle de l’expression des gènes selon la teneur en sel, les échantillons à 2,0 % de sel 
ont été utilisés comme référence de comparaison et dans le cas de la comparaison de 
l’expression des gènes selon le type de conditionnement, les échantillons conditionnés sous 
vide ont été choisis comme référence.   
5.3.4. Les transcriptomes de Lactobacillus sakei et de Serratia spp. représentent les 
activités transcriptionnelles majoritaires 
5.3.4.1. Identification des génomes bactériens de référence 
 De manière inattendue, après l’alignement des séquences contre le catalogue des 
génomes bactériens de référence DB7, plus de 60 % des séquences ne se sont pas alignées 
contre ces génomes (Tableau 8). Pour identifier la nature de ce fort pourcentage de séquences 
non alignées, un second alignement a été réalisé contre le génome de Sus scrofa (nom 
binomial du porc) et a révelé qu’effectivement 56 % des ARN séquencés correspondaient à 
des ARN issus du porc (Tableau 8) dont 39 % était de l’ARN mitochondrial 16S et 43 % de 
l’ARNm génomique. Le pipeline d’analyse utilisé n’a pas permis d’identifier les 6 % d’ARN 
restant (ne correspondant ni aux génomes bactériens de la DB7 ni au génome de Sus scrofa).  
 À partir de l’alignement des séquences contre la base DB7, 112 génomes bactériens de 
référence, correspondant à 64 souches bactériennes (ou 48 espèces bactériennes), ont été 
sélectionnés et ont constitué la nouvelle base de génomes bactériens de référence, DBPVS. La 
liste des génomes bactériens de la DBPVS est disponible en annexe 8.4. Pour établir la table 
d’abondance contenant le nombre de séquences alignées sur chacune des 64 souches 
bactériennes, le nombre de séquences correspondant au chromosome et au(x) plasmide(s) de 
chaque espèce ont été additionnées. 
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Figure 23 : abondance relative des différents transcriptomes 
La Figure 23 représente l’abondance relative des différents transcriptomes associés à chaque souche bactérienne 
(en pourcentage de l’abondance totale) du métatranscriptome des chipolatas altérées après 21 jours de stockage à 
8 °C, toutes conditions (teneur en sel et atmosphère de conditionnement) confondues. Les souches bactériennes 
faiblement exprimées (représentées par des cadres rouges) sont : À : Lactobacillus fuchuensis MFPC41A28-01 
(0,6 %), Lactobacillus hokkaidonensis LOOC260 (0,2 %), Lactobacillus graminis DSM20719 (0,2 %), 
Lactobacillus algidus CMTALT10 (0,1 %), Lactobacillus algidus DSM15638 (0,1 %), Lactobacillus 
malefermentans DSM5705 (0,06 %). B : Leuconostoc gelidum KCTC3537 (0,5 %), Leuconostoc 
carnosum MFPC16A28-03 (0,3 %), Leuconostoc citreum LBAEC11 (0,1 %), Leuconostoc 
gelidum MFPA44A14-01 (0,07 %), Leuconostoc mesenteroides ATCC8293 (0,06 %). C : Carnobacterium spp. 
(0.6 %), Weissella hellenica WIKIM14 (0,2%), Enterococcus spp. (0,2 %), Brochothrix thermosphacta (0,08 %), 
Aerococcus viridans ATCC11563 (0,02 %), Vagococcus fluvialis bH819 (0,02 %). D : Serratia plymuthica (AS9 
et S13, 0,6 %), Serratia grimesii A2 (0,5 %), Serratia fonticola AU-AP2C (0,3 %), Serratia marcescens FGI94 
(0,2 %). E : Lelliottia amnigena (0,3 %). F : Rahnella aquatilis HX2 (0,8 %), Hafnia spp. (0,5 %), Raoultella 
spp. (0,4 %), Yersinia spp. (0,2 %), Pseudomonas aeruginosa PAO1 (0,2 %), Pantoea agglomerans IG1 
(0,06 %) et Morganella psychrotolerans 925 (0,04 %). 
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5.3.4.1. Composition de la population bactérienne active dans les chipolatas 
  L’abondance relative des différents transcriptomes associés aux 64 souches 
bactériennes est présentée dans la Figure 23. Parmi les Firmicutes (80 % de l’abondance 
totale), les transcriptomes des espèces de Lactobacillus sont les plus abondants (72 % de 
l’abondance totale) et parmi elles, Lactobacillus sakei est l’espèce majoritaire (68 % de 
l’abondance totale). Cette espèce bactérienne présente une forte diversité de souches. Dans la 
DB7, 14 génomes de différentes souches de L. sakei sont présents, mais les séquences ne se 
sont alignées de manière majoritaire (> 1 000 lectures) que contre 7 des références 
génomiques et seulement celles-ci ont été sélectionnés dans la DBPVS. La Figure 23 illustre 
la répartition des séquences entre ces 7 références génomiques.  
 Parmi les Proteobacteriaceae (20 % de l’abondance totale), l’abondance des 
transcriptomes dominants de Lelliottia et de Serratia est similaire, 36 et 38 % respectivement 
de l’abondance des Proteobacteriaceae. La diversité de Lelliottia n’est représentée que par 
deux souches de L. amnigena (anciennement Enterobacter amnigenus, (Brady et al., 2013) 
contre six espèces pour le genre Serratia. Ce sont Serratia liquefaciens (16 % de l’abondance 
des Proteobacteriaceae) et Serratia proteamaculans (14 % de Proteobacteriaceae) qui 
dominent à des niveaux d’expression similaires, mais ce genre est également représenté par 
deux souches de Serratia plymuthica, par une souche de Serratia grimesii, une souche 
Serratia fonticola et une souche de Serratia marcescens. 
5.3.4.2. Le métatranscriptome est caractérisé par trois profils d’expression 
 Les données d’abondance (normalisées sur la médiane) ont ensuite été converties en 
logarithme décimal afin de comparer les abondances des transcriptomes selon les différents 
échantillons. Trois groupes ont pu être distingués selon leurs profils de réponse 
transcriptomique (Figure 24) : les transcriptomes dominants (A), les transcriptomes sous-
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dominants (B) et les transcriptomes faiblement exprimés (C). La population A est composée 
de Lactobacillus sakei (les 7 souches), Lactobacillus curvatus, Serratia proteamaculans 
(2 souches), Serratia liquefaciens (2 souches) et Lelliottia amnigena (1 souche). Les 
transcriptomes de ces espèces sont abondants, quels que soient les échantillons, de 5,6 à 
4,5 log10 nombre de reads en moyenne par référence. La population B est caractérisée par des 
espèces bactériennes dont l’abondance totale des transcriptomes est plus faible, de l’ordre de 
3,7 log10 nombre de reads et certains de ces transcriptomes ont des abondances très 
hétérogènes selon les échantillons. C’est le cas de Lactococcus piscium qui est très abondant 
dans le lot B06 alors qu’il est faiblement exprimé dans le lot B04. Enfin, les transcriptomes du 
groupe C sont faiblement exprimés dans tous les échantillons, avec en moyenne moins de 
3,0 log10 reads par référence génomique.  
 Nous avons ensuite déterminé l’influence des conditions expérimentales (teneur en sel 
et type de conditionnement) sur l’abondance d’expression des transcriptomes. Sur les données 
présentées dans la Figure 24 nous pouvons clairement identifier une distinction des quatre lots 
de fabrication (B04, B05, B06 et B07). Il y a une plus grande variation d’expression entre les 
lots qu’entre les deux conditions expérimentales testées. Le lot B04 est nettement plus riche 
en Enterobacteriaceae que les autres lots et notamment en ce qui concerne le groupe B 
(Citrobacter, Enterobacter, Hafnia, Raoultella), tandis que l’abondance des Serratia spp. est 
plus faible dans le lot B05 au profit des autres souches de Lactobacillus. Par ailleurs, ce lot 
(B05) se distingue par une activité transcriptionnelle plus élevée de Lactobacillus 
oligofermentans. Le lot B06 est caractérisé par l’abondance élevée des trois souches de 
Lactococcus piscium. Le premier facteur discriminant est le lot de fabrication. 
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Figure 24 : classification hiérarchique des métatranscriptomes 
La Figure 24 présente la relation entre les 16 échantillons, et l’abondance relative des 
transcriptomes associés aux références génomiques (en log10 du nombre de lectures). 
L’identité des références génomiques est présentée sur la droite de la figure et l’identité des 
échantillons est présentée en bas de la figure. Les références génomiques sont groupées en 
trois populations A, B et C, selon leur abondance. La couleur indique l’abondance 
d’expression de chaque référence génomique, allant du vert pour les références génomiques 
faiblement exprimées au rouge pour les références génomiques fortement exprimées. Le lot de 
fabrication est indiqué par la lettre B suivi du numéro de lot. Au sein de chaque lot de 
fabrication les cadres roses regroupent les échantillons à 1,5 % de NaCl et les cadres gris 
regroupent les échantillons à 2,0 % de NaCl.  
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 La concentration en sel (15 : 1,5 % de NaCl ; 20 : 2,0 % de NaCl) est le deuxième 
facteur qui discrimine le métatranscriptome. En effet, au sein de chaque lot de fabrication, il 
est possible de dissocier les deux teneurs en sel (cadres gris et roses, Figure 24). Enfin, le type 
de conditionnement (MAP : sous atmosphère modifiée 50 % CO2 + 50 % N2 et VPA : sous 
vide) ne semble pas influer l’expression des transcriptomes après 21 jours de conservation.  
 Cette analyse discriminante, à l’échelle de la souche bactérienne, met donc en 
évidence un fort effet lot suivi d’un effet de la teneur en sel. L’effet du packaging sur 
l’abondance des transcriptomes n’est pas visible.  
5.3.5. Après 21 jours de conservation, la communauté bactérienne des chipolatas est 
toujours très active métaboliquement 
 Afin de caractériser à l’échelle de la fonction, les activités transcriptionnelles de 
l’écosystème bactérien dans les chipolatas, nous avons extrait les informations d’abondance 
pour les 227 383 gènes des 64 souches bactériennes. L’alignement des séquences d’ARN 
contre ce catalogue des gènes a permis d’identifier 146 082 gènes exprimés, soit 64 % des 
gènes du métagénome. Parmi ces gènes, plus de 86 % sont très faiblement exprimés (< 100 
séquences) et 9 % sont faiblement exprimés (de 100 à 1 000 séquences). Parmi les 
informations disponibles dans le catalogue de gènes, nous avons extrait la classification 
fonctionnelle de chacun des gènes exprimés. Cette classification résulte de l’annotation 
automatique à partir de la base de données COG (Clusters of Orthologous Groups, Tatusov et 
al., 2000). Plus de 50 % des gènes détectés, quels que soient les échantillons, ont été assignés 
à une fonction biologique connue (Figure 25), le reste étant des gènes de fonction inconnue ou 
des gènes de fonction générale, mais très mal caractérisée. Parmi les gènes dont une catégorie 
fonctionnelle a pu être attribuée, 39 % d’entre eux correspondent à des gènes impliqués dans 
des métabolismes dits primaires (e.g. métabolisme des acides aminés, métabolisme des
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Figure 25 : classification fonctionnelle des gènes exprimés du métagénome après 21 jours de conservation
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carbohydrates), 36 % des gènes exprimés sont impliqués dans les processus de transcription et 
traduction et enfin 25 % des gènes sont associés aux processus cellulaires.  
 Ces résultats soulignent qu’après 21 jours de conservation, les cellules bactériennes 
sont toujours très actives, avec une forte activité métabolique énergétique et une forte activité 
de traduction. Cependant, à ce niveau d’analyse, il n’y a pas de différence observée selon les 
conditions expérimentales. 
5.3.6. Réponses transcriptionnelles de la communauté bactérienne à la réduction de 
la teneur en sel dans les chipolatas 
5.3.6.1. Conditions de l’analyse différentielle 
 L’analyse différentielle a été réalisée au niveau (1) des gènes exprimés par le 
métagénome, (2) des gènes exprimés par les souches de L. sakei et (3) des gènes exprimés par 
les souches de Serratia spp. Pour ces deux transcriptomes (L. sakei et Serratia spp.), nous 
avons choisi de regrouper les gènes orthologues, c’est-à-dire de regrouper les gènes identiques 
au sein d’un même groupe de gènes appelé cluster. Par exemple, l’abondance du gène ldh 
correspond à la somme des abondances des 7 gènes ldh des différentes souches de L. sakei 
(cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.4.3.3 pour plus de précisions). Cette démarche 
d’analyser les gènes exprimés par L. sakei et par Serratia spp. de manière séparée, a été 
entreprise pour trois raisons principales. Premièrement, cela permet d’identifier des 
différences d’expression pour des gènes faiblement exprimés, alors que ces différences 
d’expression seraient masquées dans le métagénome. En effet, lors de l’analyse différentielle 
réalisée avec l’outil DESeq2, les données d’abondance de gènes sont normalisées sur la 
moyenne géométrique d’expression du gène et sur la profondeur de séquençage par 
échantillon (cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.4.3.4.1 pour plus de précisions) alors que 
la profondeur de séquençage se trouve réduite dans les deux catalogues où seuls les gènes 
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orthologues des espèces considérées sont comptabilisés. Deuxièmement, la création de 
clusters de gènes orthologues permet d’augmenter l’abondance des gènes orthologues à 
l’échelle de l’espèce. Et troisièmement, on s’affranchit des écarts d’abondance de l’espèce (ou 
du genre) considérée et observée entre les lots. Il s’agit donc d’obtenir deux informations 
différentes, l’une à l’échelle du métatranscriptome et l’autre à l’échelle du transcriptome de 
chacune des deux espèces majoritaires.  
 Le regroupement des gènes orthologues des 7 souches bactériennes de L. sakei, à 95 % 
d’identité (sur la base des séquences nucléotidiques) a permis d’identifier 3 202 clusters de 
gènes orthologues dont 1 179 clusters de gènes constituent le génome conservé (clusters de 
gènes orthologues communs aux sept souches) et 2 023 constituent le génome variable 
(clusters de gènes orthologues spécifiques d’une ou plusieurs des sept souches). L’alignement 
des séquences d’ARN contre ce catalogue de gènes a permis d’identifier 3 152 gènes 
exprimés, soit plus de 98 % du transcriptome de L. sakei. Toutefois, parmi ces gènes, 16 % 
sont très faiblement exprimés (< 100 reads), 19 % sont faiblement exprimés (< 1 000), 36 % 
sont moyennement exprimés (< 10 000 reads), 23 % sont fortement exprimés (< 100 000 
reads) et 2 % sont très fortement exprimés (> 100 000 reads). Ces résultats indiquent que 
seulement 61 % des gènes (soit 1 923 gènes) du pangénome des sept souches sont exprimés 
de manière significative.  
 Le regroupement des gènes orthologues des 9 souches bactériennes de Serratia spp. à 
80 % d’identité (sur la base des séquences protéiques) a permis d’identifier 15 061 clusters de 
gènes orthologues dont 1 817 clusters de gènes orthologues constituent le génome conservé et 
13 244 constituent le génome variable. L’alignement des séquences d’ARN contre ce 
catalogue de clusters de gènes orthologues a permis d’identifier 10 731 gènes exprimés, soit 
plus de 70 % du transcriptome de Serratia spp. Parmi ces gènes exprimés, 64 % sont très 
faiblement exprimés (< 100 reads), 28 % sont faiblement exprimés (< 1 000 reads), 4 % sont 
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moyennement exprimés (< 10 000 reads) et 0,2 % sont fortement exprimés (> 10 000 reads) à 
l’échelle du métagénome. Toutefois, le transcriptome des Serratia spp. étant 5 fois moins 
abondant que celui de l’espèce L. sakei, on peut estimer qu’environ 32 % des gènes du 
pangénome de Serratia sont exprimés de manière significative.  
5.3.6.2. Effet des conditions expérimentales sur les niveaux d’expression des gènes 
du métagénome, de L. sakei et de Serratia spp.  
 L’atmosphère de conditionnement ne modifie pas l’expression des gènes à 21 jours de 
conservation à 8 °C.  
 Aucun cluster de gènes orthologues différentiellement exprimé (p < 0,05) n’a pu être 
identifié aux trois niveaux d’analyse réalisés : gènes du métatranscriptome, clusters de gènes 
orthologues de L. sakei et clusters de gènes orthologues de Serratia spp. Ces résultats 
soulignent que l’atmosphère de conditionnement ne semble pas affecter les fonctions 
exprimées par l’écosystème bactérien après 21 jours de conservation.  
 
 La teneur en sel modifie l’expression des gènes à 21 jours de conservation à 8 °C 
 Quand la teneur en sel dans les chipolatas est réduite, 291 gènes du métatranscriptome 
sont différentiellement exprimés (p < 0,05) dont 290 sont sous-exprimés et 1 gène est sur-
exprimé (Figure 26A), 36 clusters de gènes de L. sakei sont différentiellement exprimés 
(p < 0,05) dont 22 sont sous-exprimés et 14 sont sur-exprimés (Figure 26B) et 70 clusters de 
gènes de Serratia sont différentiellement exprimés (p < 0,05) dont 34 sont sous-exprimés et 
36 sont sur-exprimés (Figure 26C).  
 Les résultats de cette analyse soulignent que seul le sel influe sur l’expression des 
gènes à 21 jours de conservation. Dans la suite des analyses, nous nous sommes focalisés sur 
cette condition expérimentale. 
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Figure 26 : dispersion de l’expression différentielle des gènes du métatranscriptome (A), 
des clusters de gènes orthologues de L. sakei (B) et des clusters de gènes orthologues de 
Serratia (C) 
 
Légende : les diagrammes présentent le niveau de significativité du différentiel d’expression, exprimé 
en logarithme décimal de la p-valeur ajustée (par la méthode Benjamini-Hochberg), en fonction du 
facteur d’expression, exprimé en logarithme binaire du fold-change. La référence pour l’analyse 
différentielle est la teneur 2,0 % de NaCl ; ainsi, les gènes sont sous-exprimés (log2FC négatif, gènes 
présentés en vert) ou sur-exprimés (log2FC positif, gènes présentés en rouge) quand la teneur en sel 
est réduite (2,0 % NaCl vs 1,5 % de NaCl). Les gènes non différentiellement exprimés à 5 % selon la 
teneur en sel sont présentés en noir. 
 
Observations : de manière intéressante, le nombre de gènes différentiellement sous-exprimés au sein 
des transcriptomes seuls de L. sakei et Serratia est plus faible que le nombre de gènes 
différentiellement sous-exprimés dans le métagénome et le nombre de gènes différentiellement sur-
exprimés est plus élevé que le nombre de gènes différentiellement sur-exprimés dans le métagénome. 
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5.3.6.3. La réduction de la teneur en sel entraîne une diminution de la synthèse 
lipidique chez L. sakei et Serratia spp.  
 L. sakei est l’espèce dont le transcriptome est le plus abondant après 21 jours de 
conservation à 8 °C. L’analyse différentielle des clusters de gènes orthologues de cette espèce 
a révélé que la réduction de la teneur en sel modulait l’expression que de 36 gènes qui sont 
principalement sous-exprimés. Parmi eux, 3 gènes sont impliqués dans les processus 
cellulaires : rnhC, uvrA2 (réplication) et primA (traduction) ; 4 gènes sont impliqués dans le 
métabolisme des nucléotides : purB1, pbuG et adeC2 et 2 gènes sont impliqués dans le 
métabolisme des acides aminés : lsa0808 et lsa1689. En termes de fonctions métaboliques, la 
réduction de la teneur en sel affecte la synthèse d’acides gras à partir d’acétyl-CoA chez 
L. sakei (Figure 27). Douze gènes, faisant partie du même opéron, impliqués dans cette voie 
sont sous-exprimés (Tableau 9) : accABCD (acetyl-CoA carboxylase), fabZ1 (β-hydroxyl-
ACP dehydratase), fabD (malonyl-CoA : ACP transacylase), fabG (β-ketoacyl-ACP 
réductase), fabF (β-ketoacyl-ACP synthase II), fabZ (β-hydroxyl-ACP dehydratase), fabI 
(trans-2-enoyl-ACP reductase), birA1 (biotin-[acetyl-CoA carboxylase] ligase), et bioY (biotin 
transporter). Cette voie n’est complète qu’avec l’intégration de fabH (β-ketoacyl-ACP 
synthase III) et accP (acyl carrier protein). Ces deux gènes ne sont pas différentiellement 
exprimés au seuil de significativité fixé (p < 0,05), cependant les facteurs d’expression 
indiquent une tendance similaire de sous-expression comme les autres gènes de l’opéron. Au 
regard du nombre de séquences (abondance), ce métabolisme correspond à la classe des gènes 
moyennement exprimés (< 10 000 lectures). Cette baisse de la synthèse lipidique chez L. sakei 
est également mise en évidence à l’échelle du métagénome, 18 gènes de différentes souches 
de L. sakei sont également sous-exprimés (Tableau 9).  
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Figure 27 : voie de la synthèse d’acides gras chez L. sakei 
Voie de synthèse d’acides gras chez L. sakei, en anaérobie, à partir d’acétyl-CoA. Les gènes 
sous-exprimés (p < 0,05) quand la teneur en sel est réduite sont indiqués en vert, les gènes 
non différentiellement exprimés sont indiqués en noir. Les facteurs de sous-expression sont 
indiqués en dessous de chaque nom de gène.  
Le complexe acétyl-coenzyme A (accABCD) initie la formation de malonyl-ACP à partir de 
l’acétyl-CoA, en utilisant la biotine comme cofacteur de réaction. La coenzyme A (CoA) est 
ensuite remplacée par une acyl-carrier protéine (ACP) par fabD. L’initiation de la synthèse 
d’acides gras est induite par fabH qui condense de l’acétyl-CoA (A-CoA) avec le malonyl-
ACP pour former le β-kétoacyl-ACP. L’élongation de la synthèse d’acide gras est effectuée 
par fabG qui synthétise le β-hydroacyl-ACP à partir du β-kétoacyl-ACP. Ce β-hydroacyl-ACP 
est ensuite déshydraté par fabZ puis une deuxième déshydratation du trans-∆2-enoyl-acyl-
ACP par fabI conduit à la formation d’acyl-ACP. Des cycles supplémentaires d’élongation 
commencent par l’ajout d’un groupe acyl-ACP au malonyl-ACP par fabF. Le β-kétoacyl-ACP 
résultant peut continuer le cycle d’élongation par fabG à nouveau. 
e.g. acide palmitoléique, acide oléique
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Tableau 9 : gènes de L. sakei impliqués dans la biosynthèse des acides gras, différentiellement 
exprimés selon la teneur en sel  
Nom 
du 
gène
a
 
Annotation 
automatique du 
produit 
Analyse différentielle L. sakei
b
 Analyse différentielle métagénome
c
 
Locus-tag
d
 Facteur
e
 
Abondance 
totale 
Locus-tag
f
 Facteur Abondance 
totale 
accA 
acetyl-CoA 
carboxylase sbA 
LSA0822 1,7 4886 - - - 
- - - LSAJ160_v1_130112 2,1 861 
accB 
acetyl-CoA 
carboxylase sbB 
LSA0818 2,1 3094 LSA0818 2,7 636 
- - - LSAJ112_v1_140162 2,5 587 
accC 
acetyl-CoA 
carboxylase sbC 
LSA0820 2,0 7883 LSA0820 2,1 1519 
- - - LSAJ112_v1_140164 2,2 1564 
- - - LSAJ156_v1_250044 2,1 1422 
- - - LSAJ160_v1_130110 2,1 1331 
- - - LSAJ18_v1_120113 2,1 1381 
accD 
acetyl-CoA 
carboxylase sbD 
LSA0821 1,9 4491 LSA0821 2,2 790 
- - - LSAJ156_v1_250045 2,3 684 
fabD 
malonyl-
CoA:ACP 
transacylase 
LSA0815 1,9 5876 - - - 
acpP 
acyl carrier 
protein 
LSA0814 1,6 2082 - - - 
fabH 
β-ketoacyl-ACP 
synthase III 
LSA0813 1,6 7763 - - - 
fabG 
β-ketoacyl-ACP 
reductase 
LSA0816 2,1 4257 - - - 
- - - LSAJ112_v1_140160 2,1 888 
- - - LSAJ156_v1_250040 2,6 720 
fabZ 
β-hydroxyl-ACP 
dehydratase 
LSA0819 1,9 3081 - - - 
- - - LSAJ112_v1_140163 2,2 537 
fabZ1 
malonyl-
CoA:ACP 
transacylase 
LSA0812 1,6 5351 - - - 
fabI 
trans -2-enoyl-
ACP reductase 
LSA0823 1,9 6136 - - - 
fabF 
β-ketoacyl-ACP 
synthase II 
LSA0817 2,1 6706 LSA0817 2,4 1196 
- - - LSAJ112_v1_140161 2,2 1198 
- - - LSAJ156_v1_250041 2,3 1193 
- - - LSAJ160_v1_130107 2,2 1101 
- - - LSAJ18_v1_120110 2,5 1078 
birA1 
biotin-[Acetyl-
CoA carboxylase] 
ligase 
LSA0824 1,5 7384 - - - 
bioY biotin transporter  LSA0825 1,4 5361 - - - 
 
                                                 
a
 Les gènes indiqués en vert sont les gènes sous-exprimés (p < 0,05) et les gènes indiqués en gris sont les gènes 
sous-exprimés (0,05 < p < 0,1)  
b
 Analyse différentielle des clusters de gènes orthologues de L. sakei 
c
 Analyse différentielle des gènes du métagénome 
d
 Le locus-tag des clusters de gènes orthologues correspondent au locus-tag de L. sakei 23K  
e
 Le facteur d’expression du gène (ou cluster de gènes orthologues) entre les deux teneurs en sel 
f
 Les locus-tag LSAJ160 correspondent à la souche L. sakei J160, LSAJ112 : souche L. sakei J112, LSAJ156 : L. 
sakei J156 et LSAJ18 : L. sakei J18 
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 La réduction de la teneur en sel dans les chipolatas entraîne également une diminution 
de l’expression des gènes impliqués dans la synthèse des acides gras chez S. proteamaculans. 
L’ensemble des gènes de cette voie de synthèse est sous-exprimé (Tableau 10, Figure 28), 
accCD, fabA (β-hydroxydecanoyl thioester dehydrase), fabB (β-ketoacyl-ACP synthase I), 
fabDFH, ycik (putative β-ketoacyl-ACP reductase) et plsX (phosphate:acyl-ACP 
acyltransferase). Les gènes accAB et fabGZ ne sont pas différentiellement exprimés au seuil 
fixé (p < 0,05), cependant les facteurs d’expression indiquent une tendance similaire de sous-
expression. Par contre, à l’inverse de L. sakei, c’est dans le métagénome que les différences 
d’expression des gènes de cette voie sont visibles (Tableau 10).   
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Tableau 10 : gènes de Serratia spp. impliqués dans la biosynthèse des acides gras, 
différentiellement exprimés selon la teneur en sel  
Nom 
du 
gène
a
 
Annotation 
automatique du 
produit 
Analyse différentielle Serratia 
spp.
b
 
Analyse différentielle métagénome
c
 
Locus-
tag 
Facteur
d
 Abondance 
totale 
Locus-tag
e
 Facteur Abondance 
totale 
accA 
acetyl-CoA 
carboxylase 
   SPRA44_v1_600017 8,0 149 
accB 
acetyl-CoA 
carboxylase 
   SPR1C2F_v1_790019 7,6 216 
   SPRA44_v1_750016 11,3 67 
accC biotin carboxylase 
   SPR1C2F_v1_790020 9,8 259 
   SPRA44_v1_750017 8,6 196 
accD 
acetyl-CoA 
carboxylase 
   SPR1C2F_v1_570023 15 246 
fabA 
β-hydroxydecanoyl 
thioester dehydrase 
SPRA4
4_v1_2
40153 
2,2 1216 SPR1C2F_v1_120095 14 483 
fabB 
β-ketoacyl-ACP 
synthase I 
   SPR1C2F_v1_570056 9,1 826 
fabD 
malonyl-CoA-ACP 
transacylase 
   SPR1C2F_v1_270051 8,4 213 
fabF 
β-ketoacyl-ACP 
synthase II 
   SPR1C2F_v1_270055 12,2 564 
   SPRA44_v1_260054 10,1 322 
fabG 
β-ketoacyl-ACP 
reductase 
   SPR1C2F_v1_270052 6 465 
fabH 
β-ketoacyl-ACP 
synthase III 
   SPRA44_v1_260050 8,7 109 
fabZ 
β-hydroxyacyl-
ACP deshydratase 
   SPR1C2F_v1_650006 6,5 272 
plsX 
phosphate:acyl-
ACP 
acyltransferase 
SEMA
RFGI9
4_1813 
1,9 1365    
yciK 
putative β-ketoacyl 
-ACP reductase 
   SPR1C2F_v1_390149 16,8 99 
  
   
                                                 
a
 Les gènes indiqués en vert sont les gènes sous-exprimés (p < 0,05) et les gènes indiqués en gris sont les gènes 
sous-exprimés (0,05 < p < 0,1)  
b
 Analyse différentielle des clusters de gènes orthologues de Serratia spp. 
c
 Analyse différentielle des gènes du métagénome 
d
 Le facteur d’expression du gène (ou cluster de gènes orthologues) entre les deux teneurs en sel 
e
 Les locus-tag LSAJ160 correspondent à la souche L. sakei J160, LSAJ112 : souche L. sakei J112, LSAJ156 : L. 
sakei J156 et LSAJ18 : L. sakei J18 
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Enfin, ce phénomène de diminution de synthèse des acides gras a également été observé chez 
d’autres souches bactériennes du métagénome, Citrobacter braackii GTACB01, Enterobacter 
ludwigii EN119 et Carnobacterium divergens DSM20263 (Tableau 11), mais avec une 
identification très partielle du nombre de gènes en raison de la plus faible abondance de ces 
espèces.  
Tableau 11 : gènes du métagénome impliqués dans la biosynthèse des acides gras, 
différentiellement exprimés selon la teneur en sel 
 
Nom 
du 
gène
a
 
Annotation 
automatique du 
produit 
Analyse différentielle métagénome
b
 
Souches bactériennes 
Locus-tag Facteur 
Abondance 
totale 
accD 
acetyl-CoA 
carboxylase 
CBRB01_v1_21989 35,2 149 C. braackii GTACB01 
fabB 
β-ketoacyl-ACP 
synthase I 
CBRB01_v1_21977 24,7 302 C. braackii GTACB01 
ELUEN11_v1_12406 31,1 147 E. ludwigii EN119 
plsX 
phosphate:acyl-ACP 
acyltransferase 
CDIDSM_v1_21426 28,6 77 C. divergens DSM20263 
 
5.3.6.4. La réduction de la teneur en sel entraîne la diminution de la biosynthèse des 
acides aminés chez Serratia spp.  
 Parmi les autres gènes du métagénome sous-exprimés quand la teneur en sel est 
réduite, 135 gènes sont impliqués dans les processus cellulaires, dans les processus 
moléculaires liés à l’ADN et à la synthèse protéique et dans la production et conversion de 
l’énergie des espèces minoritaires (données présentées en annexe 8.5). Ces gènes traduisent 
donc une activité cellulaire (de traduction, de transcription, de biosynthèse de paroi 
membranaire) plus importante quand la teneur en sel est normale (2,0 %). De manière 
                                                 
a
 Les gènes indiqués en vert sont les gènes sous-exprimés (p < 0,05) 
b
 Analyse différentielle des gènes dans le métagénome 
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intéressante, cela traduit une production de biomasse plus importante et cela corrobore les 
mesures d’abondance des espèces de S. proteamaculans, de B. thermosphacta, d’E. avium, 
d’E. durans ou encore de V. fluvialis, réalisées par qPCR et amplicons 16S (Fougy et al., 
2016). Toutefois, dans le cadre de cette étude, nous nous sommes surtout intéressés aux 
fonctions métaboliques car ce sont celles-ci qui sont le plus en lien avec l’altération.  
 Ainsi, quand la teneur en sel est réduite dans les chipolatas, nous avons mis en 
évidence une baisse de l’expression des gènes impliqués dans la synthèse des acides aminés 
de Serratia spp. dans le métagénome et en particulier les souches S. proteamaculans 1C2F et 
MFPA44A14-05 (Tableau 12). Les gènes sous-exprimés (p < 0,05) sont ceux impliqués dans 
la synthèse de l’arginine : argG (arginiosuccinate synthase), artI (arginine transporter), artP 
(arginine transporter) ; de la synthèse de la tyrosine et de la phénylalanine : aroG (3-deoxy-D-
arabino-heptulosonate -7-phosphate synthase), aroB (3-dehydroquinate synthase), aroQ (3-
dehydroquinate dehydratase) ; de la synthèse de l’histidine : hisG (ATP 
phosphoribosyltransferase), hisJ (Histidine-binding protein) ; de la synthèse de la valine : ilvG 
(Acetolactate synthase isozyme 2 large subunit), ilvC (ketol-acid reductoisomerase) et de la 
synthèse de la lysine : lysA (diaminopimelate decarboxylase) et lysC (aspartokinase III). 
Parmi les gènes impliqués dans ces voies de synthèse, certains ne sont pas différentiellement 
exprimés au seuil de significativité fixé (5 %) car l’abondance des gènes restent faibles, mais 
les facteurs de sous-expression sont importants, de 5 à 44 fois moins exprimés quand la teneur 
en sel est réduite.  
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Tableau 12 : gènes de Serratia spp. impliqués dans la biosynthèse des acides aminés  
Nom 
du 
gène
a
 
Annotation automatique du 
produit 
Analyse différentielle métagénome
b
 
Locus-tag
c
 Facteur 
Abondance 
totale 
Arginine/Ornithine   
argA amino-acid acetyltransferase 
SPR1C2F_v1_650040 9,6 342 
SPRA44_v1_600056 9,0 88 
argB acetylglutamate kinase 
SGRA2_v1_860004 18,2 36 
SPR1C2F_v1_880012 10,9 43 
argC 
N-acetyl-gamma-
glutamylphosphate reductase 
SPR1C2F_v1_880013 7,7 148 
argD 
acetylornithine aminotransferase 
and succinyldiaminopimelate 
aminotransferase 
SPR1C2F_v1_830033 9,5 152 
SPRA44_v1_760028 10,6 81 
argI ornithine carbamoyltransferase 1 
SLIKF01_v1_180078 15,1 54 
SPR1C2F_v1_110169 7,3 167 
argG argininosuccinate synthase SPR1C2F_v1_880011 10,1 233 
argH argininosuccinate lyase SPRA44_v1_780011 6,9 96 
carB carbamoyl-phosphate 
SPR1C2F_v1_160049 6,8 244 
SPRA44_v1_90045 6,0 148 
artI arginine transporter SPR1C2F_v1_260211 10,5 223 
artP arginine transporter SPR1C2F_v1_260212 10 346 
Tyrosine/Phénylalanine    
aroB 3-dehydroquinate synthase SPR1C2F_v1_830057 9,4 534 
aroG 
3-deoxy-D-arabino-
heptulosonate -7-phosphate 
synthase 
SPRA44_v1_170049 
8,4 75 
aroQ 
3-dehydroquinate dehydratase, 
type II 
SPRA44_v1_750015 
9,6 126 
aroK shikimate kinase I 
SGRA2_v1_760010 7,2 352 
SPLS13_24000 12,2 47 
SPR1C2F_v1_830058 6,9 647 
SPRA44_v1_760049 8,3 532 
pheA secreted chorismate mutase SPR1C2F_v1_300018 7,0 34 
tyrB tyrosine aminotransferase SPRA44_v1_750043 6,7 54 
Histidine    
hisA 
N-(5'-phospho-L-ribosyl-
formimino)-5-amino-1-(5'-
phosphoribosyl)-4-
imidazolecarboxamide isomerase 
SPR1C2F_v1_260156 
9 29 
hisG ATP phosphoribosyltransferase SPR1C2F_v1_260161 13,5 126 
hisJ histidine-binding protein 
SPR1C2F_v1_170093 18,6 287 
SPRA44_v1_90156 16,4 54 
    
                                                 
a
 Les gènes indiqués en vert sont les gènes sous-exprimés (p < 0,05), les gènes indiqués en gris sont les gènes 
sous-exprimés (0,05 < p < 0,1) 
b
 Analyse différentielle des gènes du métagénome 
c
 Le locus-tag SFOAUAP2C correspondant aux gènes de la souche S. fonticola AU-AP2C, SPRA44 : S. 
proteamaculans MFPA44A14-01, SPR1C2F : S. proteamaculans 1C2F, SLIKF01 : S. liquefaciens KF01, 
SGRA2 : S. grimesii A2, SEPLYAS9 : S. plymuthica AS9, SLI27592 : S. liquefaciens ATCC27592, 
SEMARFGI94 : S. marcescens FGI94. 
  5. Résultats 
-153- 
 
 
Valine 
ilvC ketol-acid reductoisomerase SPRA44_v1_760189 16 215 
ilvG 
acetolactate synthase isozyme 2 
large subunit 
SPR1C2F_v1_860026 
7,7 296 
Lysine    
lysA diaminopimelate decarboxylase 
SPR1C2F_v1_650064 14,9 140 
SPRA44_v1_600096 44,9 285 
lysC aspartokinase III SPR1C2F_v1_800043 12,4 154 
asd 
aspartate-semialdehyde 
dehydrogenase 
SPR1C2F_v1_830111 7,4 159 
SPRA44_v1_760102 6,8 55 
usg 
putative semialdehyde 
dehydrogenase 
SPRA44_v1_520043 
5,4 60 
dapA dihydrodipicolinate synthase SPRA44_v1_570026 5,7 229 
dapD 
2,3,4,5-tetrahydropyridine-2-
carboxylate N-
succinyltransferase 
SPR1C2F_v1_650020 
6,5 198 
argD 
bifunctional acetylornithine 
succinyldiaminopimelate 
aminotransferase 
SPR1C2F_v1_830033 9,5 152 
SPRA44_v1_760028 
10,7 81 
dapF diaminopimelate epimerase SPR1C2F_v1_60040 6,6 257 
 
5.3.6.5. Peu de gènes de L. sakei sont sur-exprimés quand la teneur en sel est 
réduite 
 Parmi les gènes différentiellement exprimés, certains gènes de L. sakei spp. 
(Tableau 13) sont sur-exprimés quand la teneur en sel est réduite. 
Tableau 13 : clusters de gènes orthologues de L. sakei sur-exprimés dans les chipolatas à 
teneur réduite en sel 
Nom du gène
a
 
Annotation automatique du 
produit 
Analyse différentielle L. sakei
b
 
Locus-tag
c
 Facteur
d
 Abondance 
totale 
Processus cellulaires    
clpX 
ATP-dependent protease ATP-
binding subunit ClpX 
LSA1061 
1,3 87 876 
mnmA tRNA 2-thiouridylase MFPB16_v1_0868 1,4 27 027 
pedC 
pediocin PA-1 biosynthesis 
protein PedC 
LSAJ23_v1_p0067 
1,7 31 599 
                                                 
a
 Les gènes indiqués en rouge sont les gènes sur-exprimés (p < 0,05)   
b
 Analyse différentielle des clusters de gènes orthologues de L. sakei 
c
 Le locus-tag LSA des clusters de gènes orthologues correspondent au locus-tag de la souche L. sakei 23K, le 
locus-tag MFPB16 : L. sakei MFPB16A14-01, LSAJ23 : L. sakei JOUY23 et LSAJ112 : L. sakei JOUY112. La 
présence d’un ‘p’ dans le locus tag indique qu’il s’agit d’un gène présent sur un plasmide 
d
 Le facteur d’expression du cluster de gènes orthologues entre les deux teneurs en sel 
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rex 
redox-sensing transcriptional 
repressor Rex 
LSA0848 
1,5 3792 
rpsA 30S ribosomal protein S1 LSA1017 1,2 127 068 
Métabolisme des carbohydrates    
lsaJ23_v1_p0054 
glucose -6-phosphate isomerase 
(fragment) 
LSAJ23_v1_p0054 1,7 31 192 
lsaJ23_v1_p0080 
tagatose 1,6-diphosphate 
aldolase (fragment) 
LSAJ23_v1_p0080 1,7 35 310 
Métabolisme des acides aminés    
lsaJ23_v1_p0087 MFS transporter permease LSAJ23_v1_p0087 1,4 10 298 
lsaJ112_v1_170001 putative ABC transporter 
LSAJ112_v1_170001 1,3 12 459 
lsa0311 
glutamate/aspartate:cation 
symporter 
LSA0311 1,3 8957 
 
 Les clusters de gènes orthologues de L. sakei impliqués dans le métabolisme des 
carbohydrates ne sont que des fragments de gènes qui se situent sur le plasmide de la souche 
L. sakei J23 et ceux impliqués dans le métabolisme des acides aminés sont mal caractérisés. 
Ainsi, nous n’avons pas inclus dans notre analyse ces quelques gènes sur-exprimés de 
L. sakei.  
5.3.6.6. Le métabolisme glucidique de Serratia et la dégradation du pyruvate 
augmentent avec la réduction de la teneur en sel 
 Par contre, chez Serratia spp., à l’exception de quelques gènes sur-exprimés impliqués 
dans des processus cellulaires, de nombreux autres gènes sur-exprimés sont impliqués dans le 
métabolisme énergétique des carbohydrates et de la dégradation du pyruvate (Tableau 14). 
L’ensemble de ces voies cataboliques est présenté dans la Figure 28 et la description des 
gènes est présente dans le Tableau 14. Parmi ces gènes, le gène frdA (fumarate reductase) qui 
oxyde le fumarate en succinate en condition anaérobie et le complexe sdhA (succinate 
dehydrogenase, flavoprotein subunit), sdhB (succinate dehydrogenase, iron-sulfur subunit) et 
sdhC (succinate dehydrogenase, iron-sulfur subunit) qui fait la réaction inverse, en condition 
aérobie sont sur-exprimés. De plus, certains gènes codant pour des enzymes impliquées dans 
la voie de la glycolyse sont sur-exprimés, fbaAB (fructose biphosphate aldolase), pgk 
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(phosphoglycérate kinase), gmpI (phosphoglycérate mutase), et pykA (pyruvate kinase). 
L’ensemble des gènes de la voie de la dégradation du N-acétylglucosamine en fructose 6-
phosphate est également sur-exprimé, nagC (N-acetylglucosamine repressor), nagA (N-
acetylglucosamine -6-phosphate deacetylase), nagE (N-acetyl glucosamine transporter), nagB 
(glucosamine -6-phosphate deaminase). De plus, les espèces de Serratia spp. sont impliquées 
dans la fermentation anaérobie du pyruvate, 4 gènes de cette voie sont sur-exprimés, pflB 
(pyruvate formate lyase I), adhE (pyruvate-formate lyase deactivase), fdhD (formate 
dehydrogenase) et yiaY (Fe-containing alcohol dehydrogenase) et pflB et adhE sont très 
fortement exprimés (> 10 000 reads). Les gènes qui codent pour Pta (phosphate 
acétyltransférase) et AckA (acétate kinase), qui convertissent successivement l’acétyl-CoA en 
acétate, ne sont pas différentiellement exprimés. Cependant, il faut noter que ces enzymes 
sont très probablement actives, car les gènes qui codent pour ces enzymes sont présents en 
nombre de séquence supérieure à 3log10 (classe de gènes moyennement exprimés). Enfin, un 
autre couple de gènes impliqués dans la dégradation du pyruvate est sur-exprimé. Il s’agit des 
gènes aceE (pyruvate dehydrogenase) et aceF (dihydrolipoamide acetyltransferase), 
impliqués dans la décarboxylation du pyruvate en acétyl-CoA, qui intègre ensuite le cycle de 
Krebs. En plus de ces voies cataboliques, une voie anabolique est sur-exprimée : l’opéron 
contenant les gènes deoA (thymidine phosphorylase), deoB (phosphopentomutase) et deoC (2-
deoxyribose -5-phosphate aldolase), qui permettent la synthèse de thymidine à partir du 
glycéraldéhyde -3-phosphate, est également sur-exprimé.  
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Tableau 14 : clusters de gènes orthologues de Serratia spp. sur-exprimés dans les chipolatas à 
teneur réduite en sel 
Nom du gène
a
 
Annotation automatique du 
produit 
Analyse différentielle Serratia spp.
b
 
Locus-tag
c
 Facteur
d
 Abondance 
totale 
Processus cellulaires    
fliD 
flagellar filament capping 
protein 
SFOAUAP2C_v1_40069 1,9 447 
cpxP 
periplasmic protein combats 
stress 
SPRA44_v1_780046 1,9 652 
lpp murein lipoprotein SPRA44_v1_300017 1,6 35 965 
bolA 
regulator of penicillin 
binding proteins and beta 
lactamase transcription 
(morphogene) 
SPRA44_v1_140115 1,8 465 
SEPLYAS9_4543 UvrABC system protein A SEPLYAS9_4543 1,5 1265 
npA transposase SPR1C2F_v1_20005 2,2 323 
SPRA44_v1_780037 
putative transcriptional 
regulator 
SPRA44_v1_780037 1,9 329 
Production et conversion de l’énergie    
frdA fumarate reductase SFOAUAP2C_v1_150126 2 3933 
sdhA 
succinate dehydrogenase, 
flavoprotein subunit 
SPRA44_v1_170016 2,0 722 
sdhB 
succinate dehydrogenase, 
iron-sulfur subunit 
SPRA44_v1_170017 1,6 472 
sdhC 
succinate dehydrogenase, 
membrane subunit 
SFOAUAP2C_v1_20568 2,1 329 
plfB pyruvate formate lyase SPRA44_v1_240104 1,7 23 631 
fdhD 
formate dehydrogenase 
formation protein 
SLIKF01_v1_190092 1,8 872 
SPRA44_v1_10053 1,9 1813 
adhE 
fused acetaldehyde-CoA 
dehydrogenase 
SGRA2_v1_490016 1,7 10 788 
yiaY 
Fe-containing alcohol 
dehydrogenase 
SPRA44_v1_590044 2,0 1924 
aceE 
pyruvate dehydrogenase, 
decarboxylase 
SGRA2_v1_710033 1,6 3265 
aceF pyruvate dehydrogenase SEPLYAS9_4213 1,8 1607 
dps 
Fe-binding and storage 
protein 
SPRA44_v1_220008 1,8 24 983 
Métabolisme des nucléotides    
deoA thymidine phosphorylase SPRA44_v1_80005 1,7 1381 
deoB phosphopentomutase 
SPRA44_v1_80006 1,8 2727 
deoC 
2-deoxyribose -5-phosphate 
aldolase 
SFOAUAP2C_v1_210045 1,8 668 
                                                 
a
 Les gènes indiqués en rouge sont les gènes sur-exprimés (p < 0,05) et les gènes indiqués en gris sont les gènes 
sur-exprimés (0,05 < p < 0,1)  
b
 Analyse différentielle des clusters de gènes orthologues de Serratia spp.  
c
 Le locus-tag SFOAUAP2C correspondant aux gènes de la souche S. fonticola AU-AP2C, SPRA44 : S. 
proteamaculans MFPA44A14-01, SPR1C2F : S. proteamaculans 1C2F, SLIKF01 : S. liquefaciens KF01, 
SGRA2 : S. grimesii A2, SEPLYAS9 : S. plymuthica AS9, SLI27592 : S. liquefaciens ATCC27592, 
SEMARFGI94 : S. marcescens FGI94. 
d
 Le facteur de sous-expression du cluster de gènes orthologues entre les deux teneurs en sel 
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Métabolisme des carbohydrates et dégradation du 
pyruvate 
   
fbaA 
fructose-bisphosphate 
aldolase, CII 
SPRA44_v1_650015 1,8 13 232 
fbaB 
fructose-bisphosphate 
aldolase C I 
SPRA44_v1_580033 1,8 361 
pgk phosphoglycerate kinase SLI27592_20595 1,5 7422 
gmpI phosphoglycerate mutase III SPRA44_v1_780056 1,8 885 
pykA pyruvate kinase II SPRA44_v1_360010 1,4 1476 
dhaL dihydroxyacetone kinase SFOAUAP2C_v1_90105 2,2 670 
dhaK dihydroxyacetone kinase sb 
K 
SLI27592_21475 1,3 1162 
nagC  transcriptional 
regulator/sugar kinase 
SEMARFGI94_1150 1,6 545 
nagA N-acetylglucosamine -6-
phosphate deacetylase 
SPRA44_v1_160056 1,9 855 
nagB glucosamine-6-phosphate 
deaminase 
SPRA44_v1_160057 2,2 967 
nagE N-acetyl glucosamine 
transporter 
SPRA44_v1_160058 2,1 881 
Métabolisme des acides aminés    
aspA aspartate ammonia-lyase SPRA44_v1_70012 2,2 8128 
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Figure 28 : principales voies métaboliques de Serratia dont l’expression des gènes est 
modulée par la teneur en sel dans les chipolatas 
La Figure 28 présente les différentes voies métaboliques de Serratia spp. affectées par la réduction de la teneur 
en sel dans les chipolatas. Les gènes indiqués en vert sont les gènes sur-exprimés quand la teneur en sel est plus 
élevée (synthèse acides aminés et de lipides) et les gènes indiqués en rouge sont les gènes sur-exprimés quand la 
teneur en sel est réduite. Les gènes indiqués en noir sont les gènes non différentiellement exprimés selon la 
teneur en sel. Pour plus de lisibilité dans cette figure, les différents cofacteurs des voies de synthèse des acides 
aminés et des acides gras ne sont pas représentés, les voies de synthèse détaillées sont disponibles en annexes 8.6 
à 8.10. Dans la voie de synthèse de la lysine, (2S, 4S)-4-HTC : (2S, 4S)-4-hydroxy-2,3,4,5-
tetrahydrodipicolinate et S-TC : S-2,3,4,5-tetrahydrodipicolinate. 
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5.3.7. Discussion 
 Les objectifs de cette étude étaient (1) d’identifier les espèces bactériennes 
métaboliquement actives après 21 jours de conservation, (2) d’identifier les gènes exprimés et 
les fonctions métaboliques affectées par la réduction de la teneur en sel et (3) de déterminer 
les liens entre les activités métaboliques bactériennes et les défauts d’altération observés à 21 
jours de conservation.   
 Les activités transcriptionnelles bactériennes ne sont pas systématiquement le reflet de 
l’abondance de population des espèces 
 Les travaux de l’analyse de la diversité bactérienne ont été menés en réalisant le 
séquençage de la région V1-V3 des gènes codant pour les ARNr 16S. En comparant les 
résultats d’abondance de population et les niveaux d’expression des gènes (obtenus 
respectivement par pyroséquençage et RNAseq), nous avons obtenu deux cas de figure. Le 
premier cas de figure est celui où l’activité transcriptionnelle est le reflet de l’abondance (en 
population) des espèces. C’est notamment le cas de L. sakei qui est l’espèce dominante et la 
plus active métaboliquement dans les chipolatas altérées. Rappelons que L. sakei n’est pas 
affectée (en termes de taux de population) par les conditions expérimentales testées. Même si 
son réservoir reste inconnu, la viande est l’habitat naturel de L. sakei. Cette espèce possède 
différentes propriétés qui lui permettent de croître dans les chipolatas. Elle est, entre autre, 
capable de croître à basse température et jusqu’à 9 % de sel (Marceau et al., 2003), elle est 
équipée d’enzymes, une superoxyde-dismutase (SodA), deux NADH oxydases (Nox), quatre 
péroxydases et une catalase (Chaillou et al., 2005) lui permettant d’éliminer les espèces 
réactives de l’oxygène, elle est capable d’utiliser le fer présent dans la viande et enfin, elle est 
auxotrophe pour tous les acides aminés (Chaillou et al., 2005) et la viande est un substrat 
riche en protéines libérant des acides aminés tout au long de son vieillissement. Cette espèce 
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bactérienne a ainsi les capacités de résister aux pressions environnementales (sel, température, 
conservation) rencontrées lors de la fabrication et la conservation des chipolatas.  
Dans le même cas de figure que L. sakei, l’abondance d’expression de L. piscium confirme les 
résultats de pyroséquençage, car cette espèce est très abondante dans un seul lot (B06) et elle 
est très exprimée dans ce lot.  
 À l’opposé de ce premier cas, le deuxième cas est celui où le niveau d’expression ne 
corrobore pas avec le niveau d’abondance car les niveaux d’activités transcriptionnelles sont 
plus élevés que ce que l’abondance de population a révélé. Ce cas de figure a été observé 
parmi les Enterobacteriaceae et plus particulièrement pour les espèces de Serratia spp. et 
Lelliottia amnigena. En effet, pour ces deux espèces, classées dans la population A 
(Figure 24), leurs activités transcriptionnelles sont très importantes. Nous pouvons faire ici 
l’hypothèse que l’abondance de ces espèces a probablement été sous-estimée par 
pyroséquençage. En effet, cette méthode de caractérisation présente plusieurs biais, d’ordre 
technique, qui pourraient étayer notre hypothèse de sous-estimation. L’un des premiers biais 
pourrait être la première étape à l’analyse de la diversité bactérienne par pyroséquençage des 
gènes codant pour l’ARN 16S qui est l’extraction des ADN bactériens. Au cours de cette 
étape, la fraction bactérienne est isolée du reste des chipolatas, par des centrifugations 
successives, puis les ADN bactériens sont extraits par une pré-lyse enzymatique suivie d’une 
lyse mécanique (cf. matériels et méthodes, paragraphes 4.3.1 et 4.3.2 pour plus de précisions). 
Nous pouvons supposer que la fraction bactérienne a été correctement récupérée puisque la 
quantification par qPCR réalisée et l’abondance relative de certaines espèces bactériennes, 
telle que L. sakei, concordent très bien (cf. résultats, paragraphe 5.2.4, supplementary 
file SF1). De plus, il est maintenant bien admis que la lyse cellulaire est plus difficile pour les 
bactéries à Gram positif, du fait de leur paroi membranaire plus épaisse, que pour les bactéries 
à Gram négatif. De même que pour l’efficacité de la récupération du culot bactérien, les 
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quantifications par qPCR et notamment celles de Serratia spp. supportent l’idée que le 
processus d’extraction réalisé était suffisamment efficace pour extraire les ADN bactériens. 
Nous portons donc notre hypothèse davantage sur un deuxième biais possible liée à 
l’amplification PCR du gène codant pour l’ARNr 16S. Dans cette étude, nous avons choisi 
d’amplifier la région V1-V3 (environ 500 pb). Cette région a également été choisie pour 
caractériser les communautés bactériennes de produits carnés et de la mer altérées (Chaillou et 
al., 2015) ou encore de produits carnés prêt-à-consommer (Pothakos et al., 2015). Ces 
régions, et principalement la région hypervariable V3, sont utilisées pour différencier les 
différentes espèces de Lactobacillus (Fettweis et al., 2012). Dans une étude de diagnostic de 
bactéries pathogènes, Chakravorty et al., (2007) ont montré que dans un mélange de 110 
espèces bactériennes, composé d’espèces pathogènes retrouvées dans le sang ou encore des 
flores bactériennes environnementales, les régions V2 et V3 étaient les plus adaptées pour 
différencier les espèces au niveau du genre sauf pour les Enterobacteriaceae, 
phylogénétiquement très proches. Au sein de cette famille, les trois régions (V1, V2 et V3) 
sont très conservées et la différenciation des espèces est difficile. Pour les 
Enterobacteriaceae, les régions V4 à V6 sont moins conservées et sembleraient plus adaptées 
pour différencier les espèces de cette famille. Cette information nous invite à penser que lors 
de l’amplification PCR de la région V1-V3 très conservée pour les Enterobacteriaceae, la 
formation de séquences chimériques, séquences amplifiées pouvant ne pas provenir de la 
même espèce (cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.4.2.3 pour plus de précisions) a du être 
plus importante. Or, lors de l’analyse de données de séquençage, les séquences chimériques 
ont été supprimées. Cette suppression de séquences pourrait expliquer la sous-estimation des 
Enterobacteriaceae observée par pyroséquençage de la région V1-V3 du gène codant pour 
l’ARNr 16S. Ainsi, dans cette étude, le RNAseq a permis de donner une image la plus proche 
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possible de la diversité bactérienne des chipolatas, puisque dans cette approche, les ARN 
bactériens sont séquencés sans étape préalable d’amplification.  
 L’expression des gènes impliqués dans les processus cellulaires de Serratia spp. 
corrobore avec sa biomasse 
 Parmi les gènes sur-exprimés par le métagénome dans les chipolatas à 2,0 % de sel, 
par rapport aux chipolatas à 1,5 % de sel, 135 gènes sont impliqués dans les processus 
cellulaires et notamment dans la traduction et la transcription [dont 98 gènes (73 % des gènes) 
appartiennent à Serratia spp.]. Ces processus traduisent une activité protéique plus importante 
dans cette condition de sel (2,0 %) qui est le signe d’une activité cellulaire liée avec une 
croissance bactérienne plus importante. Cette activité protéique corrobore avec la biomasse 
plus importante de Serratia dans les chipolatas à 2,0 % de sel (mesurée en qPCR). Cette étude 
n’est pas la première à montrer une forte activité cellulaire de ce type dans un aliment après 
une période de conservation des produits alimentaires. Récemment, Monnet et al., (2016) ont 
identifié que la majeure partie des gènes exprimés par des flores technologiques utilisées dans 
la fabrication du Reblochon, à 35 jours d’affinage, était impliquée dans des phénomènes de 
traduction. 
 Les différences d’altération observées à 21 jours selon le type de conditionnement ne 
sont pas liées à des différences d’activités transcriptionnelles bactériennes 
 L’objectif de ces travaux était de corréler les différences d’altération observées entre 
les différentes conditions expérimentales avec les fonctions métaboliques des communautés 
bactériennes. Les chipolatas conditionnées sous atmosphère modifiée présentaient une 
intensité d’altération plus importante, et les molécules odorantes produites étaient différentes 
par rapport aux échantillons conditionnés sous vide. Combinés à diminution significative de la 
richesse bactérienne, ces défauts d’altération suggéraient des activités transcriptionnelles et 
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métaboliques différentes entre ces deux conditions. Toutefois, l’analyse différentielle a révélé 
qu’aucun gène n’était différentiellement exprimé selon le type de conditionnement ; la 
corrélation entre les défauts d’altération et les activités transcriptionnelles de la communauté 
bactérienne n’a pu être établie après 21 jours de conservation. Rappelons que la stratégie 
expérimentale initiale consistait à comparer des chipolatas non altérées avec des chipolatas 
altérées à un temps donné. Or, il a été difficile d’identifier clairement un point de rupture 
entre les échantillons non altérés et les échantillons altérés à un temps précis, puisque 
l’altération s’est caractérisée par l’évolution progressive du produit dans le temps et non le 
changement d’état brutal de celui-ci. Nous avons donc choisi de caractériser l’altération et la 
diversité bactérienne en fin de vie des produits, à 21 jours de conservation, mais nous n’avons 
pas identifié de différences d’activités transcriptionnelles. La première hypothèse pour 
expliquer cette absence de corrélation se situe dans la possibilité que les différences 
d’activités métaboliques productrices d’odeurs aient eu lieu bien avant les 21 jours. La 
production d’odeurs d’altération (composés volatils) est liée à la dégradation de substrats 
nutritionnels présents dans la viande. Les différents composés volatils identifié dans les 
produits carnés sont produits séquentiellement au cours de la conservation (Casaburi et al., 
2015) puisque les substrats utilisés par les bactéries évoluent. Les métabolites ainsi produits 
s’accumulent tout au long du stockage et la caractérisation des odeurs que nous avons réalisée 
à 21 jours est l’image finale de ces activités métaboliques.  
La deuxième hypothèse pouvant expliquer que les différences d’activités 
transcriptionnelles productrices d’odeurs ne soient pas visibles après 21 jours est qu’il n’y ait 
effectivement pas de différences, que les métabolites produits soient les mêmes, mais que ces 
derniers réagissent différemment selon les gaz présents dans l’emballage de conditionnement. 
Pour pouvoir tester cette hypothèse, il faudrait, en combinaison de l’analyse 
transcriptionnelle, doser les métabolites produits lors de l’altération des chipolatas. 
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Cependant, les odeurs rances identifiées dans les chipolatas conditionnées sous vide sont 
plutôt dues à des aldéhydes tandis que les odeurs aigres identifiées dans les chipolatas 
conditionnées sous atmosphère protectrice sont plutôt liées à des acides. Dans de récents 
travaux, Rouger et al., (2016) ont étudié la réponse transcriptionnelle de la communauté 
bactérienne de la viande de poulet conditionnée sous différentes compositions en gaz 
(70 % CO2 + 30 % de O2 ; 50 % de CO2 + 50 % d’O2 ; 20 % d’O2 et 80 % de N2). Les auteurs 
ont mis en évidence des différences d’activités transcriptionnelles entre 7 et 9 jours de 
conservation, au sein d’un même type de conditionnement, mais entre les 3 types de 
conditionnement, le profil d’activités transcriptionnelles était le même. Ces données suggèrent 
donc que les différences d’activités métaboliques de la communauté bactérienne peuvent être 
initiées dès les premiers jours de conservation et notre première hypothèse (différences 
d’activités métaboliques durant le stockage) nous parait être la plus probable.  
 Il existe un lien entre les défauts d’altération mesurés dans les chipolatas à teneur 
réduite en sel et les fonctions métaboliques de Serratia spp.  
 Bien que les différences d’altération entre les chipolatas à 2,0 % de NaCl et celles à 
1,5 % étaient moindres par rapport au type de conditionnement, l’analyse différentielle a 
permis d’identifier des gènes différentiellement exprimés entre ces deux conditions. Pour 
relier aux différences d’altération observées quand la teneur en sel était réduite, baisse de pH, 
production d’exsudat et production d’odeurs soufrées, nous avons identifié que Serratia spp. 
était principalement impliqué dans ces phénomènes. Le glucose est le premier substrat 
énergétique utilisé par les bactéries (Casaburi et al., 2015). Cependant, cette consommation de 
sucre peut être dépendante de la teneur en sel dans les chipolatas. Chez Saccharomyces 
cerevisiae, Casey et al., (2013) ont identifié que face à un stress osmotique, induit par l’ajout 
de 0,5 M de NaCl dans le milieu de fermentation, la levure réduisait sa consommation de 
glucose. Les auteurs ont également dosé les métabolites intermédiaires de la glycolyse et ont 
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mis en évidence que la concentration en glycéraldéhyde -3-phosphate (G3P) était plus faible 
en présence de NaCl. Zhong et al., (2016) ont également identifié une baisse des activités de 
la phosphofructokinase, de la pyruvate kinase, de la phosphoenolpyruvate kinase ainsi qu’une 
concentration en pyruvate plus faible lors de l’exposition au stress osmotique des feuilles de 
concombres. Enfin, Browne et Dowds (2001) ont identifié une répression de l’enzyme Gap 
(glycéraldéhyde -3-phosphate), suite à un stress osmotique chez Bacillus cereus. Ainsi, 
l’augmentation de la fermentation du glucose par Serratia dans les chipolatas à 1,5 % de sel 
pourrait être liée d’une part, à des conditions d’activités enzymatiques plus favorables (e.g. 
pas d’inhibition par le sel) et d’autre part à un stress osmotique moins important et donc la 
possibilité de mettre en œuvre des voies métaboliques différentes. Enfin, la fermentation du 
pyruvate pour produire de l’acétate chez Serratia spp. est très importante. Les métabolites 
d’altération n’ont pas été dosés lors de ces travaux, cependant, une baisse significative de pH 
dans les échantillons à 1,5 % de NaCl a été identifiée en lien avec l’augmentation de la 
production d’exsudat. Ainsi, l’ensemble de ces données suggèrent que les espèces de Serratia 
peuvent être fortement impliquées dans l’altération des chipolatas de par leurs activités 
glycolitiques.  
 La présence des ARN de Sus scrofa a limité la profondeur des analyses 
transcriptionnelles 
 Cette dégradation du glucose et les activités transcriptionnelles conduisant aux défauts 
organoleptiques mesurés auraient pu être identifiées parmi d’autres espèces 
d’Enterobacteriaceae sous-dominantes. L’objectif était de séquencer à une profondeur de 15 
millions de lectures par échantillon pour disposer de suffisamment de séquences par gène sur 
une échelle de 3log10 entre les gènes les plus abondants et les moins abondants. 
Malheureusement, plus de 60 % des séquences obtenues correspondaient à des ARN de Sus 
scrofa (ARNr mitochondriaux et ARNm génomique). Trois raisons peuvent expliquer la 
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présence des ARNr mitochondriaux dans les échantillons : (1) ces ARN n’ont pas été détectés 
lors du contrôle qualité sur les puces Agilent 2100, ils ont été quantifiés au même titre que les 
ARNr procaryotes puisqu’ils sont également 16S, (2) avant le séquençage des ARN 
rétrotranscrits en cDNA, le kit Ribo-Zéro a été utilisé afin de se débarrasser des ARNr. Ce kit 
vise les ARNr bactériens et n’est pas spécifique aux ARNr mitochondriaux et (3) l’outil 
ribopicker a pour objectif de dépléter les ARNr bactériens séquencés résiduels en recherchant 
la similarité des séquences avec les séquences d’ARNr disponibles dans les bases de données. 
Cependant, ces bases ne contiennent que les séquences des gènes codant pour les ARNr 16S 
bactériens, donc l’outil Ribopicker n’a pas permis de dépléter ces ARNr. Enfin, la présence de 
l’ARNm génomique peut être expliquée par un manque d’efficacité du traitement à la DNAse 
réalisé par la plateforme de séquençage. Lors de la mise en place des expérimentations, il 
n’existait pas des travaux publiés d’analyses de RNAseq à partir d’ARN extrait in situ d’une 
matrice carnée, donc ce fait était inconnu. Depuis peu, la communauté scientifique s’est 
intéressée à cette approche et les auteurs intègrent la suppression des ARNr mitochondriaux 
dans leur pipeline d’analyse, mais une fois les ARN séquencés (Björkroth, 2016). Pour 
diminuer le fort pourcentage d’ARNr mitochondriaux et ainsi augmenter la quantité de 
séquences codantes bactériennes, en amont du séquençage, le kit de déplétion kit Ribo-Zero 
Gold rRNA Removal  pourrait être utilisé puisqu’il a la spécificité de supprimer en une seule 
étape les ARNr mitochondriaux et les ARNr bactériens (Benes et al., 2011). La présence de 
ces ARNr dans nos échantillons a donc conduit à une diminution de la profondeur de 
séquençage des séquences bactériennes et n’a donc pas permis de disposer de suffisamment 
de séquences pour étudier les activités métaboliques des espèces plus faiblement exprimées.  
  Pour conclure, les études d’écologie microbienne des aliments visant à décrire le 
phénomène d’altération et les espèces microbiennes associées, ciblent principalement la 
population dominante, qui a longtemps été considérée comme la flore microbienne altérante. 
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Or, les travaux de cette étude soulignent le rôle primordial des espèces sous-dominantes dans 
les activités métaboliques de l’écosystème bactérien des chipolatas à 21 jours de conservation. 
De plus, la réduction de la teneur en sel influe sur les espèces sous-dominantes et cet effet a 
pu être démontré chez Serratia spp. Cependant nous ne disposions pas d’une profondeur de 
séquençage suffisante (due à la présence inattendue des ARNr de Sus scrofa) pour étudier les 
activités transcriptionnelles d’autres espèces sous-dominantes, telles que Lelliottia amingena, 
les Enterobacter spp. ou encore les Citrobacter spp. De plus, la réduction de la teneur en sel 
n’entraine pas le développement plus important d’une espèce ou d’une autre, mais la 
communauté bactérienne met en œuvre des voies métaboliques différentes. Cependant, le lien 
direct entre les activités transcriptionnelles identifiées et le développement de l’altération est 
délicat. En effet, ce phénomène est le résultat d’activités métaboliques complexes ayant lieu 
tout au long de la conservation. Pour caractériser au mieux la relation entre le développement 
de l’altération et la diversité et les activités métaboliques bactériennes, il serait intéressant de 
suivre l’ensemble de ces paramètres tout au long du stockage des produits et de mesurer 
également les métabolites et les composés volatils produits lors de l’altération des produits 
carnés (approche méta-métabolomique). Ce type d’approche est de plus en plus utilisé pour 
caractériser les activités des communautés bactériennes dans les aliments. C’est notamment le 
cas de Pogačić et al., (2015) qui ont étudié par cette approche, l’habilité des micro-
organismes à produire les arômes des fromages. C’est également par cette approche que De 
Filippis et al., (2016) ont mis en évidence que les bactéries lactiques naturellement présentes 
dans les fromages jouaient un rôle prédominant dans l’affinage et dans le développement des 
arômes du fromage. Pour les produits carnés altérés, une étude de ce type, corrélant les 
activités métaboliques de la communauté bactérienne en lien avec les métabolites, n’a pas 
encore été menée. La mise en œuvre de ces approches nécessiterait donc d’élaborer des plans 
d’expériences plus complexes, mais permettrait de caractériser plus précisément les 
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implications des espèces microbiennes dans le développement de l’altération. Enfin, l’objectif 
de ces travaux était d’identifier l’effet des conditions expérimentales sur l’expression des 
gènes de l’écosystème bactérien. Les données de métatranscriptomique recueillies feront 
également l’objet d’une étude approfondie de l’expression des gènes dans leur globalité et des 
mécanismes de réponse d’adaptation de l’écosystème à la matrice carnée. 
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5.4. La réduction de la teneur en sel impacte faiblement la croissance de 
Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de chipolata  
 La présence de Salmonella dans les aliments est la première cause de TIA en Europe 
en 2013 et la viande de porc et ses produits dérivés sont la troisième cause d’infections 
humaines à Salmonella derrière les viandes de volaille et les ovoproduits (EFSA, 2015). Le 
sel est le plus ancien conservateur utilisé pour limiter le développement des micro-organismes 
indésirables et notamment pour limiter le développement des bactéries pathogènes. En 
présence de 3 à 4 % de NaCl (m/m), la croissance de Salmonella est généralement ralentie ou 
inhibée (D’Aoust, 1989). Cependant les recommandations nutritionnelles visent à réduire les 
teneurs en sel dans les aliments et notamment dans les produits de charcuterie. Cette réduction 
de sel suggère un développement potentiel plus important de Salmonella ser. Typhimurium en 
cas de contamination accidentelle du produit. L’objectif des travaux présentés dans ce 
quatrième paragraphe était d’évaluer l’impact de la réduction de la teneur en sel dans les 
chipolatas, en combinaison avec le type de conditionnement, sur la croissance de Salmonella 
ser. Typhimurium et d’évaluer dans quelle mesure cette baisse de sel pourrait affecter 
l’expression des gènes de virulence du pathogène.  
5.4.1. Stratégie expérimentale 
 Pour répondre à cet objectif, nous avons étudié la croissance de Salmonella ser. 
Typhimurium dans un environnement bactérien contrôlé afin de ne prendre en compte que 
l’effet des deux facteurs d’étude (sel et type de conditionnement) tout en s’affranchissant, 
dans un premier temps, d’une autre variable (présence de la flore naturelle). En effet, Møller 
et al., (2013) ont montré que la présence de la flore naturelle dans de la viande de porc hachée 
à un taux initial de 10
6
 UFC.g
-1
, entraînait une survie de Salmonella voir un déclin de 
population, au cours du stockage à 9 °C pendant 10 jours. Une fois cette première étape 
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franchie, l’objectif était de passer à une situation plus complexe en chipolatas naturelles, où le 
pathogène serait en présence de la flore endogène du produit.  
Après fabrication, la mêlée de chipolata a été décontaminée par irradiation à 8 kGy (cf. 
matériels et méthodes, paragraphe 4.1.1.2) afin de réduire la charge microbienne 
naturellement présente dans la viande.  
 Différents pré-tests de mesures continues de croissance en milieu de laboratoire BHI 
ont été réalisés, dans les conditions de sel et de pH similaires à celles de la mêlée de chipolata, 
et ont démontré qu’en dessous de 8 °C, aucune souche de Salmonella testée n’était capable de 
croître (résultats non présentés dans ce manuscrit). À partir de 8 °C, certaines souches, dont la 
souche Salmonella ser. Typhimurium choisie, souche sauvage isolée à partir de saucisses de 
porc maison (MH. Desmonts, communication personnelle), était capable de croître à 8 °C en 
présence de sel (1,5 et 2,0 %) dans le milieu BHI.  
 Les premiers tests de croissance réalisés en mêlée de chipolata préalablement 
décontaminée, à 1,5 % de NaCl, conservée à 8 °C sous atmosphère modifiée (50 % de CO2 + 
50 % de N2) et sous vide pendant 21 jours ont révélé que Salmonella ser. Typhimurium ne 
croissait pas, elle survivait. Ces données vont à l’encontre de la prédiction de croissance, 
réalisée par Sym’Previus (Leporq et al., 2005), qui estimait la probabilité de croissance à 0,8 
dans la mêlée de chipolata avec une teneur moyenne de 1,7 % de NaCl, un pH de 5,7, une aw 
de 0,98 et conservée à 8 °C. Dans une optique de croissance dans nos conditions d’études, 
mais surtout pour obtenir un taux de population suffisant pour extraire les ARN et analyser les 
gènes exprimés après croissance du pathogène dans la mêlée, nous avons donc appliqué un 
scénario thermique de conservation à 8 °C avec une rupture de température à 20 °C pendant 
18 h.  
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 Ces pré-tests d’implantation ont également permis de définir le taux d’inoculation 
initiale de la souche dans la mêlée de chipolata. Trois taux d’inoculation ont été testés : 
10
1
 UFC.g
-1
, 10
2
 UFC.g
-1
 et 10
4
 UFC.g
-1
de mêlée de chipolata et en dessous de ce dernier 
taux, la souche n’était pas capable de pousser à 8 °C, elle survivait, voir déclinait. Nous avons 
donc fixé le taux d’inoculation du pathogène à 10
4
 UFC.g
-1
de mêlée de chipolata.  
 Dans ce contexte expérimental, nous avons donc suivi la croissance de Salmonella ser. 
Typhimurium, inoculée à 10
4
 UFC.g
-1
 dans la mêlée de chipolata décontaminée, à deux 
teneurs en sel (1,5 % et 2,0 %), conservée sous atmosphère modifiée et sous vide, pendant 
5 jours de conservation à 8 °C avec une rupture de température à 20 °C pendant 18 h dès le 
premier jour de conservation. 
5.4.2. La croissance de Salmonella ser. Typhimurium est affectée par le type de 
conditionnement et dans une moindre mesure par la teneur en sel 
 Salmonella ser. Typhimurium a été inoculée à 3,7 ± 0,4 log10 UFC.g
-1
. À deux jours de 
conservation (à la sortie de la rupture de la chaîne du froid), Salmonella atteignait des taux de 
population, en moyenne, de l’ordre de 6,5 ± 0,7 log10 UFC.g
-1
 dans la mêlée de chipolata 
(Figure 29). Dans la mêlée conditionnée sous atmosphère modifiée, le taux de population 
atteint était plus faible que dans la mêlée conditionnée sous vide, une différence de 0,8 log10 
UFC.g
-1
 a pu être observée. Cette différence de taux de population était toujours visible à 
5 jours de conservation.  
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Figure 29 : dynamique de croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de 
chipolata préalablement décontaminée 
Les box-plots présentent la concentration de Salmonella ser. Typhimurium (exprimée en log10 UFC.g-
1 de mêlée de chipolata) durant 5 jours de conservation à 8 °C, selon la teneur en sel et le type de 
conditionnement (tous échantillons confondus, n = 18). La rupture de la chaîne du froid a eu lieu au 
premier jour de conservation et est indiquée en bleu. Sur chaque boîte sont représentés la médiane 
(ligne en gras) et les écarts interquartiles entre le premier et le troisième quartile. Les astérisques (***) 
indiquent une différence significative (p < 0,001, t-test bilatéral) entre le conditionnement sous vide 
(VPA) et le conditionnement sous atmosphère modifiée (MAP). Les astérisques (*) indiquent une 
différence significative (p < 0,05, t-test bilatéral) entre la teneur réduite en sel (1,5 %) et la teneur 
normale en sel (2,0 %).  
 
 Après deux jours de conservation, le taux de population de Salmonella ser. 
Typhimurium était significativement plus important dans les échantillons à teneur réduite en 
sel (1,5 %) que dans les échantillons à teneur normale (2,0 %, Figure 29). Cependant, cet effet 
n’était plus visible à 5 jours de conservation.  
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 Ces travaux soulignent l’effet du type de conditionnement et de la teneur en sel sur la 
croissance de Salmonella ser. Typhimurium. La nature de l’atmosphère affecte le taux de 
population maximal atteint tandis que la teneur en sel influe sur la vitesse de croissance du 
pathogène. Ces conditions expérimentales qui affectent la croissance du pathogène, affectent 
certainement l’expression globale des gènes du pathogène et plus particulièrement 
l’expression des gènes de virulence qui pourraient influencer le pouvoir pathogène de la 
souche chez l’hôte.  
5.4.3. Extraction des ARN de Salmonella ser. Typhimurium 
 Pour étudier l’expression des gènes de Salmonella ser. Typhimurium, nous avons 
extrait les ARN par la méthode décrite dans le paragraphe 4.3.2.2, après deux jours de 
conservation, à la fin de la rupture de la chaîne du froid à 20 °C. Les contrôles de qualité 
effectués ont révélé que l’ensemble des ARN était dégradé ; les RIN étaient compris entre 4,9 
et 2,1 (Figure 30A). Un test d’extraction, utilisant cette méthode, a été réalisé à partir d’une 
culture pure de Salmonella en milieu liquide (~10
9
 UFC.mL
-1
) et les ARN extraits étaient de 
très bonne qualité (Figure 30B).  
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Figure 30 : comparaison de la qualité des ARN extraits à partir de la mêlée de chipolata (A) et 
à partir de culture pure (B) 
La Figure 30 présente la comparaison de deux électrophorégrammes obtenus pour le contrôle qualité d’ARN 
bactériens extraits à partir de la mêlée de chipolata, 10
6
 UFC.g
-1
 (A) et extraits à partir de culture pure à 
10
9
 UFC.mL
-1
 (B). Chaque électrophorégramme représente la mesure de l’intensité de la fluorescence des 
ARNr 16S et 23S et l’intégrité de ces ARN est indiquée par le score RIN (cadre rouge). Sur 
l’électrophorégramme (A) présenté à gauche, le score de qualité est très faible (2,6) ce qui indique que les ARN 
sont très dégradés. Cette dégradation est également visible par le profil de migration des ARN (cadre vert). Sur 
l’électrophorégramme (B) présenté à droite, les pics d’intensité spécifique aux ARNr 16S et 23S sont clairement 
visibles. Par le profil de migration sur gel (cadre vert) on identifie quatre bandes nettes. La première bande 
correspond à l’ARNr 16S et les trois autres bandes correspondent à l’ARNr 23S. Cette fragmentation du 
gène 23S chez Salmonella, qui s’effectue de manière innée, est connue et bien identifiée dans la littérature, 
cependant cette fragmentation et n’empêchera pas d’obtenir des ARNm de bonne qualité. Ceci explique le score 
de qualité de 7,5 avec cependant des ARN extraits de bonne qualité.  
 
La méthode au trizol semble donc applicable à l’extraction des ARN de Salmonella ser. 
Typhimurium. De nouvelles extractions ont été réalisées en utilisant un kit d’extraction 
d’ARN (Direct-Zol RNA mini-prep R2050, Proteigene), mais la qualité des ARN extraits 
n’était pas meilleure. Un troisième test d’extraction a été réalisé en utilisant des protecteurs 
d’ARN, le RNAlater
a
, utilisé lors de l’extraction du culot bactérien en remplacement de l’eau 
                                                 
a
 1 % de phénol acide (Aquaph01, MPBio), 19 % d’éthanol absolu (20821.296, VWR) et 0,1 % de SDS 10 % 
(8.22050.1000, VWR), selon les recommandations de Eriksson et al., 2003)  
A B
Score de qualité- RIN
Score de qualité- RIN
Dégradation 
des ARN
Fragmentation 
de l’ARN 23S
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stérile et du tween 80 (cf. matériels et méthodes, paragraphe 4.3.1) et le RNAprotect (Qiagen, 
76506), utilisé pour conserver les culots bactériens à - 80 °C. L’extraction a également été 
réalisée à partir d’une culture pure de Salmonella en milieu liquide, à une concentration 
souhaitée de 10
6
 UFC.mL
-1
. L’utilisation de ces deux agents protectants n’a pas permis 
d’améliorer la qualité des ARN de Salmonella ser. Typhimurium après croissance dans la 
mêlée de chipolata. De plus, à partir de la culture pure à 10
6
 UFC.mL
-1
, après extraction, nous 
n’avons pas réussi à obtenir les ARN du pathogène. La difficulté à l’extraction des ARN de 
Salmonella semble être une question de quantité de cellules bactériennes. De plus, avec le 
scénario de température appliqué, le taux de population de Salmonella ser. Typhimurium n’a 
pas atteint le taux cible de 10
9
 UFC.g
-1
 après croissance dans la viande. Cette extraction aurait 
pu confirmer ou non l’hypothèse du taux de cellules bactériennes trop faible.  
5.4.4. Discussion 
 L’objectif des travaux présentés dans ce troisième paragraphe était d’évaluer 
l’influence de la réduction teneur en sel dans la mêlée de chipolata sur la croissance et la 
physiologie de Salmonella ser. Typhimurium en combinaison avec le type de 
conditionnement.  
 Les travaux ont montré que l’utilisation du CO2 dans l’atmosphère de conditionnement 
permettait de diminuer la croissance de Salmonella ser. Typhimurium dans la mêlée de 
chipolata par rapport à l’atmosphère sous vide. Ce résultat était attendu puisque l’action 
bactériostatique du CO2 vis-à-vis des Enterobacteriaceae est bien connue (Dixon et Kell, 
1989 ; Rodriguez et al., 2014). Les résultats de croissance observés sont en accord avec les 
résultats de (Nychas et Tassou, 1996) qui ont mis en évidence un taux de population plus 
faible (0,8 log10 UFC.g
-1
 de différence) de Salmonella enteritidis dans de la viande de poulet 
conditionnée sous atmosphère modifiée avec 20 % de CO2 que dans la viande conditionnée 
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sous vide. Cependant, bien que sa croissance soit plus faible, Salmonella ser. Typhimurium 
conserve ses capacités à croître dans la viande en présence de CO2.  
 Dans la mêlée de chipolata, la croissance de Salmonella ser. Typhimurium est moins 
affectée par la teneur en sel que par le type de conditionnement. La réduction de 25 % de sel 
dans les chipolatas favorise un développement plus rapide de Salmonella ser. Typhimurium, 
mais le taux de population maximum atteint est le même selon la teneur en sel. Cette 
réduction est donc possible dans les chipolatas sans craindre un développement plus important 
de Salmonella ser. Typhimurium et d’autant plus avec une température de conservation 
inférieure à 8 °C.  
 La connaissance de l’état physiologique de Salmonella ser. Typhimurium et plus 
largement des pathogènes impliqués dans les TIA et de leurs réponses génomiques et 
transcriptomiques mises en œuvre lors de stress environnementaux (tels que le sel ou encore 
l’atmosphère de conditionnement) est primordial pour développer des stratégies d’inhibition 
de croissance ciblées. Cette connaissance passe avant tout par l’analyse transcriptionnelle du 
pathogène dans le milieu environnemental d’étude. À ce jour, nous sommes face à un 
problème technique d’extraction des ARN de Salmonella ser. Typhimurium, à partir de la 
mêlée de chipolata, puisque les différentes méthodes utilisées ne nous ont pas permis 
d’extraire les ARN. L’hypothèse que nous avons émise quant à cette difficulté est la quantité 
de cellules bactériennes présentes.  
Autant les extractions des ARN de Salmonella à partir de milieux environnementaux divers 
tels que les tissus intestinaux (Zhang et al., 2014) ou encore les cellules épithéliales 
(Hautefort et al., 2008) sont bien décrites dans la littérature, autant l’extraction des ARN à 
partir de produits alimentaires est peu connue. À ce jour, seules deux études proposent une 
méthodologie pour extraire les ARN de Salmonella à partir de matrice carnée : viande de 
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poulet (Sirsat et al., 2011) et viande hachée de bœuf (Kjeldgaard et al., 2011). Dans l’étude de 
Sirsat et al., (2011), la culture de Salmonella ser. Typhimurium a été inoculée à la surface de 
la viande de poulet (à 5, 6, 7 et 8 log10 UFC.g
-1
) et laissée en contact pendant 30 min à 
température ambiante puis les ARN ont été extraits en utilisant également du RNAlater et du 
RNAprotect et en poursuivant l’extraction avec un kit d’extraction. Kjeldgaard et al., (2011) 
proposent un protocole similaire, un mélange de souches de Salmonella (Salmonella ser.  
Typhimurium et Salmonella ser. Derby) a été inoculé à un taux de 10
8
 UFC.g
-1
 de viande 
hachée puis laissé en contact 10 min à température ambiante et les ARN ont également été 
extraits avec un kit d’extraction avec utilisation préalable de RNAlater. Cependant, les 
contextes expérimentaux de ces deux protocoles d’extraction diffèrent du nôtre. L’objectif de 
notre étude était d’évaluer l’influence de nos paramètres environnementaux sur la physiologie 
du pathogène après croissance dans la mêlée de chipolata et non après simple contact avec la 
mêlée. Cependant les résultats de Sirsat et al., (2011) confirment notre hypothèse de quantité 
de cellules bactériennes insuffisante pour extraire les ARN. En effet, ils ont pu mettre en 
évidence que la quantité de cellules minimales pour obtenir des ARN de bonne qualité et en 
quantité suffisante était de 8 log10 UFC.g
-1
. Les taux inférieurs en cellules bactériennes, 7, 6 et 
5 log10 UFC.g
-1
, présentaient de plus faibles taux d’ARN et de qualité moindre. En faible 
quantité de cellules bactériennes, il n’y a pas suffisamment d’ARN pour être précipités. Dans 
les conditions expérimentales que nous avons appliqués (e.g. température de conservation, 
temps de stockage), nous ne sommes pas parvenus à obtenir un taux bactérien d’au moins 
10
8
 UFC.g
-1
, après croissance dans la viande, pour disposer d’une quantité suffisante d’ARN. 
De plus, par rapport aux études de Sirsat et al., (2011) et Kjeldgaard et al., (2011) qui 
extraient les ARN de Salmonella à partir de produits carnés non transformés, la mêlée de 
chipolata est un produit transformé contenant de la viande, de la matière grasse et des épices. 
La dégradation des ARN peut être liée à la complexité de la mêlée et notamment à la présence 
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de RNAses, mais à notre connaissance, il n’existe pas actuellement de méthode permettant de 
le vérifier.  
 Pour conclure, nous avons mis en évidence l’effet des conditions expérimentales 
testées (type de conditionnement et teneur en sel) sur la croissance de Salmonella ser. 
Typhimurium. Si la méthodologie d’extraction des ARN est mise au point pour analyser les 
réponses physiologiques et transcriptomiques de Salmonella, ces expérimentations ne 
suffiront pas à l’analyse précise du comportement du pathogène. Il sera nécessaire de passer à 
un environnement plus complexe, en présence de la flore endogène des chipolatas.  
 
 
 
 
 
 
 
 
DISCUSSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES 
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6. DISCUSSION GÉNÉRALE ET PERSPECTIVES 
 L’écosystème bactérien peut se définir comme l’association entre la communauté 
bactérienne (biocénose) avec l’environnement dans lequel elle se trouve (biotope). La 
biocénose regroupe les différentes espèces bactériennes et peut être caractérisée par quatre 
critères : (1) la diversité qui représente le nombre d’espèces bactériennes différentes, (2) la 
population qui définit le nombre d’individus par espèce, (3) la croissance qui caractérise 
l’évolution des espèces bactériennes au cours du temps et (4) les activités métaboliques des 
espèces qui traduisent l’utilisation des substrats disponibles dans le biotope. Ce biotope est 
caractérisé par deux composantes : le substrat (par exemple la viande) et les conditions 
environnantes (présence de sel, la température, l’environnement gazeux, etc.). L’écosystème 
est donc caractérisé par les interactions permanentes entre la biocénose et le biotope. Toute 
modification d’une des composantes du biotope peut entrainer des changements au sein de la 
communauté bactérienne.  
 Le sel est un ingrédient essentiel pour la conservation des produits de charcuterie, en 
particulier pour son action sur les communautés microbiennes. La baisse de sel va donc 
engendrer une modification de l’environnement dont les conséquences peuvent être 
bénéfiques ou néfastes pour la communauté bactérienne, sa dynamique et ses activités. Cette 
perturbation risque de plus de compromettre la qualité organoleptique des produits. Nous nous 
sommes donc interrogés sur les impacts de sa réduction sur la conservation des chipolatas. 
 Dans ce contexte, les objectifs de ce projet de thèse étaient de caractériser la 
communauté bactérienne des chipolatas et le phénomène d’altération sous l’effet de la 
réduction de sel et de corréler la dégradation organoleptique des produits aux modifications de 
la communauté bactérienne.  
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 Pour établir les interactions entre la communauté bactérienne et les chipolatas dont la 
teneur en sel est réduite, nous avons abordé cette problématique par trois niveaux d’analyse : 
analyses sensorielles, analyse de diversité et analyse fonctionnelle. De plus, nous avons 
évalué si les effets de la réduction de sel étaient les mêmes selon le type de conditionnement 
utilisé et nous avons travaillé à température de conservation constante.  
La baisse de sel impacte très faiblement la diversité bactérienne 
 Nous avons utilisé l’approche métagénétique pour caractériser la diversité de la 
communauté bactérienne des chipolatas afin d’avoir une vision globale de l’effet de la 
réduction de sel sur la communauté bactérienne et non sur une ou plusieurs espèces 
bactériennes ciblées. C’est d’ailleurs principalement par l’approche culturale ciblée que 
beaucoup d’études ont été menées pour évaluer les effets de la baisse de sel (revue de 
Taormina, 2010). Par l’approche globale, nous avons pu dresser un inventaire des espèces 
bactériennes présentes dans les chipolatas en fin de conservation, qui n’avait pas été établi 
jusque là. Les bactéries à Gram positif et particulièrement les Firmicutes sont souvent 
reportées comme bactéries altérantes des produits carnés (Chaillou et al., 2015 ; Remenant et 
al., 2015). Pour pallier la variabilité microbiologique de la matière première, nous avons 
caractérisé la diversité bactérienne à partir de 5 lots différents de chipolatas. À partir des 
20 échantillons (5 lots  4 conditions), nous avons identifié 78 OTU différents, mais 
seulement 18 OTU constituent le cœur bactérien des chipolatas, plus précisément, ces 18 
OTU sont retrouvés dans les 20 échantillons. Parmi ce cœur bactérien, les bactéries lactiques 
constituent le groupe bactérien majoritaire. Les espèces du genre Lactobacillus (L. sakei et 
L. curvatus), présentes dans les chipolatas, sont fréquemment identifiées dans les produits 
altérés conservés sous atmosphère modifiée ou sous vide (Casaburi et al., 2015). Nous avons 
également mis en évidence la présence de L. oligofermentans. Cette espèce a été décrite en 
2005 (Koort et al., 2005) comme étant une espèce majoritaire impliquée dans l’altération de 
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viande de poulet conservée sous atmosphère modifiée. L’étude que nous avons réalisée 
permet de montrer que cette espèce est également présente dans les produits carnés à base de 
porc. Parmi les autres bactéries lactiques, les espèces du genre Carnobacterium (C. divergens 
et C. maltaromaticum) sont également fréquemment identifiées comme bactéries majoritaires 
dans les produits carnés (Leisner et al., 2007 ; Ercolini et al., 2009). Nous avons également 
identifié des espèces des genres Lactococcus (L. piscium), Leuconostoc (L. carnosum et 
L. citreum), Enterococcus (E. avium et E. durans) et Vagococcus (V. fluvialis). La présence de 
B. thermosphacta dans les chipolatas n’est pas surprenante puisqu’il s’agit d’une bactérie 
psychrophile connue comme étant altérante dans les produits carnés (Losantos et al., 2000 ; 
Nychas et al., 2008 ; Doulgeraki et al., 2011). Les entérobactéries sont le deuxième groupe 
bactérien identifié dans les chipolatas. Ce groupe d’espèces bactériennes est prédominant dans 
la viande de poulet conservée sous atmosphère modifiée (Säde et al., 2013), mais ces espèces 
sont également retrouvées dans la viande de bœuf et de porc (Jay et al., 2003). Parmi ce 
groupe, nous avons identifié la présence d’espèces de S. proteamaculans, C. youngae, 
E. kobei, L. amnigena (anciennement E. amnigenus) Y. kristensenii et G. quercinecans.  
 Ces 18 espèces précédemment citées sont retrouvées dans les deux conditions de sel, 
teneur normale (2,0 %) et teneur réduite (1,5 %) en sel. Ainsi, la réduction de la teneur en sel 
n’impacte pas la diversité bactérienne des chipolatas après 21 jours de conservation. À ce 
jour, une seule étude pointe l’effet de la réduction de la teneur en sel sur la diversité d’un 
écosystème alimentaire. Miller et al., (2015) ont identifié par la méthode DGGE (Denaturing 
Gradient Gel Electrophoresis) 12 espèces bactériennes dans des plats prêts-à-consommer à 
base de viande à teneur réduite en sel (1,5  0,2 % m/m) contre 6 dans leurs homologues à 
teneur standard en sel (2,5  0,3 % m/m). Les auteurs ont associé cette différence de diversité 
à la concentration de sel qui inhiberait le développement de certaines bactéries. La méthode 
DGGE utilisée dans cette étude est une méthode non-culturale de séparation et d’isolation des 
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séquences d’ADN sur la base de leurs caractéristiques de dénaturation. Pour identifier une 
espèce bactérienne selon son profil de migration, il est nécessaire de disposer d’une référence 
de migration pour chaque espèce bactérienne. Par ailleurs, cette méthode DGGE est 
clairement moins sensible que la méthode de métagénétique pour décrire la diversité 
bactérienne. De plus, il s’agit de divers produits cuits (jambon, poitrine de poulet, etc.) pour 
lesquels la présence des espèces bactériennes résulte d’une contamination post-cuisson alors 
que dans notre étude, nous avons suivi la communauté naturelle des chipolatas (produits crus).  
 L’approche que nous avons utilisée nous a donc permis d’accéder à la description 
précise de la communauté conservée dans l’ensemble des chipolatas et nous avons mis en 
évidence que la réduction de sel n’impactait pas la diversité de la communauté bactérienne.   
La baisse de sel impacte l’abondance des espèces sous-dominantes 
 L’abondance de la population est le deuxième critère qui caractérise une communauté 
bactérienne. La technique de pyroséquençage que nous avons utilisée, combinée à de la qPCR 
pour quantifier l’abondance des espèces bactériennes, nous a permis de discriminer deux 
populations selon leur abondance : une population dominante et une population sous-
dominante. La population dominante est composée de L. sakei, L. piscium, C. divergens et 
C. maltaromaticum. Nous avons décrit et étudié la communauté bactérienne à partir de 
20 échantillons issus de 5 lots de fabrication de chipolatas indépendants. L’espèce dominante 
de chacun des échantillons était différente selon les lots, mais dans 45 % des cas, L. sakei était 
l’espèce majoritaire. Cette fluctuation de l’espèce dominante souligne la variabilité 
microbiologique de la matière première et conforte la nécessité de disposer d’un large panel 
d’échantillons pour analyser la diversité bactérienne d’un écosystème alimentaire.  
 L’abondance des quatre espèces dominantes des chipolatas n’est pas affectée par la 
réduction de la teneur en sel. L. sakei est reconnue comme étant une espèce bactérienne 
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halotolérante. Cette espèce est l’une des bactéries la plus fréquemment utilisée comme culture 
starter pour la fermentation de saucisson dont la teneur en sel est de 3,5 % (Ammor et al., 
2005). Cette espèce est particulièrement performante en raison de ses capacités de croissance 
à basse température (~ 4 °C) et de résistance au sel. Certaines souches sont capables de croître 
jusqu’à 6,5 % de NaCl (Ammor et al., 2005) tandis que d’autres ont la capacité de pouvoir se 
développer jusqu’à 9 % de NaCl, reflet de la concentration en sel en fin de maturation des 
saucissons secs (Marceau et al., 2003). Cette tolérance au sel a été attribuée à la capacité de la 
souche à accumuler des solutés tels que la bétaïne et la carnitine qui sont des osmoprotectants 
(Chaillou et al., 2005). Par ailleurs, la viande n’est pas l’unique écosystème alimentaire où 
L. sakei peut être trouvée. Cette espèce a été isolée dans des anchois et du poulpe salés 
(Najjari et al., 2008) ou encore du kimchi (Kim et Chun, 2005).  
À ce jour, les capacités halotolérantes de L. piscium ne sont pas démontrées. Cette espèce a 
été identifiée dans de nombreux écosystèmes alimentaires tels que des filets de saumon (Macé 
et al., 2012), de la viande de bœuf (Sakala et al., 2002) et du Montasio en début d’affinage, 
fromage AOP italien (Carraro et al., 2011). Les deux produits carnés et de la mer cités ont 
subi très peu d’étapes de transformation, hormis la découpe et le conditionnement, le sel n’est 
pas un ingrédient utilisé dans ces produits. Concernant le fromage, nous n’avons pas trouvé, 
ni dans l’étude citée ni dans diverses instructions de préparation, la teneur en sel dans le 
produit. Cependant, Leroi et al., (2012) ont récemment déterminé les paramètres de 
croissance (µmax) de L. piscium en milieu liquide de laboratoire et ils ont démontré que le 
NaCl n’était pas nécessaire à sa croissance, mais que celle-ci était stoppée dès 23 g.L
-1
 (m/v) 
de NaCl, soit l’équivalent de 2,3 % (m/m) de NaCl dans le milieu. La présence de L. piscium 
dans les chipolatas est en lien avec ses capacités de croissance dans la gamme de sel étudiée. 
Les espèces du genre Carnobacterium sont présentes et dominantes dans de nombreux 
écosystèmes alimentaires et leur capacité halotolérante est reconnue. Les espèces de 
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Carnobacterium sont en mesure de croître dans entre 0 et 6 % (m/v) de NaCl (Ringo et al., 
2002), voir 10 % pour C. divergens (Kim et Austin, 2008). Nous avons étudié l’effet d’une 
réduction de 25 % de sel et nous n’avons pas travaillé dans des conditions présence/absence 
de sel. Pour des espèces halotolérantes, il est clairement évident que cette variation mineure 
de concentration en sel n’impacte pas leur abondance.  
 La population sous-dominante (en abondance) est composée de B. thermosphacta et 
d’espèces d’entérobactéries dont S. proteamaculans. L’abondance de ces espèces sous-
dominantes est impactée par la réduction de la teneur en sel. Nos travaux sont les premiers à 
mettre en évidence les impacts de la réduction de sel sur une population sous-dominante. En 
effet, par la méthode de caractérisation utilisée, nous avons pu accéder à la description de 
cette population sous-dominante. Les études décrites dans la littérature ont principalement été 
menées par méthodes culturales pour démontré les effets de la réduction de la teneur en sel 
(revue de Taormina, 2012). En plus du biais de culture de ces méthodes qui limite la 
croissance de nombreuses espèces bactériennes, cette approche ne permet néanmoins 
d’étudier que les espèces dominantes. Cependant, l’impact du sel démontré dans notre étude 
est tout à fait inattendu, l’abondance des deux espèces citées (B. thermosphacta et S. 
proteamaculans) est plus faible quand la teneur en sel est réduite. Ces résultats vont à 
l’encontre de ce qui pouvait être attendu par rapport aux propriétés bactériostatiques du sel et 
suggèrent ainsi que le sel favorise la croissance de B. thermosphacta et S. proteamaculans 
dans les chipolatas. En milieu de culture, B. thermosphacta est capable de croître jusqu’à  6,2 
% (m/v) de NaCl (Leroi et al., 2012) tandis que certains souches ont les capacités de survivre 
jusqu’à 9 % de NaCl [m/v (Masana et Baranyi, 2000)]. B. thermosphacta est d’ailleurs plus 
résistant au sel que d’autres bactéries lactiques telles que L. piscium qui ne tolère que 2,3 % 
(m/v). Les capacités halotolérantes de S. proteamaculans sont peu décrites. Cependant, des 
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espèces du genre Serratia spp. ont été identifiées dans du fromage AOP « Pecorino 
Siciliano » contenant 3 % (m/m) de NaCl (Todaro et al., 2011).  
 Par cette méthode moléculaire, nous avons pu discriminer la population dominante de 
la population sous-dominante et nous avons pu montrer que la réduction de la teneur en sel 
modifiait l’abondance des espèces sous-dominantes.  
La baisse de sel impacte le profil transcriptionnel d’une seule espèce sous-dominante 
 Les activités métaboliques sont le troisième critère qui caractérise une communauté 
bactérienne et dans cette étude nous avons analysé les activités transcriptionnelles pour 
accéder aux fonctions métaboliques portées par la communauté bactérienne. Parmi toutes les 
espèces que nous avons identifiées dans les chipolatas, seules deux d’entre elles sont actives 
après 21 jours de conservation : L. sakei (espèce dominante) et Serratia spp. (espèce sous-
dominante). Les autres espèces bactériennes sont très faiblement actives ; par rapport aux taux 
de population mesurés, les activités transcriptionnelles mesurées sont très faibles. Prenons le 
cas des espèces de Carnobacterium ou encore de B. thermosphacta. Après 21 jours de 
conservation, ces espèces sont présentes en moyenne à 5,8 et 4,3 log10UFC.g
-1 
respectivement, 
et peuvent atteindre plus de 6 log10UFC.g
-1 
selon les échantillons. Cependant, les méthodes 
culturales réalisées à T0 pour dénombrer la flore totale cultivable indiquaient que le taux de 
population maximal atteint était de 4,2  0,5 log10 UFC.g
-1
. Ces données suggèrent donc que 
ces deux espèces ont été actives durant la conservation des chipolatas. Ainsi, nous pouvons 
supposer que les chipolatas sont un écosystème alimentaire dynamique où a eu lieu une 
succession d’espèces et d’activités bactérienne. Benson et al., (2014) ont effectivement 
montré qu’il y avait une évolution successive des différentes espèces bactériennes durant les 
80 jours de conservation de saucisses. Ce type de dynamique a également été démontré dans 
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d’autres écosystèmes alimentaires : lors de la fermentation du kimchi (Park et al., 2012) ou 
encore lors de l’affinage de fromages (Dugat-Bony et al., 2015).  
 Pour établir un lien entre les fonctions métaboliques des deux espèces bactériennes 
actives et le phénomène d’altération lorsque la teneur en sel est réduite, nous avons identifié 
puis analysé les gènes qui étaient différentiellement exprimés selon les deux conditions de sel. 
Ainsi, pour les deux espèces, la baisse de sel entraîne une sous-expression des gènes 
impliqués dans la synthèse des acides gras (chez L. sakei et Serratia spp.) et des acides 
aminés (chez Serratia spp.). Dans cette condition de sel, les besoins en acides gras et en 
acides aminés sont moins importants. Par ailleurs, la réduction de sel impacte le métabolisme 
central de Serratia spp : la fermentation du glucose est d’autant plus importante que la teneur 
en sel est réduite dans les chipolatas. Ces données reflètent donc qu’en termes fonctionnels, 
Serratia spp. semble être dans de meilleures conditions quand il y a moins de sel.  
Le profil métabolique de Serratia spp. impacte l’aspect et l’odeur des chipolatas 
 La fermentation de glucose est un processus métabolique qui convertit le glucose en 
pyruvate. En condition anaérobie, ce métabolite est ensuite convertit en éthanol, CO2 et 
acétate. Les analyses transcriptionnelles ont permis d’identifier que cette voie de fermentation 
était plus exprimée chez Serratia spp. dans les chipolatas à teneur réduite en sel. Selon les 
informations disponibles dans la littérature, dans les produits carnés altérés les principaux 
producteurs d’acétate sont les bactéries lactiques telles que L. gasicomitatum (Jääskelainen et 
al., 2013), L. sakei, L. curvatus (Hernández-Macedo et al., 2012) ou les espèces de 
Carnobacterium (Nychas et al., 2008). Nos travaux montrent donc que Serratia spp. est un 
acteur important dans la production d’acétate dans les produits carnés altérés. Ce métabolite a 
trois caractéristiques principales. Il s’agit dans un premier temps d’un acide (acide acétique) 
qui fait donc baisser le pH de l’environnement dans lequel il se trouve en raison de la 
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libération d’un atome d’hydrogène (H) du groupe carboxyle (–COOH). Cette baisse de pH est 
l’un des défauts d’altération mesurés dans les chipolatas. La conséquence de cette diminution 
de pH est la diminution du point isoélectrique des protéines myofibrillaires de la viande 
réduisant ainsi leur pouvoir de rétention d’eau et augmentant la libération d’eau dans le milieu 
extérieur. Cette libération d’eau est le deuxième défaut d’altération que nous avons mesuré, 
dans les chipolatas à teneur réduite en sel, nous avons relevé une production plus importante 
d’exsudat. Deuxièmement, l’acide acétique est la molécule responsable des odeurs aigres dans 
les produits carnés altérés et ces odeurs sont également un défaut d’altération mesuré dans les 
chipolatas. Enfin, l’acétate est connu et utilisé comme inhibiteur de croissance bactérienne. 
Lors de la production d’acétate, les protons s’accumulent dans le milieu faisant diminuer le 
pH cytoplasmique et cette acidification du milieu interne perturbe la majorité des processus 
physiologiques des cellules bactériennes (Beales, 2004 ; Mills et al., 2009). L’abondance 
mesurée de Serratia dans les chipolatas corrobore la production d’acétate, le nombre 
d’individus est plus faible quand la teneur en sel est plus faible. Ainsi, d’après nos travaux, 
nous pouvons supposer que les espèces de Serratia s’auto-inhibent en produisant de l’acétate 
dont elles semblent très sensibles. A notre connaissance, il n’existe pas d’étude qui 
démontrent la sensibilité de Serratia spp. face à cet acide organique. Cependant, 
S. marcescens est capable de résister à des environnements très acides, puisqu’il transite à 
travers le tractus gastro-intestinal pour coloniser l’intestin de l’hôte (Ochieng et al., 2014).  
 Dans les produits de charcuterie, l’acétate est classiquement utilisé en tant qu’additif, 
mais il est couplé à divers sels tels que le sodium (acétate de sodium – E262) ou le potassium 
(acétate de potassium – E261) afin de conserver les propriétés inhibitrices de l’acétate sans en 
voir avoir les inconvénients tels que l’odeur aigre très prégnante. Récemment, Benson et al., 
(2014) ont d’ailleurs testé l’efficacité d’un mélange de lactate de sodium avec du diacétate de 
sodium vis-à-vis des flores aérobies mésophiles et psychrotrophes, des bactéries lactiques et 
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des Enterobacteriaceae dans des saucisses de porc. L’ajout de ce mélange permet de réduire 
significativement la croissance des quatre populations bactériennes suivies et les auteurs ont 
relié le retard d’apparition de l’altération des saucisses à l’utilisation de ces conservateurs. De 
plus, Tangkam et al., (2012) ont démontré que l’acétate de sodium était l’additif le plus 
efficace pour réduire de plus de 1,5 log10UFC.g
-1
, la croissance de la flore bactérienne aérobie 
de poitrine de poulet crue après 14 jours de stockage à 3 °C.  
Au vu de la sensibilité de Serratia vis-à-vis de l’acétate, un moyen de lutte biologique de son 
développement dans les chipolatas serait d’identifier et d’utiliser une espèce bactérienne en 
tant qu’agent bio-préservant qui aurait la capacité de produire de l’acétate pour inhiber le 
développement cette espèce au potentiel altérant.  
Les interactions que nous n’avons pas pu identifier 
 Parmi les autres défauts d’altération des chipolatas que nous avons mesurées par 
méthodes sensorielles, l’odeur rance n’a pas pu être corrélée à une activité transcriptionnelle 
particulière. Ce type d’odeur est principalement associé à des aldéhydes et notamment de 
l’acétoïne et du 2,3-butanediol. Lors de la fermentation du pyruvate, celui-ci est transformé en 
acétolactate par une acétolactate décarboxylase qui est ensuite converti en acétoïne par une 
acétolactate synthase puis, en présence de NADH+H
+
, l’acétolactate synthase va réduire 
l’acétoïne en 2,3-butanediol. Rao et al., (2012) ont montré que Serratia marcescens était 
capable de convertir le pyruvate par cette voie catabolique. À 21 jours de conservation, ces 
gènes n’étaient pas exprimés, ce n’est donc pas Serratia qui est responsable des odeurs rances 
dans les chipolatas. Dans la revue bibliographique que nous avons présentée dans le deuxième 
chapitre, nous avons souligné que les espèces de Carnobacterium (Casaburi et al., 2011 ; La 
Storia et al., 2012) et de B. thermosphacta (Dainty et Hibbard, 1983 ; Casaburi et al., 2015) 
étaient impliquées dans la production d’odeurs rances. Or, à 21 jours de conservation, ces 
espèces sont très faiblement actives. Les activités métaboliques de ces espèces ont 
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probablement eu lieu avant les mesures réalisées à 21 jours. De même, les odeurs soufrées 
sont principalement liées à la dégradation des protéines de la viande par des bactéries 
protéolytiques qui conduisent à la libération de dérivés soufrés. Les espèces de Pseudomonas 
sont particulièrement responsables de ce phénomène (Ercolini et al., 2010). Or, dans les 
chipolatas altérées après 21 jours de conservation, nous n’avons pas identifié d’espèces de 
Pseudomonas. Pour identifier les espèces impliquées dans ces deux défauts d’odeurs, il aurait 
fallu mesurer les activités transcriptionnelles de la communauté bactérienne de manière 
dynamique tout au long de la conservation des produits. Par ailleurs, pour établir les relations 
entre les défauts d’altération et la communauté bactérienne, il était initialement prévu de 
décrire l’altération dès qu’un défaut d’altération apparaissait dans une des quatre conditions 
d’étude. Or, il est difficile d’identifier clairement un point de rupture entre les échantillons 
non altérés et les échantillons altérés, puisque l’altération est caractérisée par l’évolution du 
produit dans le temps et non le changement d’état brutal de celui-ci. Nous avons donc choisi 
de caractériser l’altération et la diversité bactérienne en fin de vie des produits, à 21 jours de 
conservation sans faire de point intermédiaire, au risque, comme nous l’avons identifié, de 
manquer des corrélations entre les défauts d’altération et les fonctions métaboliques de la 
communauté bactérienne. Enfin, la décoloration des produits n’a pas été reliée à une activité 
transcriptionnelle particulière. Cependant cette décoloration n’était pas inhérente à la 
réduction de la teneur en sel.  
Résumé de la boucle d’interactions et perspectives 
 Les objectifs de ces travaux étaient de caractériser la communauté bactérienne des 
chipolatas et le phénomène d’altération sous l’effet de la réduction de sel et de corréler la 
dégradation organoleptique des produits aux modifications de la communauté bactérienne. 
Ces travaux démontrent clairement que l’environnement (le sel) impacte fortement les 
différents niveaux de la communauté bactérienne des chipolatas (abondance et fonctions 
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métaboliques) et que ces modifications compromettent la qualité organoleptique des produits. 
Parmi les différents niveaux d’analyses réalisés, ce sont principalement les analyses 
transcriptionnelles qui nous ont permis d’identifier les interactions de la communauté 
bactérienne sur la matrice et de démontrer que l’espèce Serratia spp. était fortement 
impliquée dans l’altération des chipolatas. Pour confirmer nos observations, il faudrait 
envisager une approche combinée où la communauté bactérienne serait suivie tout au long de 
la conservation et le dosage des métabolites produits (acides aminés, sucres, acides gras, 
acides organiques, aldéhyde, etc.) serait effectué en parallèle de la croissance bactérienne afin 
d’établir des interactions plus fines entre les espèces bactériennes et l’altération des produits. 
La méta-métabolomique permet de caractériser simultanément et rapidement, des centaines de 
métabolites (cf. revue bibliographique, paragraphe 2.3.3.3). De ce fait, elle diffère 
substantiellement des méthodes traditionnelles de la biochimie qui ne détectent qu’un ou 
quelques métabolites (mesures ciblées). L’emploi de techniques d’analyses comme la 
spectrométrie de masse et la résonance magnétique nucléaire (RMN) et de statistiques 
adaptées ont permis son développement. Cette approche devient pertinente quand il s’agit de 
caractériser les métabolites produits lors de l’altération des produits carnés.  
Et pour conclure, 
 Dans cette étude, nous avons évalué les impacts de deux facteurs abiotiques sur la 
communauté bactérienne des chipolatas : le type d’atmosphère de conditionnement et la 
teneur en sel. Il est reconnu que les conditions anaérobies de conservation (sous atmosphère 
modifiée ou sous vide) exercent une pression sélective sur les communautés microbiennes. 
Les travaux de notre étude démontrent que le conditionnement sous atmosphère modifiée 
réduit significativement la richesse bactérienne des chipolatas, et que cette baisse de diversité 
est associée à une intensité d’altération plus importante que lorsque les chipolatas sont 
conditionnées sous vide. Cependant, malgré l’effet marquant du type d’atmosphère de 
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conditionnement sur l’altération et la diversité de la communauté bactérienne, nous n’avons 
pas pu établir de lien avec les activités transcriptionnelles de cette communauté. La faible 
variation de sel que nous avons étudié suggérait des effets mineurs puisqu’il ne s’agit pas 
d’une étude d’absence et présence de NaCl. Malgré cette petite variation de concentration en 
sel, c’est l’effet le plus prégnant que nous avons mis en évidence et notamment sur les 
activités transcriptionnelles de la communauté bactérienne. 
 Les recommandations nutritionnelles visent à réduire les teneurs en sel dans les 
produits de charcuterie, mais nos travaux démontrent que cette baisse de sel favorise 
l’altération des produits. Il y a donc nécessité à trouver des alternatives de conservation pour 
répondre aux exigences nutritionnelles tout en n’affectant pas la qualité organoleptique des 
produits. Nos travaux ont également démontré que malgré son effet bactériostatique, le 
conditionnement sous atmosphère modifiée ne permettait pas de réduire l’altération des 
chipolatas, bien au contraire. Depuis quelques années, l’utilisation de souches bio-
protectrices, telles que L. carnosum ou L. curvatus pour ne citer que deux exemples, s’est 
révélée particulièrement efficace pour lutter contre le développement de bactéries indésirables 
et notamment pour ralentir le développement de bactéries altérantes dans des produits carnés 
(Metaxopoulos et al., 2002 ; Vasilopoulos et al., 2010). Cette nouvelle approche de 
conservation pourrait être envisagée pour contrebalancer les effets de la réduction de la teneur 
en sel dans les produits de charcuterie. 
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8. ANNEXES 
8.1. Pipeline d’analyse des données de séquençage 16S 
 Voici ci-dessous les commandes bio-informatiques ainsi que les paramètres utilisés 
pour chaque étape du traitement de données de séquençage 16S. 
Contrôle qualité des séquences 
## Conversion au format fastqsanger : 
# sur la plateforme Galaxy (Migale), importer les données brutes de séquençage au format 
fatsq (les fichiers compressés sont acceptés) 
# Outil: "NGS: QC and manipulation", FASTQ Groomer  
 
## Contrôle qualité 
# sur la plateforme Galaxy (Migale), vérifier la qualité des séquences 
# Outil: "NGS: QC and manipulation", FASTQC 
 
## Trimming et filtres de qualité : 
# lancer la ligne de commande, sur les fichiers au format fastqsanger : 
prinseq-lite.pl -min_len 350 -max_len 650 -ns_max_n 0 -min_qual_mean 20 -min_qual_score 
10 -trim_qual_right 25 -trim_qual_window 4 -trim_right 50 -fastq sample.fastqsanger -
out_good sample.trimmed.fasta 
 
min_len : longueur minimale de 350 pb ;  
max_len : longueur maximale de 650 pb ; 
ns_max_n : absence de base ambigüe (N)  
min_qual_mean : qualité moyenne supérieure à 20 
min_qual_score : un score de qualité minimum de 10 
trim_qual_right : coupure à l’extrémité 3’ des nucléotides ayant une qualité inférieure à 25 
trim_right : coupure à la position 50 
trim_qual_window: taille de fenêtre de 4 pour calculer les scores de qualité 
 
sample.fastqsanger : fichier de séquences brutes au format fastqsanger 
sample.trimmed.fasta : fichier des séquences nettoyées 
 
Regroupement des séquences en OTU (clustering) 
# pour chaque échantillon, lancer le classifier dans RDP (https://pyro.cme.msu.edu/index.jsp, 
outil RDP aligner) 
sample.trimmed.rdp.fasta 
Dans RDP, outil complete linkage clustering ;  choisir la distance maximale : 3 (divergence de 
0,03 %).  
 
Télécharger le fichier .clust (qui contient le nombre d’OTU à chaque valeur de divergence). 
 
Détection et exclusion d’OTU chimériques 
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# détéction 
La détection des chimères est réalisée sur les séquences nettoyées, de chaque échantillon à 
l’aide de l’outil en ligne DECIPHER (http://decipher.cee.wisc.edu/FindChimeras.html).  
# suppression des OTU chimériques 
/projet/micalis/save/lfougy/bin/faSomeRecords -exclude sample.trimmed.rdp.fasta 
sample.trimmed.decipher.list sample.trimmed.rdp.decipher.fasta 
Assignation taxonomique à chaque OTU 
# séléction de la séquence représentative de chaque OTU 
Dans RDP, outil : representative sequence 
Fichiers input : sample.trimmed.rdp.fasta et .clust 
Télecharger le fichier .txt (qui contient la liste des séquences représentatives pour chaque 
OTU)  sample.repseq.list 
/projet/micalis/save/lfougy/bin/faSomeRecords sample.trimmed.rdp.decipher.fasta 
sample.repseq.list sample.repseq.fasta 
sample.repseq.fasta: séquences représentative de chaque OTU 
 
# première assignation – blastn 
- Pour chaque échantillon : 
formatdb -i LTP-SSU-NR99cdhit-v.111-030413.fasta -p F -o T 
blastall –p blastn –i sample.repseq.fasta –d /inputdbPATH/LTP-SSU-NR99cdhit-v.111-
030413.fasta –o sample.repseq.blastn –v 1 –b 1 –e 1e-10 –m 9 
- Sélection des alignements à plus de 95 % d’identité sur plus de 350 pb 
awk ‘/code*/&&($3 >= 95)&&($4 >= 350) {ORS="\n" ; print $0}’ sample.repseq.blastn 
sample.repseq.blastn.good 
$3 : pourcentage d’identité 
$4 : longueur d’alignement 
$0 : assignation taxonomique 
- Sélection des alignements moyens à moins de 95 % d’identité sur plus de 350 pb 
awk ‘/code*/&&($3 < 95)&&($4 >= 350) {ORS="\n" ; print $0}’ sample.repseq.blastn 
sample.repseq.blastn.average 
- Sélection des mauvais alignements à moins de 95 % d’identité sur moins de 350 pb 
awk ‘/code*/&&($3 < 95)&&($4 < 350) {ORS="\n" ; print $0}’ sample.repseq.blastn 
sample.repseq.blastn.bad 
- Sélection des OTU à alignement unique 
awk ‘{print $2}’ sample.repseq.blastn.good |sort|uniq –u grep –F –f  
sample.repseq.blastn.good > sample.repseq.blastn.good.unique 
 
- Sélection des OTU à alignement multiple 
awk ‘{print $2}’ sample.repseq.blastn.good |sort|uniq –d grep –F –f  
sample.repseq.blastn.good > sample.repseq.blastn.good.multiple 
 
- Sélection des OTU uniques dans le fichier de séquence 
/projet/micalis/save/lfougy/bin/faSomeRecords –exclude sample.repseq.level2.fasta 
sample.repseq.blastn.good.unique sample.repseq.good.unique.fasta 
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- Sélection des OTU à alignement dans le fichier de séquence 
/projet/micalis/save/lfougy/bin/faSomeRecords –exclude sample.repseq.level2.fasta 
sample.repseq.blastn.good.multiple sample.repseq.multiple.fasta 
 
Pour les OTU à alignements multiples, une expertise est apportée pour le choix de la séquence 
représentative (sur le fichier sample.repseq.blastn.good.multiple.sorted) 
sort –k2,2 –k3,3r sample.repseq.blastn.good.multiple > 
sample.repseq.blastn.good.multiple.sorted 
 
séquence réprésentative choisie : 
sample.repseq.blastn.good.multiple.selected 
 
 
# deuxième assignation 
Pour chaque échantillon 
(http://www.ezbiocloud.net/eztaxon) 
Utiliser : Identifiy > 5’ -> 3’ > unculture 
Sur les OTU dont l’alignement est moyen et les mauvais alignements 
 
# attribution de l’annotation taxonomique à chaque OTU 
cat sample.repseq.blastn.good.multiple.selected  >> sample.repseq.good.unique.fasta 
cat sample.repseq.Eztaxon >> sample.repseq.good.unique.fasta 
Utilisation du script Rename-FastaID2.pl pour nommer les séquences obtenues avec 
l’assignation de l’OTU : 
INPUTPATH/Rename-FastaID2.pl > sample.repseq.OTU.fasta 
 
# alignement des sequences contre les séquences représentatives 
runMapping -ud -ml 80% -mi 98 -noace -nobam -ref ../chemindufichier/ 
sample.repseq.OTU.fasta -read ../chemindufichier/ sample.trimmed.fasta 
 
# faire une table d’abondance pour chaque échantillon 
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8.2. Pipeline d’analyse des données de RNAseq 
 Les commandes bio-informatiques ainsi que les paramètres utilisés pour chaque étape 
du traitement de données de RNAseq, décrits dans le paragraphe 5.3.3 du chapitre des 
résultats, sont présentés dans cette annexe.  
Étape 2 : nettoyage des séquences 
## conversion au format fastqsanger : 
# sur la plateforme Galaxy (Migale), importer les données brutes de séquençage au format 
fatsq (les fichiers compressés sont acceptés) 
# Outil: "NGS: QC and manipulation", FASTQ Groomer  
 
## contrôle qualité 
# sur la plateforme Galaxy (Migale), vérifier la qualité des séquences 
# Outil: "NGS: QC and manipulation", FASTQC 
 
## trimming et filtres de qualité : 
# lancer la ligne de commande, sur les fichiers au format fastqsanger : 
prinseq-lite.pl -min_len 20 -min_qual_mean 20 -ns_max_n 0 -trim_qual_right 10 -
min_qual_score 10 -fastq file.fastqsanger -out_good file_outgood.fastq 
 
min_len : longueur minimale de 20 pb ;  
min_qual_mean : qualité moyenne supérieure à 20 
ns_max_n : absence de base ambigüe (N) et  
trim_qual_right : coupure à l’extrémité 3’ des nucléotides ayant une qualité inférieure à 10 
min_qual_score : qualité minimale de 10 
file.fastqsanger : fichier de séquences brutes au format fastqsanger 
file_outgood.fastq : fichier des séquences nettoyées 
 
 
Étape 3 : déplétion des ARNr 
## déplétion des séquences d’ARNr 
# préparer le script, rbs.depletion.sh : 
/usr/local/genome/src/ribopicker-standalone-0.4.3/ribopicker.pl –f file_outgood.fastq -
dbs ssr119,slr119 -out_dir RBS-DEPLETION 
 
file_outgood.fastq : fichier des séquences nettoyées 
RBS-DEPLETION : répertoire dans lequel se trouveront les fichiers de sortie de la déplétion 
 
# lancer le script sur le cluster de calcul, short queue 
qsub -q short.q rbs.depletion.sh  
# renommer les fichiers de sortie : file_outgood.nonrrna.fastqsanger 
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Étape 4 : analyse exploratoire – identification des espèces bactériennes actives dans les 
chipolatas 
## alignement contre la base DB7 
# créer un lien virtuel – Ce lien permet d’utiliser la base bien que celle-ci ne se trouve pas 
dans le répertoire de travail 
ln -s .. /files directory/DB7 
 
../files directory/ : chemin d’accès à la DB7  
 
# indexer la base 
Bowtie2-build -f DB7 new.nameDB7 
samtools faidx DB7 
 
new.nameDB7 : base DB7 indexée 
 
# préparer le script contenant la commande :  
bowtie2 -x new.nameDB7 -U.. /file_outgood.nonrrna.fastqsanger -S output-file.sam 
 
file_outgood.nonrrna.fastqsanger : fichiers des séquences nettoyées et déplétées des ARNr 
output-file.sam : fichier de sortie de l’alignement contre la DB au format .sam 
 
# lancer l’alignement pour chaque échantillon (en cluster de calcul) 
 
# Convertir les fichiers (.sam) de l’alignement 
samtools view -bt DBPVS.fai output-file.sam > output-file.bam 
samtools sort output-file.bam output-file.sort 
samtools index output-file.bam 
samtools idxstats output-file.sort.bam > output-fileDB7.sort.bam.stat 
 
output-fileDB7.sort.bam.stat : fichier avec les données d’alignement contre les génomes de la 
DB7 (format texte) 
 
À la suite de cet alignement, on obtient X fichiers de résultats pour les X échantillons.  
 
## sélection des références génomiques pour créer la base de données PVS 
# lister dans un fichier les références génomiques sélectionnées (list.txt)  
# à partir de cette liste, utiliser l’outil faSomeRecords pour extraire les séquences de la DB7 
correspondant aux références génomiques listées 
/projet/flec/save/bin/faSomeRecords DB7 list.txt DBPVS.fasta 
 
DBPVS.fasta : la DBPVS contenant les séquences des références génomiques sélectionnées.  
 
Étape 5 : alignement contre les génomes bactériens sélectionnés 
## alignement contre la base DBPVS 
# créer un lien virtuel 
ln -s .. /files directory/DBPVS 
 
# indexer la base 
Bowtie2-build -f DBPVS new.nameDBPVS 
samtools faidx DBPVS 
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# préparer le script contenant la commande :  
bowtie2 -x new.nameDBPVS –U ../file_outgood.nonrrna.fastqsanger -S output-
fileDBPVS.sam 
 
file_outgood.nonrrna.fastqsanger : fichiers des séquences nettoyées et déplétées des ARNr 
output-fileDPVS.sam : fichier de sortie de l’alignement contre la DBPVS au format .sam 
 
# lancer l’alignement pour chaque échantillon 
 
# convertir les fichiers (.sam) de l’alignement 
samtools view -bt DBPVS.fai output-fileDBPVS.sam > output-fileDBPVS.bam 
samtools sort output-fileDBPVS.bam output-fileDBPVS.sort 
samtools index output-fileDBPVS.bam 
samtools idxstats output-fileDBPVS.sort.bam > output-fileDBPVS.sort.bam.stat 
output-fileDBPVS.sort.bam.stat : fichier avec les données d’alignement contre les génomes de 
la DBPVS. (format texte) 
 
À la suite de cet alignement, on obtient X fichiers de résultats pour les X échantillons.  
 
Étape 6 : identification des gènes exprimés 
## création du catalogue de gènes 
# Extraction des séquences des gènes pour chaque génome  
- Plateforme MicroScope, pour chaque référence bactérienne : choisir la souche genome  
export  download data  CDS copier coller dans un nouveau fichier (un fichier par 
référence, au format .fasta) 
- Remplacer le symbole ’| ’ par un espace (important pour le clustering des gènes orthologues)  
 
# Concaténation des fichiers fasta 
cp specie1.fasta species-pangenome.fasta 
cat specie2.fasta >> species-pangenome.fasta 
cat specieX.fasta >> species-pangenome.fasta 
 
specieX.fasta : fichier comportant les séquences des gènes de la souche X, fichier au format 
.fasta 
species-pangenome.fasta : le fichier comprenant l’ensemble des séquences des gènes de toutes 
les souches, au format .fasta 
 
# vérifier le nombre d’entrées 
grep ‘ > ’ species.pangenome.fasta | wc -l  
 
# Regroupement des gènes orthologues 
- regroupement sur la base des séquences nucléotidiques 
cd-hit-est -i species.pangenome.fasta -o species.cdhit -c 0.95 -d 0 -aS 0.80 
 
species.pangenome.fasta : fichier d’entrée (séquences des gènes de toutes les souches) 
species.cdhit : fichier de sortie du clustering 
options : 
c : seuil d’identité du clustering (ici, 95 % d’identité) 
  8. Annexes 
-219- 
 
d : longueur de description du gène dans le fichier .clstr de sortie. Si d = 0, impression de la 
description jusqu’au premier espace identifié 
aS : couverture d’alignement sur la plus petite séquence (ici 80 %) 
 
- regroupement sur la base des séquences protéiques 
cd-hit -i species.pangenome.fasta -o species.cdhit -c 0.80 -d 0 -aS 0.80 
 
cd-hit est l’outil spécifique aux séquences protéiques, les options utilisées sont les mêmes que 
cd-hit-est 
 
# deux fichiers de sortie du clustering :  
 1. species.cdhit = liste des gènes sélectionnés comme étant la référence de chaque 
cluster (vérifier le nombre de cluster : grep « > » species.cdhit | wc -l) 
 2. species.cdhit.clstr = détails de la composition de chaque cluster de gènes 
orthologues 
- trier ce fichier de sortie : cdhit.clstr | perl species.sort.de.pl > species.sort.csv 
Ce tri permet de classer dans un tableur la composition de chaque cluster de gènes.  
 
Le fichier de sortie du tri est organisé de la façon suivante : 
Col 0   col1   col2    col3 col4  colX 
LTstr2 LTstr1 LTstr2 LTstr3 LTstr4 LTstrX 
 
Col 0 : le locus-tag de la référence du cluster de gènes orthologues 
Col1 : le locus-tag du gène de la souche 1 
C0olX : le locus-tag du gène de la souche X 
 
## extraction des coordonnées de position de chaque gène 
# pour chaque souche (chromosomes et plasmides) 
Plateforme MicroScope, pour chaque souche : choisir la souche genome export  
download data Tab delimited genome copier coller dans un nouveau fichier (un 
fichier par référence) specieX-gff-genome 
 
# Extraction des colonnes $1(locus tag), $4(coord begin), $5(coord end) 
awk "{print $1 " " $4 " " $5}" specieX-gff-genome > specieX-coord.awk 
 
# ajouter les coordonnées des plasmides correspondants 
specieXp-gff-genome (coordonnées des plasmides de la souche X) 
awk "{print $1 " " $4 " " $5}" specieXp-gff-genome > specieXp-coord.awk 
cat specieXp-coord.awk >> specieX-coord.awk 
 
# trier par ordre alphanumérique le fichier de coordonnées specieX-coord.awk 
sort -n -t _ +2 -3 specieX-coord.awk > specieX-CDS-coord.sort.awk 
 
specieX-coord.awk : coordonnées des gènes du chromosome et du plasmide de la souche X 
specieX-CDS-coord.sort.awk : coordonnées des gènes du chromosome et du plasmide de la 
souche X triées 
 
Options : 
n : tri numérique 
t : séparateur de tri  
+2 : de la colonne 2 
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-3 : à la colonne 3 
 
(Les plasmides sont ajoutés à la fin manuellement) 
 
## préparation des correspondances de chacun des gènes par rapport à la référence du cluster 
Cette étape consiste à faire correspondre chacun des gènes avec la référence du cluster. 
 
# à partir du fichier de sortie du clustering trié : species.sort.csv, extraire pour chaque souche 
tous les gènes de la souche avec les références de clusters de gènes ortologues correspondant 
 
awk -F"\t" ‘{print $3 " " $2}’ species.sort.csv > specie1-renaming.v2.awk 
awk -F"\t" ‘{print $9 " " $2}’ species.sort.csv > specieX-renaming.v2.awk 
 
# supprimer les gènes où il n’y a pas de match avec la référence 
sed ‘/No match/d’ specie1-renaming.v2.awk > specie1-CDS-renaming.v2.awk2 
sed ‘ /No match/d’ specieX-renaming.v2.awk > specieX-CDS-renaming.v2.awk2 
 
 
# quand deux copies de gènes avec une seule référence, les dissocier sur deux lignes distinctes 
cat specie1-CDS-renaming.v2.awk2|tr " | " " \n ">specie1-CDS-renaming.v2.awk3 
cat specieX-CDS-renaming.v2.awk2|tr "| " " \n ">specieX-CDS-renaming.v2.awk3 
 
Rajouter (manuellement) les références aux doublons 
 
# trier par ordre alphabétique le fichier 
sort -n -t _ +2 -3 specie1-CDS-renaming.v2.awk3 > specie1-CDS-renaming.v2.sort.awk 
avec 
-n : tri numérique 
-t : séparateur de champ 
_ : ici le séparateur est le _ 
+2 : tri sur le champ 2 
-3 : tri jusqu’au champ 3 
 
# joindre les fichiers de coordonnées avec les fichiers de références 
join specie1-CDS-renaming.v2.sort.awk specie1-CDS-coord.sort.awk > specie1-CDS-gff3-
input.v2.join (attention à vérifier l’ordre des gènes dans les 2 fichiers) 
join speciex-CDS-renaming.v2.sort.awk specieX-CDS-coord.sort.awk > specieX-CDS-gff3-
input.v2.join (attention à vérifier l’ordre des gènes dans les 2 fichiers) 
 
 
## Construction du fichier gff3 
awk '{ORS="\n" ; print $1,".","cds",$3,$4,".",".",".","ID=",$2}' specie1-CDS-gff3-
input.v2.join > specie1-gff3.v2 
remplacer 'ID= ' par "ID=' sans espace entre ID= et le locus tag (dans nedit) 
remplacer l’identifiant du gène (colonne 1) par l’identifiant de la souche de la DBPVS : 
sed "s/ancien caractère/nouveau caractère/$1" input > output 
 
Concaténer l’ensemble de tous les fichiers gff3 (un fichier gff3 par références génomiques) 
cp specie1-gff3.DB.v2 meta-gff3.v2 
cat specieX-gff3.DB.v2 >> meta-gff3.v2 
 
Remplacer les espaces par des tabulations : 
sed 's//\t/g' meta-gff3.v2 > meta-pangenome-gff3.v2 
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## bedtools coverage 
Cet outil permet d’extraire, à partir des données disponibles dans le fichier gff3, les 
informations d’alignement des séquences contre les génomes de références contenues dans les 
fichiers .bam 
coverageBed -abam chemin/accès/dossier/alignement/échantillon1.bam -b Meta-pangenome-
gff3.v2 > éch1vsDBPVS.cov.txt 
 
Étape 7 : analyse différentielle 
 
## analyse différentielle - utilisation du package DESeq2 sous R, les comandes présentées 
sont celles utilisées pour l’analyse différentielle des gènes exprimés par le métagénome 
# installation des librairies 
source("http://www.bioconductor.org/biocLite.R") 
biocLite(pkgs=c("DESeq","DESeq2","Biobase","FactoMineR", "gplots")) 
library(DESeq2) 
library(Biobase) 
library(gplots) 
library(FactoMineR) 
require(RColorBrewer) 
sessionInfo() 
 
# chargement de la table de comptage d’abondande des gènes du métagénome 
setwd("chemin/complet/du/fichier") 
MetaCountTable<-read.table("metatable.txt", header=TRUE, row.names=1)  
 
# informations sur la table de comptage 
head(MetaCountTable) 
summary(MetaCountTable) 
 
# création de l’objet DESeqDataSet 
- création de la colData qui décrit le plan d’expérience : "condition", "type" 
colData<data.frame(row.names=colnames(MetaCountTable),condition=c(rep("cond1",8),rep(
"cond2", 8)),libType=c(rep("single-end", 16))) 
 
avec cond1 : condition 1 et cond2 : condition 2 ; "8" : nombre de répétitions par condition ; 
"single-end": type; "16" : nombre d’échantillons 
 
# création de l’objet dds  
dds <- DESeqDataSetFromMatrix(MetaCountTable, colData, design=~condition) 
# visualisation de l’objet dds 
class(dds) 
colData(dds) 
design(dds) 
 
# manipulation de la table de comptage 
dim(counts(dds)) 
 
# exploration des données de comptage 
- comptages nuls par échantillon 
apply(counts(dds), 2, FUN=function(x) sum(x==0)) 
- profondeur de séquençage par échantillon 
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colSums(counts(dds)) 
barplot(colSums(counts(dds))) 
 
# filtrage des données 
- suppression des gènes dont le comptage est nul quelque soit les échantillons et indication de 
la référence 
file_pos<-MetaCountTable[rowSums(fileCountTable)>0,] 
dds<-DESeqDataSetFromMatrix(file_pos, colData, design=~condition) 
colData(dds)$condition <- relevel(colData(dds)$condition, ref="cond1") 
dim(counts(dds)) 
 
avec  "ref" : la condition expériementale de référence pour l’analyse différentielle 
 
par(mfrow=c(4,4)) 
for (i in 1 : 16) { hist(log(counts(dds)[,i] +1), breaks=seq(0,14,1), col="grey", cex.lab=0.8, 
main=colnames(counts(dds))[i], xlab="Valeur du comptage (nbre de reads par gènes) en log 
(count+1)", ylab="Fréquence du comptage")} 
 
# normalisation et analyse différentielle 
- la fonction DESeq() réalise la normalisation et l’analyse différentielle en une seule étape 
- la normalisation des données se fait par la méthode "effective library size" 
dds<-DESeq(dds) 
colData(dds) 
 
- visualisation de la normalisation-profondeur de séquençage après normalisation 
par(mfrow=c(1,1)) 
colSums(counts(dds, normalized=TRUE)) 
barplot(colSums(counts(dds, normalized=TRUE)), main="profondeur de séquençage après 
normalisation") 
 
# résultats de l’analyse différentielle 
- res contient les résultats de l’analyse différentielle 
res<-results(dds) 
head(res) 
resultsNames(dds) 
mcols(res, use.names=T) 
 
- nombre de gènes déclarés DE à 5 % 
table(res$padj< 0.05, useNA="always") 
 
- sélection des gènes déclarés DE à 5 % dans une table ordonnée par p-value croissante 
resSig <-na.omit(res) 
resSig <- resSig[resSig$padj < 0.05, ] 
resSig <-resSig[ order(resSig$pval), ] 
nrow(resSig) 
 
- tableau qui contient les gènes déclarés DE à 5 % et ordonnée par p-value croissante 
write.table(resSig, file="file-resSig.txt", sep="\t", eol="\n", dec=".") 
 
- identification des gènes sur-exprimés 
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over<-resSig[resSig$stat>=0,] 
dim(over) 
rownames(over) 
 
- identification des gènes sous-exprimés 
under<-resSig[resSig$stat<0,] 
dim(under) 
rownames(under) 
 
# test multiples 
- calcul des p-values ajustées selon la méthode Bonferroni 
res$padjBonf<-p.adjust(res$pval,meth="bonferroni") 
head(res) 
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8.3. Liste des références génomiques de 
la DB7 (S. Chaillou, communication 
personnelle) 
Les références génomiques non publiques sont 
indiquées en rouge. 
Acinetobacter.baumannii.ACICU 
Acinetobacter.baumannii.ACICU.pACICU1 
Acinetobacter.baumannii.ACICU.pACICU2 
Acinetobacter.baumannii.ATCC17978 
Acinetobacter.baumannii.ATCC17978.pAB1 
Acinetobacter.baumannii.ATCC17978.pAB2 
Acinetobacter.beijerinckii.ANC3835.WGS_6 
Acinetobacter.beijerinckii.CIP110307.WGS_5 
Acinetobacter.calcoaceticus.CIP81.8.WGS_7 
Acinetobacter.calcoaceticus.PHEA2.WGS_1 
Acinetobacter.guillouiae.CIP63.46.WGS_16 
Acinetobacter.guillouiae.NIPH991.WGS_4 
Acinetobacter.johnsonii.ANC3681.WGS_8 
Acinetobacter.johnsonii.CIP64.6.WGS_11 
Acinetobacter.junii.CIP64.5.WGS_7 
Acinetobacter.junii.NIPH182.WGS_9 
Acinetobacter.lwoffii.NIPH478.WGS_9 
Acinetobacter.lwoffii.WJ10621.WGS_1 
Acinetobacter.pittii.ANC4050.WGS_1 
Acinetobacter.pittii.CIP70.29.WGS_1 
Acinetobacter.soli.CIP110264.WGS_9 
Acinetobacter.soli.NIPH2899.WGS_3 
Acinetobacter.sp.MN12.WGS_107 
Acinetobacter.sp.PCAIE6.10.WGS_329 
Aerococcus.urinae.ACS-120-V-COL10A 
Aerococcus.urinaeequi.DSM20341.WGS_9 
Aerococcus.viridans.ATCC11563.WGS_150 
Aerococcus.viridans.LL1.WGS_31 
Anoxybacillus.flavithermus.TNO-09.006.WGS_68 
Anoxybacillus.flavithermus.WK1 
Arthrobacter.nicotinovorans.231SHA2.1M6.WGS_34 
Arthrobacter.nicotinovorans.26CVI1.1E.WGS_26 
Brochothrix.campestris.DSM4217 
Brochothrix.campestris.DSM4217.pA1 
Brochothrix.thermosphacta.DSM20171 
Brochothrix.thermosphacta.JOUY160X8 
Brochothrix.thermosphacta.pJOUY160X8A1 
Brochothrix.thermosphacta.CH814 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.WGS_7 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972A1 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972A2 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972A3 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972B 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972C 
Carnobacterium.alterfunditum.DSM5972.pDSM5972D 
Carnobacterium.divergens.DSM20623 
Carnobacterium.divergens.MFPA43A14-05 
Carnobacterium.divergens.MFPA43A14-05.pA 
Carnobacterium.divergens.MFPA43A14-05.pB 
Carnobacterium.divergens.MFPA43A14-05.pC 
Carnobacterium.funditum.DSM5970.WGS_2 
Carnobacterium.funditum.DSM5970.pDSM5970A 
Carnobacterium.gallinarum.DSM4847.WGS_5 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.WGS_6 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.pDSM13024A1 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.pDSM13024A2 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.pDSM13024B 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.pDSM13024C 
Carnobacterium.inhibens.DSM13024.pDSM13024D 
Carnobacterium.jeotgali.MS3.WGS_12 
Carnobacterium.maltaromaticum.ATCC35586 
Carnobacterium.maltaromaticum.DSM20342 
Carnobacterium.maltaromaticum.DSM20342.pA1 
Carnobacterium.maltaromaticum.DSM20342.pA2 
Carnobacterium.maltaromaticum.DSM20342.pB 
Carnobacterium.maltaromaticum.DSM20342.pC 
Carnobacterium.maltaromaticum.LMA28 
Carnobacterium.mobile.DSM4848.WGS_6 
Carnobacterium.pleistocenium.FTR1.WGS_4 
Carnobacterium.sp.17-4.CHRO 
Carnobacterium.sp.17-4.pCAR50 
Carnobacterium.sp.AT7.WGS_69 
Carnobacterium.sp.WN1359.CHRO 
Carnobacterium.sp.WN1359.pWNCR12 
Carnobacterium.sp.WN1359.pWNCR15 
Carnobacterium.sp.WN1359.pWNCR47 
Carnobacterium.sp.WN1359.pWNCR64 
Carnobacterium.sp.WN1359.pWNCR9 
Carnobacterium.sp.WN1374.WGS_5 
Carnobacterium.sp.ZWU0011.WGS_89 
Citrobacter.braakii.GTA-CB01.WGS_64 
Citrobacter.braakii.GTA-CB04.WGS_17 
Citrobacter.freundii.ATCC8090.WGS_129 
Citrobacter.freundii.CFNIH1.WGS_1 
Citrobacter.freundii.CFNIH1.pKEC-A3C 
Citrobacter.freundii.GTC09479.WGS_31 
Citrobacter.youngae.ATCC29220.WGS_10 
Clostridium.algidicarnis.B3.WGS_1 
Clostridium.botulinum.A.ATCC3502 
Clostridium.botulinum.A.ATCC3502.pBOT3502 
Clostridium.botulinum.B.EKLUND17B 
Clostridium.botulinum.B.EKLUND17B.pCLL 
Clostridium.botulinum.F.LANGELAND 
Clostridium.botulinum.F.LANGELAND.pCLI 
Clostridium.celatum.DSM1785.WGS_122 
Empedobacter.falsenii.282.WGS_237 
Enterobacter.amnigenus.CV9.WGS_180 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047.pECL_A 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047.pECL_B 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ENHKU01 
Enterobacter.cloacae.subsp.dissolvens.SDM 
Enterobacter.ludwidgii.EN-119.WGS_2 
Enterobacter.mori.LMG25706.WGS_23 
Enterococcus.avium.ATCC14025 
Enterococcus.casseliflavus.ATCC49996.WGS_10 
Enterococcus.casseliflavus.EC20 
Enterococcus.durans.ATCC6056 
Enterococcus.durans.ATCC6056.pB 
Enterococcus.durans.IPLA665.WGS_145 
Enterococcus.durans.LMG10746.WGS_116 
Enterococcus.faecalis.D32 
Enterococcus.faecalis.D32.pA 
Enterococcus.faecalis.D32.pB 
Enterococcus.faecalis.OG1RF 
Enterococcus.faecalis.V583 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF1 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF2 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF3 
Enterococcus.hirae.ATCC9790 
Enterococcus.hirae.ATCC9790.pTG9790 
Enterococcus.hirae.ENGEN0127.WGS_10 
Enterococcus.hirae.SB10.WGS_65 
Enterococcus.malodoratus.ATCC43197.WGS_10 
Enterococcus.malodoratus.FAM20855.WGS_41 
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Enterococcus.mundtii.ATCC882.WGS_2 
Enterococcus.mundtii.CRL35.WGS_69 
Enterococcus.mundtii.QU25 
Enterococcus.mundtii.QU25.pQY024 
Enterococcus.mundtii.QU25.pQY039 
Enterococcus.mundtii.QU25.pQY082 
Enterococcus.mundtii.QU25.pQY182 
Facklamia.tabacinasalis.FAM208-56.WGS_86 
Hafnia.alvei.ATCC51873.WGS_90 
Hafnia.alvei.CIP57.31.WGS_89 
Hafnia.alvei.DSM30098.WGS_49 
Hafnia.alvei.FB1 
Hafnia.paralvei.GTA-HAF03.WGS_47 
Janthinobacterium.agaricidamnosum.DSM9628.WGS_1 
Janthinobacterium.lividum.MTR.WGS_114 
Janthinobacterium.lividum.PAMC25724.WGS_48 
Janthinobacterium.lividum.RIT308.WGS_44 
Lactobacillus.algidus.CMTALT10 
Lactobacillus.algidus.CMTALT10.pB 
Lactobacillus.algidus.DSM15638 
Lactobacillus.algidus.DSM15638.pDSM15638B 
Lactobacillus.animalis.KCTC3501.WGS_7 
Lactobacillus.curvatus.CRL705 
Lactobacillus.curvatus.CRL705.pRC18 
Lactobacillus.curvatus.DSM20019 
Lactobacillus.curvatus.F16#9 
Lactobacillus.curvatus.F16#9.pF16#9A1 
Lactobacillus.curvatus.FLEC03 
Lactobacillus.curvatus.FLEC03.pA1 
Lactobacillus.curvatus.NRIC0822 
Lactobacillus.curvatus.NRIC0822.pA1 
Lactobacillus.curvatus.NRIC0822.pB 
Lactobacillus.farciminis.DSM20184.WGS_5 
Lactobacillus.fuchuensis.JCM11249 
Lactobacillus.fuchuensis.MFPC41A28-01 
Lactobacillus.fuchuensis.MFPC41A28A-01.pA 
Lactobacillus.graminis.DSM20719 
Lactobacillus.graminis.DSM20719.pDSM20719A1 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260.p1 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260.p2 
Lactobacillus.malefermentans.DSM5705.WGS_172 
Lactobacillus.oligofermentans.DSM15707 
Lactobacillus.ruminis.ATCC27782 
Lactobacillus.sakei.23K 
Lactobacillus.sakei.pJ23A1 
Lactobacillus.sakei.ATCC15521 
Lactobacillus.sakei.ATCC15521.pA3 
Lactobacillus.sakei.ATCC15521.pD 
Lactobacillus.sakei.DSM15831 
Lactobacillus.sakei.DSM15831.pA1 
Lactobacillus.sakei.DSM15831.pB 
Lactobacillus.sakei.FLEC01 
Lactobacillus.sakei.FLEC01.pA2 
Lactobacillus.sakei.FLEC01.pB 
Lactobacillus.sakei.FLEC01.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY112 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pB 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pD 
Lactobacillus.sakei.JOUY156 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pB 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pD 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pE 
Lactobacillus.sakei.JOUY160X1 
Lactobacillus.sakei.JOUY160.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY160.pE 
Lactobacillus.sakei.JOUY18 
Lactobacillus.sakei.JOUY54 
Lactobacillus.sakei.JOUY54.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY54.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY64 
Lactobacillus.sakei.JOUY64.pA2 
Lactobacillus.sakei.LS25 
Lactobacillus.sakei.LS25.pA1 
Lactobacillus.sakei.MFPB16A14-01 
Lactobacillus.sakei.MFPB16A14-01.pA1 
Lactobacillus.sakei.MFPB19A15-01 
Lactobacillus.sakei.MFPB19A15-01.pA1 
Lactobacillus.sakei.MFPB19A15-01.pB 
Lactobacillus.sakei.MFPB19A15-01.pC 
Lactobacillus.sakei.WIKIM22 
Lactobacillus.sakei.WIKIM22.pA2 
Lactobacillus.sakei.WIKIM22.pB 
Lactobacillus.sakei.p332A2 
Lactococcus.garvieae.LG2 
Lactococcus.lactis.IL1403 
Lactococcus.piscium.CMTALT02 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pA 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pB 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pC 
Lactococcus.piscium.CMTALT17 
Lactococcus.piscium.MKFS47 
Lactococcus.piscium.MKFS47.pA1 
Lactococcus.piscium.MKFS47.pA2 
Lactococcus.raffinolactis.4877 
Lelliottia.amnigena.CHS78.WGS_9 
Leuconostoc.carnosum.JB16.CHRO 
Leuconostoc.carnosum.JB16.pKLC1 
Leuconostoc.carnosum.JB16.pKLC2 
Leuconostoc.carnosum.JB16.pKLC3 
Leuconostoc.carnosum.JB16.pKLC4 
Leuconostoc.carnosum.MFPA29A14-05 
Leuconostoc.carnosum.MFPA29A14-05.pB 
Leuconostoc.carnosum.MFPA29A14-05.pC 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pA 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pB 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pC 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pE 
Leuconostoc.citreum.KM20 
Leuconostoc.citreum.KM20.pLCK1 
Leuconostoc.citreum.KM20.pLCK2 
Leuconostoc.citreum.KM20.pLCK3 
Leuconostoc.citreum.KM20.pLCK4 
Leuconostoc.citreum.LBAEC10.WGS_76 
Leuconostoc.citreum.LBAEC11.WGS_83 
Leuconostoc.citreum.LBAEE16.WGS_45 
Leuconostoc.citreum.MS2.WGS_73 
Leuconostoc.fallax.KCTC3537.WGS_30 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gasicomitatum.LMG18811 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gasicomitatum.MFPA44A14-01 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gasicomitatum.MFPA44A14-01.pB 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gelidum.JB7 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gelidum.KCTC3537 
Leuconostoc.gelidum.subsp.gelidum.KCTC3537.pB 
Leuconostoc.inhae.KCTC3774.WGS_893 
Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154 
Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154.pL4701 
Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154.pL4704 
Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154.pL4719 
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Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154.pL4726 
Leuconostoc.kimchii.IMSNU11154.pL48 
Leuconostoc.lactis.DSM20202.WGS_1151 
Leuconostoc.lactis.KACC91922.WGS_35 
Leuconostoc.lactis.KCTC3773.WGS_93 
Leuconostoc.mesenteroides.ATCC8293.CHRO 
Leuconostoc.mesenteroides.ATCC8293.PLEUM1 
Leuconostoc.mesenteroides.CNRZ1283.WGS_88 
Leuconostoc.mesenteroides.J18 
Leuconostoc.mesenteroides.J18.pKLE01 
Leuconostoc.mesenteroides.J18.pKLE02 
Leuconostoc.mesenteroides.J18.pKLE03 
Leuconostoc.mesenteroides.J18.pKLE04 
Leuconostoc.mesenteroides.KFRI-MG 
Leuconostoc.mesenteroides.P45.WGS_6 
Leuconostoc.mesenteroides.subsp.cremoris.ATCC19254.WGS_29 
Leuconostoc.mesenteroides.subsp.cremoris.T26.WGS_123 
Leuconostoc.mesenteroides.subsp.cremoris.TIFN8.WGS_173 
Leuconostoc.pseudomesenteroides.1159.WGS_100 
Leuconostoc.pseudomesenteroides.4882.WGS_106 
Leuconostoc.pseudomesenteroides.MSE7.WGS_179 
Leuconostoc.pseudomesenteroides.PS12.WGS_91 
Leuconostoc.sp.C2.WGS_1 
Listeria.monocytogenes.EGD 
Macrococcus.caseolyticus.ATCC13458.WGS_50 
Macrococcus.caseolyticus.JCSC5402 
Macrococcus.caseolyticus.JCSC5402.pMCCL2 
Morganella.morganii.subsp.MORGANII.KT.WGS_1 
Morganella.morganii.subsp.SIBONI.3A5A.WGS_23 
Morganella.psychrotolerans.925.WGS_82 
Myroides.odoratimus.CIP101113.WGS_3 
Myroides.profundi.D25.WGS_1 
Pantoea.agglomerans.299R.WGS_109 
Pantoea.agglomerans.IG1.WGS_18 
Pantoea.agglomerans.IG1.WGS_5 
Pantoea.agglomerans.TX10.WGS_22 
Photobacterium.iliopiscarium.ATCC51760.WGS_140 
Photobacterium.iliopiscarium.ATCC51761.WGS_289 
Photobacterium.kishitanii.ATCCBAA-1194.WGS_117 
Photobacterium.kishitanii.GCSL-A1-3.WGS_102 
Photobacterium.phosphoreum.ANT220.WGS_19 
Photobacterium.phosphoreum.ATCC11040.WGS_164 
Pseudomonas.abietaniphila.KF17.WGS_107 
Pseudomonas.aeruginosa.PAO1 
Pseudomonas.agarici.NCPPB2289.WGS_119 
Pseudomonas.alcaligenes.OT69.PAE-GROUP.WGS_223 
Pseudomonas.alcaliphila.34.WGS_18 
Pseudomonas.alkylphenolia.KL28 
Pseudomonas.amygdali.ATCC11528.PSY-GROUP.WGS_18 
Pseudomonas.avellanae.BPIC631.PSY-GROUP.WGS_297 
Pseudomonas.azototifigens.DSM17556.WGS_59 
Pseudomonas.balearica.DSM6083.PST-GROUP 
Pseudomonas.batumici.UCMB-321.WGS_126 
Pseudomonas.bausanensis.W13Z2.WGS_69 
Pseudomonas.brassicacearum.NFM421 
Pseudomonas.caeni.DSM24390.PAE-GROUP.WGS_24 
Pseudomonas.chloritidismutans.AW1.PST-GROUP.WGS_24 
Pseudomonas.chlororaphis.JD37 
Pseudomonas.chlororaphis.PA23 
Pseudomonas.chlororaphis.PCL1606 
Pseudomonas.chlororaphis.PCL1606.pA1 
Pseudomonas.cichorii.JBC1.PSY-GROUP 
Pseudomonas.extremaustralis.14-3 
Pseudomonas.fluorescens.F113 
Pseudomonas.fluorescens.PF0-1 
Pseudomonas.fluorescens.SBW25 
Pseudomonas.fragi.1E26 
Pseudomonas.fragi.A22 
Pseudomonas.fragi.B25 
Pseudomonas.ludensis.MFPA15A12-05 
Pseudomonas.ludensis.PCAI2.2 
Pseudomonas.protegens.CHA0 
Pseudomonas.protegens.PF5 
Pseudomonas.psychrophila.HA-4 
Pseudomonas.psychrotolerans.L19 
Pseudomonas.putida.F1 
Pseudomonas.putida.GB-1 
Pseudomonas.putida.W619 
Pseudomonas.sp.1E44 
Pseudomonas.syringae.B728A 
Pseudomonas.syringae.CC1557 
Pseudomonas.syringae.CC1557.pA 
Psychrobacter.aquaticus.CMS56.WGS_38 
Psychrobacter.aquimaris.ER15174.WGS_94 
Psychrobacter.articus.273-4 
Psychrobacter.celer.91.WGS_102 
Psychrobacter.cryohalolentis.K5 
Psychrobacter.faecalis.H5.WGS_120 
Psychrobacter.immobilis.PG1.WGS_70 
Psychrobacter.lutiphocae.DSM20542.WGS_79 
Psychrobacter.namhaensis.1439.WGS_66 
Psychrobacter.sp.G.WGS_1 
Psychrobacter.sp.PAMC21119.WGS_42 
Psychrobacter.sp.PRWF-1.WGS_1 
Rahnella.aquatilis.CIP78.65 
Rahnella.aquatilis.CIP78.65.pRAHAQ201 
Rahnella.aquatilis.CIP78.65.pRAHAQ202 
Rahnella.aquatilis.CIP78.65.pRAHAQ203 
Rahnella.aquatilis.HX2 
Rahnella.aquatilis.HX2.pPRA1 
Rahnella.aquatilis.HX2.pPRA2 
Rahnella.aquatilis.HX2.pPRA22 
Raoultella.ornithinolytica.B6.WGS_1 
Raoultella.ornithinolytica.S12.WGS_1 
Raoultella.planticola.ATCC33531.WGS_83 
Raoultella.planticola.CHB.WGS_18 
Serratia.fonticola.AU-AP2C.WGS_34 
Serratia.fonticola.AU-P3.WGS_44 
Serratia.grimesii.A2 
Serratia.liquefaciens.ATCC27592 
Serratia.liquefaciens.ATCC27592.pA 
Serratia.liquefaciens.FK01.WGS_28 
Serratia.liquefaciens.HUMV-21.WGS_1 
Serratia.marcescens.DB11.WGS_1 
Serratia.marcescens.FGI94 
Serratia.marcescens.SM39.WGS_1 
Serratia.marcescens.SM39.pSMC1 
Serratia.marcescens.SM39.pSMC2 
Serratia.marcescens.WW4.WGS_1 
Serratia.marcescens.PSMWW4 
Serratia.plymuthica.4RX13 
Serratia.plymuthica.4RX13.p75 
Serratia.plymuthica.AS9 
Serratia.plymuthica.RVH1 
Serratia.plymuthica.S13 
Serratia.proteamaculans.1C2F 
Serratia.proteamaculans.1C2F.pA 
Serratia.proteamaculans.568 
Serratia.proteamaculans.568.pSPRO01 
Serratia.proteamaculans.MFPA44A14-05 
Serratia.proteamaculans.subsp.quinivorans.DSM4597 
Serratia.proteamaculans.subsp.quinivorans.DSM4597.pA 
Serratia.proteamaculans.subsp.quinivorans.DSM4597.pB 
Serratia.proteamaculans.subsp.quinivorans.DSM4597.pC 
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Serratia.rubidaea.TA26.WGS_278 
Serratia.sp.AS12 
Serratia.sp.AS13 
Staphylococcus.arlettae.CVD059.WGS_57 
Staphylococcus.aureus.MRSA252 
Staphylococcus.aureus.MU50 
Staphylococcus.aureus.MU50.pVRSA 
Staphylococcus.carnosus.LTH7013.WGS_34 
Staphylococcus.carnosus.TM300.WGS_1 
Staphylococcus.cohnii.532.WGS_16 
Staphylococcus.cohnii.57.WGS_20 
Staphylococcus.epidermidis.ATCC12228 
Staphylococcus.epidermidis.ATCC12228.pSE-12228-04 
Staphylococcus.epidermidis.ATCC12228.pSE-12228-05 
Staphylococcus.epidermidis.RP62A 
Staphylococcus.epidermidis.RP62A.pSERP 
Staphylococcus.equorum.G8HB1.WGS_22 
Staphylococcus.equorum.MU2.WGS_30 
Staphylococcus.fleurettii.CIP106114.WGS_88 
Staphylococcus.haemolyticus.JCSC1435 
Staphylococcus.haemolyticus.JCSC1435.pSHAEA 
Staphylococcus.haemolyticus.JCSC1435.pSHAEC 
Staphylococcus.haemolyticus.SH29 
Staphylococcus.lentus.CA2.WGS_51 
Staphylococcus.lentus.F1142.WGS_169 
Staphylococcus.pasteuri.BAB3.WGS_32 
Staphylococcus.pasteuri.SP1.WGS_1 
Staphylococcus.saprophyticus.ATCC15305 
Staphylococcus.saprophyticus.SU8.WGS_44 
Staphylococcus.succinus.DSM14617.WGS_162 
Staphylococcus.vitulinus.F1028.WGS_223 
Staphylococcus.vitulinus.MA1.WGS_106 
Staphylococcus.warneri.NGS-ED1001.WGS_12 
Staphylococcus.warneri.SG1 
Staphylococcus.xylosus.C2A 
Staphylococcus.xylosus.SMQ121 
Streptococcus.parauberis.KCTC11537 
Streptococcus.parauberis.NCFD2020.WGS_1 
Vagococcus.fluvialis.CIP102976 
Vagococcus.fluvialis.CIP102976.pA1 
Vagococcus.fluvialis.BH819 
Vagococcus.fluvialis.BH819pA 
Vagococcus.fluvialis.BH819pB 
Vagococcus.fluvialis.BH819pC 
Vagococcus.lutrae.FAM208 
Vagococcus.lutrae.LBD1 
Weissella.ceti.WS08 
Weissella.ceti.WS105 
Weissella.ceti.WS74 
Weissella.cibaria.AB3B 
Weissella.cibaria.AB3B.pA1  
Weissella.cibaria.MG1 
Weissella.cibaria.MG1.pA1 
Weissella.confusa.LBAEC392 
Weissella.halotolerans.DSM20190 
Weissella.hellenica.WIKIM14.WGS_30 
Weissella.koreensis.KACC15510 
Weissella.koreensis.KACC15510.pWK2903 
Weissella.koreensis.KCTC3631 
Weissella.koreensis.KCTC3631.pA 
Weissella.minor.DSM20014 
Weissella.minor.DSM20014.pB 
Weissella.oryzae.SG25.WGS_72 
Weissella.paramesenteroides.ATCC33313 
Weissella.viridescens.CIP102810 
Weissella.viridescens.MFPC16A28-05 
Weissella.viridescens.MFPC16A28-05.pB 
Weissella.viridescens.MFPC16A28-05.pC 
Yersinia.aldovae.670-83.WGS_1 
Yersinia.aldovae.ATCC35236.WGS_210 
Yersinia.enterocolitica.subsp.enterocolitica.8081.WGS_1 
Yersinia.enterocolitica.subsp.enterocolitica.8081.pYVE8081 
Yersinia.enterocolitica.subsp.paleartica.Y11 
Yersinia.intermedia.ATCC29909.WGS_123 
Yersinia.intermedia.Y228.WGS_1 
Yersinia.kristensenii.ATCC33639.WGS_1 
Yersinia.kristensenii.Y231.WGS_1 
Yersinia.mollaretii.ATCC43969.WGS_169 
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8.4. Liste des références génomiques 
de la DBPVS 
Les références génomiques non publiques sont 
indiquées en rouge. 
Aerococcus.viridans.ATCC11563.WGS_150 
Brochothrix.thermosphacta.CH814 
Brochothrix.thermosphacta.JOUY160X8 
Brochothrix.thermosphacta.JOUY160X8.pA1 
Carnobacterium.divergens.DSM20623 
Carnobacterium.maltaromaticum.ATCC35586 
Citrobacter.braackii.GTA-CB01.WGS_64 
Citrobacter.freundii.GTC09479.WGS_31 
Citrobacter.youngae.ATCC29220.WGS_10 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047.pECL_A 
Enterobacter.cloacae.subsp.cloacae.ATCC13047.pECL_B 
Enterobacter.ludwidgii.EN-119.WGS_2 
Enterobacter.mori.LMG25706.WGS_23 
Enterococcus.avium.ATCC14025 
Enterococcus.durans.ATCC6056 
Enterococcus.durans.ATCC6056.pB 
Enterococcus.durans.IPLA665.WGS_145 
Enterococcus.faecalis.V583 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF1 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF2 
Enterococcus.faecalis.V583.pTEF3 
Enterococcus.hirae.ATCC9790 
Enterococcus.hirae.ATCC9790.pTG9790 
Enterococcus.malodoratus.ATCC43197.WGS_10 
Hafnia.alvei.DSM30098.WGS_49 
Hafnia.paralvei.GTA-HAF03.WGS_47 
Lactobacillus.algidus.CMTALT10 
Lactobacillus.algidus.CMTALT10.pB 
Lactobacillus.algidus.DSM15638 
Lactobacillus.algidus.DSM15638.pDSM15838B 
Lactobacillus.curvatus.FLEC03 
Lactobacillus.curvatus.FLEC03.pA1 
Lactobacillus.fuchuensis.MFPC41A28-01 
Lactobacillus.fuchuensis.MFPC41A28-01.pA 
Lactobacillus.graminis.DSM20719 
Lactobacillus.graminis.DSM20719.pDSM20719A1 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260.p1 
Lactobacillus.hokkaidonensis.LOOC260.p2 
Lactobacillus.malefermentans.DSM5705.WGS_172 
Lactobacillus.oligofermentans.DSM15707 
Lactobacillus.sakei.23K 
Lactobacillus.sakei.JOUY23.pA 
Lactobacillus.sakei.JOUY112 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pA 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pB 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY112.pD 
Lactobacillus.sakei.JOUY156 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pB 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pC 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pD 
Lactobacillus.sakei.JOUY156.pE 
Lactobacillus.sakei.JOUY160X1 
Lactobacillus.sakei.JOUY160.pA1 
Lactobacillus.sakei.JOUY160.pE 
Lactobacillus.sakei.JOUY18 
Lactobacillus.sakei.LS25 
Lactobacillus.sakei.LS25.pA1 
Lactobacillus.sakei.MFPB16A14-01 
Lactobacillus.sakei.MFPB16A14-01.pA1 
Lactococcus.piscium.CMTALT02 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pA1 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pB 
Lactococcus.piscium.CMTALT02.pC 
Lactococcus.piscium.CMTALT17 
Lactococcus.piscium.MKFS47 
Lactococcus.piscium.MKFS47.pA1 
Lactococcus.piscium.MKFS47.pA2 
Lelliottia.amnigena.CHS78.WGS_9 
Lelliottia.amnigena.CV9.WGS_180a 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pA 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pB 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pC 
Leuconostoc.carnosum.MFPC16A28-03.pE 
Leuconostoc.citreum.LBAEC11.WGS_83 
Leuconostoc.gelidum.KCTC3537 
Leuconostoc.gelidum.KCTC3537.pB 
Leuconostoc.gelidum.MFPA44A14-01 
Leuconostoc.gelidum.MFPA44A14-01.pB 
Leuconostoc.mesenteroides.ATCC8293.CHRO 
Leuconostoc.mesenteroides.ATCC8293.pLEUM1 
Morganella.psychrotolerans.925.WGS_82 
Pantoea.agglomerans.IG1.WGS_18 
Pseudomonas.aeruginosa.PAO1 
Rahnella.aquatilis.HX2 
Rahnella.aquatilis.HX2.pPRA1 
Rahnella.aquatilis.HX2. pPRA2 
Rahnella.aquatilis.HX2. pPRA22 
Raoultella.ornithinolytica.S12.WGS_1 
Raoultella.planticola.CHB.WGS_18 
Serratia.fonticola.AU-AP2C.WGS_34 
Serratia.grimesii.A2 
Serratia.liquefaciens.ATCC27592 
Serratia.liquefaciens.ATCC27592.pA 
Serratia.liquefaciens.KF01.WGS_28 
Serratia.marcescens.FGI94 
Serratia.plymuthica.AS9 
Serratia.plymuthica.S13 
Serratia.proteamaculans.1C2F 
Serratia.proteamaculans.1C2FpA 
Serratia.proteamaculans.MFPA44A14-05 
Vagococcus.fluvialis.BH819 
Vagococcus.fluvialis.BH819.pA 
Vagococcus.fluvialis.BH819.pB 
Vagococcus.fluvialis.BH819.pC 
Weissella.hellenica.WIKIM14.WGS_30 
Yersinia.enterocolitica.subsp.enterocolitica.8081.WGS_1 
Yersinia.enterocolitica.subsp.enterocolitica.8081.pYVE8081 
Yersinia.intermedia.Y228.WGS_1 
Yersinia.kristensenii.Y231.WGS_1
                                                 
a
Cette référence génomique correspond à la référence 
génomique Enterobacter.amingenus.CV9.WGS_180 de 
la DB7 
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8.5. Gènes du métagénome impliqués dans les processus cellulaires et sous-
exprimés quand la teneur en sel est réduite 
Nom du gène
1
 
Annotation automatique 
du produit 
Analyse différentielle des gènes du métagénome 
Locus-tag
2
 Facteur
3
 Abondance 
totale 
Motilité cellulaire    
fimA 
type-1 fimbrial protein 
subunit 
SPR1C2F_v1_260058 25,3 195 
F17a-A F17 fimbrial protein SPRA44_v1_220047 12,4 436 
Mécanismes de défense    
CDIDSM_v1_21719 
hypothetical permease 
protein 
CDIDSM_v1_21719 18,2 96 
Trafic intracellulaire, sécrétion et transport 
vésiculaire 
   
secG 
preprotein translocase 
membrane subunit 
ABWL_v1_250108 18,1 287 
secE 
preprotein translocase 
membrane subunit 
SPR1C2F_v1_90007 9,1 750 
Contrôle du cycle cellulaire    
ftsL 
membrane bound cell 
division protein at septum 
containing leucine zipper 
motif 
SPR1C2F_v1_170022 9,8 134 
mreB 
rod shape-determining 
protein 
SPR1C2F_v1_790013 8,3 569 
Mécanismes du signal de transduction    
rseB anti-sigma factor AOMSv1_270017 33,3 99 
typA ribosome-associated GTPase CDIDSM_v1_21502 12,2 349 
Modifications post-traductionnelles, turnover 
protéiques, chaperones 
   
ahpC 
 
alkyl hydroperoxide 
reductase, C22 subunit, 
thioredoxin-like, 
detoxification of 
hydroperoxides 
ABWL_v1_70139 25,5 347 
RPLCHB_v1_40068 37,2 91 
anmK 
anhydro-N-acetylmuramic 
acid kinase 
SPR1C2F_v1_310029 15,1 103 
clpY 
two-component ATP-
dependent protease (ATPase 
and chaperone) 
CDIDSM_v1_21321 18,2 118 
dsbB 
oxidoreductase that 
catalyzes reoxidation of 
DsbA protein disulfide 
isomerase I 
SPR1C2F_v1_400011 14,6 84 
ftsH 
protease, ATP-dependent 
zinc-metallo 
CBRB01_v1_20898 23,7 224 
hslO heat shock protein Hsp33 SPR1C2F_v1_830071 9,6 106 
Q7S_21830 glutaredoxin-family domain- Q7S_21830 35,7 41 
                                                 
1
 Les gènes indiqués en vert sont les gènes sous-exprimés (p < 0,05) 
2
 Le locus-tag SPR1C2F correspond aux gènes de la souche S. proteamaculans 1C2F ; CDIDSM : C. divergens 
DSM20623 ; ABWL : C. youngae ATCC29220 ; AOMS : C. freundii GTC09479 ; RPLCHB : R. planticola CHB ; 
Q7S : R. aquatilis Q7S ; BTH160X : B. thermosphacta JOUY160x8 ; SPRA44 : S. proteamaculans MFPA44A14-01 ; 
SEPLYAS9 : S. plymuthica AS9 ; YINY228 : Y. kristensenii Y228 ; SPLS13 : S. plymuthica S13 
3
 Le facteur de sous-expression du gène entre les deux teneurs en sel 
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containing protein 
SPR1C2F_v1_190055 
glutathione S-transferase 
domain 
SPR1C2F_v1_190055 23,1 33 
SPR1C2F_v1_190122 putative peroxiredoxin SPR1C2F_v1_190122 6,3 907 
SPRA44_v1_140081 putative peroxiredoxin SPRA44_v1_140081 7,7 746 
tig 
prolyl isomerase (trigger 
factor) 
BTH160X_v1_50149 31,3 25 
yegD putative chaperone 
SPR1C2F_v1_590043 16,2 600 
SPRA44_v1_580012 16,7 320 
yegQ putative peptidase SPR1C2F_v1_590055 9,5 416 
Biogénèse paroi cellulaire, membrane, enveloppe    
CDIDSM_v1_21721 protein CDIDSM_v1_21721 8,9 125 
CDIDSM_v1_21869 autolysin CDIDSM_v1_21869 8,8 548 
CDIDSM_v1_21969 CDP-Glycerophosphate CDIDSM_v1_21969 23,9 43 
dacA 
D-alanyl-D-alanine 
carboxypeptidase  
SPR1C2F_v1_220085 8,7 378 
dacB 
D-alanyl-D-alanine 
carboxypeptidase 
SPR1C2F_v1_110087 10,1 187 
kdsB 
3-deoxy-manno-
octulosonate 
cytidylyltransferase 
SPR1C2F_v1_120060 11,6 148 
kdsD 
D-arabinose 5-phosphate 
isomerase 
SPRA44_v1_740019 15,8 79 
lepA 
ribosomal elongation factor, 
GTPase 
CDIDSM_v1_21188 8,6 133 
prc carboxy-terminal protease  SPR1C2F_v1_300057 9,8 529 
SEPLYAS9_5005 bifunctional protein glmU SEPLYAS9_5005 39,5 30 
slyB 
putative outer membrane 
lipoprotein 
SPR1C2F_v1_310028 8,4 408 
spr 
putative peptidase, outer 
membrane lipoprotein 
SPR1C2F_v1_80032 12,4 498 
tolC transport channel 
SPR1C2F_v1_750072 9,4 323 
SPRA44_v1_690066 9,1 126 
yfbE 
uridine 5'-(beta-1-threo-
pentapyranosyl-4-ulose 
diphosphate) 
aminotransferase 
SPRA44_v1_290031 15,2 96 
yfhD putative transglycosylase SPRA44_v1_590041 10,8 77 
Réplication, recombinaison et réparation    
dnaN 
DNA polymerase III, beta 
subunit 
ABWL_v1_220385 37,0 82 
mutM 
formamidopyrimidine/5-
formyluracil/ 5-
hydroxymethyluracil DNA 
glycosylase 
SPR1C2F_v1_880078 10,0 156 
parE topoisomerase IV subunit B SPR1C2F_v1_750066 7,3 414 
phr 
deoxyribodipyrimidine 
photo-lyase 
CDIDSM_v1_20899 9,2 74 
priB primosomal protein N 
SPR1C2F_v1_110054 9,9 452 
SPRA44_v1_70052 8,1 380 
Q7S_20935 
transcriptional regulator HU 
subunit alpha 
Q7S_20935 11,5 774 
ruvA 
component of RuvABC 
resolvasome, regulatory 
subunit 
SPR1C2F_v1_400040 11,3 127 
ruvB 
holliday junction helicase, 
subunit B 
SPR1C2F_v1_400039 8,5 115 
SPLS13_01275 transcriptional regulator SPLS13_01275 15,3 69 
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topA DNA topoisomerase I 
CDIDSM_v1_21325 11,3 149 
SPR1C2F_v1_390146 8,8 1 010 
xseA exodeoxyribonuclease VII CDIDSM_v1_21727 16,5 66 
ycbY 
putative conserved AdoMet-
dependent methyltransferase 
with RNA interaction 
domain 
SPR1C2F_v1_120087 11,6 235 
yicR 
protein associated with 
replication fork, possible 
DNA repair protein 
SPR1C2F_v1_880081 5,8 489 
Transcription    
csp cold shock-like protein SPR1C2F_v1_120056 12,5 225 
cspC 
stress protein, member of the 
CspA-family 
SPR1C2F_v1_490049 9,1 1 069 
SPRA44_v1_420023 8,9 851 
cspE 
DNA-binding transcriptional 
repressor 
SPR1C2F_v1_120057 14,8 96 
fis 
global DNA-binding 
transcriptional dual regulator 
ABWL_v1_250011 35,3 264 
SPR1C2F_v1_790026 14,4 371 
nusA 
transcription 
termination/antitermination 
L factor 
SPR1C2F_v1_110097 7,4 827 
nusG 
transcription antitermination 
protein 
ABWL_v1_390003 27,4 408 
ohrR 
organic hydroperoxide 
resistance transcriptional 
regulator 
SPR1C2F_v1_50023 9,5 165 
rho 
transcription termination 
factor 
SPRA44_v1_20027 10,4 391 
rnb ribonuclease II 
SPR1C2F_v1_390123 9,0 311 
SPRA44_v1_350086 13,1 184 
rpoA 
RNA polymerase (alpha 
subunit) 
CDIDSM_v1_20287 10,1 290 
rpoB 
DNA-directed RNA 
polymerase subunit beta 
Q7S_21000 9,8 1 368 
SPR1C2F_v1_120094 
transcriptional regulator, 
HxlR family 
SPR1C2F_v1_120094 7,8 222 
ttk division inhibitor SPR1C2F_v1_880086 10,6 114 
uvrY 
DNA-binding response 
regulator in two-component 
regulatory system with BarA 
CBRB01_v1_23545 54,3 175 
Traduction, structure et biogénèse du ribosome    
dusB 
tRNA-dihydrouridine 
synthase B 
ABWL_v1_250012 24,0 243 
SPR1C2F_v1_790025 10,2 1 215 
SPRA44_v1_750022 11,1 724 
ECL_03940 
tRNA (guanine-N(1)-)-
methyltransferase 
ECL13047_03940 28,5 122 
fusA 
protein chain elongation 
factor EF-G, GTP-binding 
SPR1C2F_v1_830001 8,1 1 923 
gltX glutamyl-tRNA synthetase CDIDSM_v1_20218 8,9 176 
leuS leucyl-tRNA synthetase SPRA44_v1_160036 8,67 256 
miaA 
tRNA delta(2)-
isopentenylpyrophosphate 
transferase 
Q7S_02125 14,4 94 
rhlB 
ATP-dependent RNA 
helicase 
SPR1C2F_v1_60015 8,4 450 
rimM 
16S rRNA processing 
protein 
SPR1C2F_v1_170130 9,1 987 
rnpA 
protein C5 component of 
RNase P 
SPR1C2F_v1_890046 17,2 161 
rplB 50S ribosomal protein L2 SPR1C2F_v1_820017 7,8 670 
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 SPRA44_v1_720037 9,1 529 
rplC 50S ribosomal protein L3 
SPR1C2F_v1_820022 9,7 1 362 
YINY228_v1_1495 21,5 48 
rplD 
ribosomal protein L4 
50S ribosomal protein L4 
CDIDSM_v1_20263 12,2 245 
SPRA44_v1_720039 12,8 1 274 
rplE 50S ribosomal protein L5 SPRA44_v1_720029 8,5 833 
rplF 50S ribosomal protein L6 SPR1C2F_v1_820002 7,9 449 
rplJ ribosomal protein L10 (BL5) CDIDSM_v1_20238 17,5 272 
rplJ 50S ribosomal subunit 
protein L10 
SPR1C2F_v1_90013 8,6 869 
rplO 50S ribosomal protein L15 SPRA44_v1_720022 8,1 423 
rplX 
50S ribosomal subunit 
protein L24 
SPR1C2F_v1_820007 8,2 1 098 
SPRA44_v1_720030 8,5 671 
rplY 
50S ribosomal subunit 
protein L25 
SPR1C2F_v1_80022 12,2 553 
SPRA44_v1_500021 13,5 557 
rpmA ribosomal protein L27 
(BL24) 
CDIDSM_v1_21565 8,5 231 
rpmB 50S ribosomal protein L28 SPR1C2F_v1_880080 8,4 1 088 
rpmE 50S ribosomal subunit 
protein L31 
SPR1C2F_v1_880021 7,3 700 
rpmG 50S ribosomal protein L33 SPR1C2F_v1_880079 9,3 464 
rpmG 50S ribosomal protein L33 SPRA44_v1_780078 8,8 564 
rpmGA ribosomal protein L33 CDIDSM_v1_21656 12,5 167 
rpsI 30S ribosomal protein S9 SPR1C2F_v1_780084 11,3 917 
rpsK 30S ribosomal protein S11 
SPR1C2F_v1_810022 9,1 890 
SPRA44_v1_720019 8,0 514 
rpsM ribosomal protein S13 CDIDSM_v1_20285 8,9 140 
rpsP 30S ribosomal protein S16 SPRA44_v1_90196 9,6 354 
rpsQ 30S ribosomal protein S17 SPRA44_v1_720032 14,3 80 
rpsR 30S ribosomal protein S18 
SPLS13_01640 13,7 210 
SPR1C2F_v1_110055 10,9 382 
rpsT 30S ribosomal subunit 
protein S20 
SPRA44_v1_90027 7,3 846 
rpsU 30S ribosomal protein S21 SPLS13_22385 16,0 294 
rsuA 16S rRNA pseudouridylate 
516 synthase 
SPR1C2F_v1_80024 9,9 154 
SEMARFGI94_426
7 
SSU ribosomal protein S19P SEMARFGI94_4267 13,6 115 
SEPLYAS9_1702 asparaginyl-tRNA 
synthetase 
SEPLYAS9_1702 15,1 65 
SEPLYAS9_4406 30S ribosomal protein S21 SEPLYAS9_4406 11,9 313 
SEPLYAS9_4648 30S ribosomal protein S7 SEPLYAS9_4648 10,6 241 
SPLS13_23645 30S ribosomal protein S5 SPLS13_23645 16,7 124 
SPR1C2F_v1_590044 GCN5-related N-
acetyltransferase 
SPR1C2F_v1_590044 37,5 59 
SPR1C2F_v1_90002 protein chain elongation 
factor EF-Tu, putative GTP-
binding factor (duplicate of 
tufA) (fragment) 
SPR1C2F_v1_90002 7,1 1 165 
 
trmA tRNA (uracil-5-)-
methyltransferase 
SPR1C2F_v1_880003 14,8 310 
trmD tRNA (guanine-1-)-
methyltransferase 
SPR1C2F_v1_170131 12,1 810 
tufA elongation factor Tu CDIDSM_v1_20258 10,1 578 
yfiF putative methyltransferase SPR1C2F_v1_630039 13,7 593 
ygjO putative methyltransferase 
small domain 
SPRA44_v1_670038 14,9 398 
Production et conversion de l’énergie    
fldA flavodoxin 1 SPR1C2F_v1_220124 7,9 281 
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glpD sn-glycerol-3-phosphate 
dehydrogenase, aerobic, 
FAD/NAD(P)-binding 
ABWL_v1_220076 39,3 134 
gor glutathione oxidoreductase SPR1C2F_v1_840054 8,9 714 
gor glutathione oxidoreductase SPRA44_v1_760172 9,8 375 
ndh respiratory NADH 
dehydrogenase 2/cupric 
reductase 
SPR1C2F_v1_270074 11,5 112 
SEPLYAS9_4367 hypothetical protein SEPLYAS9_4367 12,2 72 
sfcA malate dehydrogenase, 
(decarboxylating, NAD-
requiring) (malic enzyme) 
ABWL_v1_50094 42,4 95 
SPR1C2F_v1_880009 pyridine nucleotide-
disulphide oxidoreductase 
dimerisation region 
SPR1C2F_v1_880009 13,0 139 
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8.6. Voie de synthèse des acides gras chez Serratia spp. 
 
  
acétyl-Coenzyme A
malonyl-Coenzyme A
malonyl-acyl-carrier-protein
β-ketoacyl-[acyl-carrier-protein]
β-hydroacyl-[acyl-carrier-protein]
ATP + HCO3-
ADP + Pi + H
+
ACP
Coenzyme A
NADPH + H+
NADP+
accABDC (coenzyme A complex)
EC number: 6.4.1.2
fadD (malonyl-CoA-[ACP]-transacylase)
2.3.1.39
fabB (3-oxoacyl-ACP-synthase I)
2.3.1.41
fabF (3-oxoacyl-ACP-synthase II)
2.3.1.41
fabH (3-oxoacyl-ACP-synthase III)
2.3.1.41
fabG (3-oxoacyl-ACP-reductase)
1.1.1.100
Acétyl-CoA
ACP + CoA + CO2
trans-2Δ-enoyl-[acyl-carrier-protein] but-2-enoyl-[acyl-carrier-protein]
acides gras saturés acides gras insaturés
fabZ (3-hydroacyl-dehydratase)
4.2.1.59
fabA (fructose-biphosphate aldolase)
4.2.1.60
H2O H2O
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8.7. Voie de synthèse de la tyrosine et de la phénylalanine chez Serratia spp. 
  
phosphoenol-pyruvate
3-desoxy-2-céto arabinoheptonate
3-dehydroquinate
3-dehydroshikimate
shikimate
shikimate-3-phosphate
5-enoyl-pyruvyl-
shikimate-3-phosphate
chorismate
phrephenate
4-hydrophenyl pyruvate
tyrosine
kéto-phenylpyruvate
phénylalanine
NADH + CO2
NAD+
tyrA
glutamate
oxoglutarate
oxoglutarate
glutamate
CO2 + H2O
H+
aroFGH (3-deoxy-D-arabinose-heptulosonate-7-
phosphate synthase)
EC number: 2.5.1.54
aroB (3-hydroquinate synthase)
4.2.3.4
aroQ (3-dehydroquinate dehydratase)
4.2.1.10
aroE (dehydroshikimate reductase)
1.1.1.25
aroK (shikimate kinase I)
2.7.1.71
aroL (shikimate kinase II)
2.7.1.71
aroA (5-enoylpyruvylshikimate-3-phosphate 
synthetase)
2.5.1.19
aroC (chorismate synthase)
4.2.3.5
tyrA (chorismate mutase)
5.4.99.5
pheA (prephenate dehydrogenase)
1.3.1.12
tyrA
tyrB (tyrosine amino-transferase)
2.6.1.5
tyrB
2.6.1.57
phosphoénol-pyruvate
Pi
ATP
ADP
NADPH + H+
NADP+
H2O
H2O + PEP
Pi
érythrose -4-phosphate
Pi
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8.8. Voie de synthèse de la valine chez Serratia spp. 
 
 
  
pyruvate
2-acétolactate
dihydroxyisovalerate
ketoisivalerate
valine
H+
CO2
NADPH + H+
NADP+
H2O
glutamate
oxoglutarate
ilvG (acetolactate synthase)
EC number: 2.2.1.6
ilvC (keto-acid reductase)
1.1.1.86
ilvD (dihydroxy-acid dehydratase)
4.2.1.9
ilvE (branched-chain amino acid
aminotransferase)
2.6.1.42
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8.9. Voie de synthèse de la lysine chez Serratia spp. 
 
  
aspartate
aspartyl-4-phosphate
aspartate-semialdéhyde
(2S,4S)-4-hydroxy-2,3,4,5-tetrahydrodipicolinate
2,3,4,5-tetrahydrodipicolinate
N-succinyl-2-amino-6-ketopimelate
N-succinyl-2,6-diaminopimelate
diaminopimelate
meso-diaminopimelate
lysine
ATP
ADP
NADPH + H+
NADP+ + Pi
pyruvate
H2O + H
+
NADPH + H+
NADP+ + H2O
succinyl-CoA + H2O
coenzyme A
glutamate
oxoglutarate
H2O
succinate
H+
CO2
lysC (aspartokinase III)
EC number: 2.7.2.4
asd (aspartate-semialdehyde dehydratase)
1.2.1.11
usg (semialdehyde dehydrogenase)
1.7.1.
dapA (dihydrodipicolinate synthase)
4.2.1.52
dapE (N-succinyl-diaminopimelate deacylase)
3.5.1.18
dapD (2,3,4,5-tetrahydropyridine-2-carboxylate-N-
succinyl transferase)
2.3.1.17
argD (succinyldiaminopimelate aminotransferase)
2.6.1.17
dapE (N-succinyl diaminopimelate deacylase)
3.5.1.18
dapF (diaminopimelate epimerase)
5.1.1.17
lysA (diaminopimelate decarboxylase)
4.1.1.20
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8.10. Voie de synthèse de l’arginine et de l’ornithine chez Serratia spp. 
 
 
glutamate
N-acétylglutamate
acétyl-CoA
coenzymeA+ H+
N-acétylglutamyl-phosphate
N-acétylglutamate semi-aldéhyde
N-acétyl-ornithine
ornithine
citrulline
carbamoyl-phosphate
NH3 + CO2
arginiosuccinate
arginine
ATP
ADP
NADPH + H+
NADP + Pi
glutamate
oxoglutarate
H2O
acétate
fumarate
ATP + aspartate
AMP + diPi + H+
H2O + glutamine + 2 ATP
2H+ + Pi + 2ADP + glutamate
argA (amino-acid acetyltransferase)
EC number: 2.3.1.1
argB (acetylglutamate kinase)
2.7.2.8
argC (N-acetyl-gama-glutamylphosphate reductase)
1.2.1.38
argD (acetylornithine aminotransferase)
2.6.1.11
argE
(acetylornithine
deacylase)
3.5.1.16
carB
(carbamoyl-
phosphate)
6.3.5.5
argI (ornithine 
carbamoyl transferase)
2.1.3.3
argG (arginiosuccinate synthase)
6.3.4.5
argH (arginiosuccinate lyase)
4.3.2.1
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Résumé : Le sel joue un rôle essentiel dans la conservation des produits de charcuterie puisqu’il inhibe le 
développement bactérien. Or, les recommandations nutritionnelles visent à réduire les teneurs en sel dans 
les denrées alimentaires. Les objectifs de ce projet de thèse étaient (1) de caractériser la communauté 
bactérienne des chipolatas et le phénomène d’altération sous l’effet d’une réduction de sel et (2) de corréler 
la dégradation organoleptique des produits aux modifications de la communauté bactérienne. 
Nous avons tout d’abord caractérisé l’altération des chipolatas par des mesures sensorielles et physico-
chimiques. Les travaux démontrent que l’intensité de l’altération est plus importante quand la teneur en sel 
est réduite et plus particulièrement lorsque les chipolatas sont conditionnées sous atmosphère modifiée. 
L’altération est caractérisée par la production d’odeurs soufrées, aigres et rances, une diminution du pH des 
chipolatas et une augmentation de la production d’exsudat.  
Parallèlement, nous avons décrit la diversité bactérienne des chipolatas altérées par analyse des ARNr 16S 
bactériens et l’abondance des espèces bactériennes a été quantifiée par qPCR. Par ces méthodes, nous 
avons pu distinguer la population dominante de la population sous-dominante. La baisse de sel entraîne un 
déséquilibre d’abondance entre ces deux populations et ce déséquilibre résulte non pas de l’augmentation 
des espèces dominantes mais d’une diminution d’abondance des espèces sous-dominantes. 
Pour comprendre le rôle respectif de ces populations bactériennes, nous avons analysé leurs activités 
métaboliques par approche RNAseq. Les travaux montrent une forte activité métabolique des espèces sous-
dominantes. Lorsque le sel est en plus faible concentration, l’expression des gènes de Serratia spp. 
impliqués dans la fermentation du pyruvate pour produire de l’éthanol, du CO2 et de l’acétate est plus 
importante. La production d’acétate par cette espèce bactérienne peut être reliée aux défauts d’altération 
observés (baisse de pH, production d’exsudat, odeur aigre).  
Ces travaux démontrent que le sel impacte la communauté bactérienne des chipolatas (abondance et 
activités métaboliques) et que cette perturbation compromet la qualité organoleptique des produits.  
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Abstract: Salt content plays a key role in meat product preservation since it inhibits bacterial growth. 
However, dietary guidelines aim to reduce salt content in food. The objectives of this study were (1) to 
characterize the bacterial community of raw pork sausages and the spoilage phenomenon of these products 
under salt reduction conditions and (2) to correlate the organoleptic deterioration of the products to 
modifications in bacterial community. 
We first characterized the raw pork sausages spoilage by sensory and physicochemical analysis. The work 
demonstrates that spoilage intensity is greater under a reduced salt content, particularly when sausages are 
packaged under modified atmosphere. The spoilage is characterized by the production of sulfur, sour and 
rancid off-odors, a decrease in pH of the sausages and an increase of exudate production.  
At the same time, we described the bacterial diversity of spoiled sausages through 16S rRNA analysis. 
Abundance of bacterial species was quantified by qPCR. With these methods, we were able to distinguish 
the dominant population from the subdominant population. Reducing salt content causes an abundance 
imbalance between these two populations. This imbalance does not result from an increase of the dominant 
species; it results from a decrease in abundance of subdominant species. 
To understand the roles of these bacterial populations, we analyzed their metabolic activities by RNA-Seq 
approach. The works highlight a high metabolic activity of the subdominant species. When the salt 
concentration is lowest, the expression of Serratia sp. genes involved in the fermentation of pyruvate to 
produce ethanol, CO2 and acetate is most important. The acetate production may be connected to the 
spoilage defaults observed (decrease in pH, exudate production and sour off-odors). 
These studies reveal that salt reduction impacts the bacterial community of raw pork sausages (abundance 
and metabolic activities) and this disruption compromises the organoleptic quality of the products. 
